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Métabolisme de l’ARN chez les Archées : 
Dialogue entre l’Hélicase à ARN ASH-Ski2, l’Exoribonucléase 5’- 3’ aRNase J et l’Exosome 3’-5’ à 
ARN, à proximité du Ribosome. 
 
La compréhension du métabolisme de l'ARN, c’est-à-dire tout événement du cycle de la vie des 
molécules d'ARN, de leur synthèse à leur dégradation, est fondamentale. Ces mécanismes permettent 
aux cellules de s'adapter rapidement à un environnement variable. Bien que de nombreuses voies de 
régulation aient été établies chez les eucaryotes et les bactéries, ces processus ont été peu examinés 
chez les archées. Malgré les informations fragmentaires disponibles sur les protéines qui assurent la 
maturation et la dégradation des ARN, de nombreuses questions demeurent en suspens et les voies 
métaboliques de l'ARN dans les cellules d'archées restent, pour la plupart, à découvrir. Les archées 
sont considérées comme formant un domaine du vivant singulier, distinct des eucaryotes et des 
bactéries, qui est désormais considéré comme constituant des modèles d'une importance universelle 
pour l'étude des mécanismes moléculaires conservés. L’équipe d’accueil "RNA biology of Archaea" 
développe un domaine de recherche innovant pour identifier les machines moléculaires et les enzymes 
impliquées dans le métabolisme de l'ARN chez les Archées. Ainsi les ribonucléases (RNases) de type β-
CASP ont été identifiées comme des enzymes ubiquitaires chez les Archées. Dans ce contexte le travail 
de thèse a consisté (i) à répertorier les familles de RNases (structures et fonction) connues chez les 
Archées pour la rédaction d’une revue (Clouet-d’Orval et al 2018) et (ii) à identifier et caractériser les 
partenaires protéiques de l’exoRNase 5’-3’ de la famille β-CASP, aRNase J, chez les Thermococcales. 
Les résultats obtenus, par des approches de protéomiques, biochimiques et enzymatiques, montrent 
que l’aRNase J est engagée spécifiquement avec l’hélicase ASH-Ski2 et l’exosome à ARN à proximité du 
ribosome (résultats publiés : Phung et al NAR 2020) et que le partenaire ASH-Ski2 est une hélicase à 
ARN, avec une polarité 3’- 5’ dont l’activité prépondérante est l’appariement de brins (annealing) 
(rédaction en cours : Batista et al, en préparation). L’ensemble des données obtenues qui sont 
confortées par des approches phylogénomiques, offrent de nouvelles perspectives quant à 








RNA metabolism in Archaea 
Dialogue between the ASH-Ski2 RNA helicase, the 5’-3’ exoribonuclease aRNase J and the RNA 
exosome at the vinicity of the ribosome 
 
A deep understanding of RNA metabolism, which includes any event in the life cycle of RNA molecules, 
such as their synthesis, folding/unfolding, modification, processing and degradation, is critical. The 
continuous breakdown and synthesis of mRNAs allow cells to rapidly adapt to changing environment. 
RNA biology became an important and fast-evolving field at the center of post-transcriptional 
regulation of gene expression. Although numerous regulation pathways have been established in 
Eukarya and Bacteria, these processes have been hardly examined in Archaea. Despite fragmented 
information gathered on the proteins that maturate and degrade RNAs within archaeal cells, many 
open questions remain and RNA pathways in Archaea are, for the most part, still a mystery. Archaea 
are considered to form a separate domain of life, distinct from Eukarya and Bacteria. In-depth 
phylogenomic studies give strong evidences that Eukarya and Archaea are sister groups with closely 
related genetic information systems (translation, transcription, replication, DNA recombination and 
reparation). Archaea are now viewed as models with universal importance to study the molecular 
mechanisms that are conserved between Eukarya and Archaea. The “RNA biology of Archaea” group 
has developed an innovative area of research to identify RNA processing machineries in Archaea. In 
this context, the thesis work consisted (i) in listing the RNase families (structure and function) known 
in the Archaea for the writing of a review (Clouet-d'Orval et al 2018) and (ii) in identifying and 
characterizing the protein partners of exoRNase 5'-3' of the family β-CASP, aRNase J, in 
Thermococcales. The results obtained, using proteomic, biochemical and enzymatic approaches, show 
that aRNase J is specifically engaged with the ASH-Ski2 helicase and the RNA exosome in the vinicity of 
the ribosome (published results: Phung et al NAR 2020) and that the ASH-Ski2 partner is an RNA 
helicase, with a 3'-5' polarity, whose predominant activity is strand assembly (annealing) (writing in 
progress: Batista et al, in preparation). All the data obtained, which are supported by phylogenomic 
approaches, offer new prospects for the identification of new molecular machinery involved in RNA 
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Figure 1. Historique de la découverte des Archées et évolution de l’arbre du vivant. Plusieurs dates clé
sont indiquées, notamment celles de l’identification des quatre grands groupes d’archées (Euryarchée,



























Cette introduction de thèse est composée de quatre grandes parties. La première partie 
présente le domaine des Archées et décrit les mécanismes moléculaires fondamentaux de la 
maintenance de l’ADN à la traduction en passant par la transcription. La deuxième partie 
détaille les différents types d’ARN et leur processing chez les Archées. La troisième partie 
présente ce qui est connu sur les ribonucléases d’Archées. La quatrième partie se focalise sur 
les Hélicases à ARN.  
 
I. Les Archées  
1. Généralités 
1.1 Découverte et classification  
En 1977, Carle Woese et Georges E. Fox révolutionnent la biologie de l’évolution en proposant 
un arbre du vivant en trois domaines: les Eucaryotes, les Bactéries et les Archées (Figure 1) 
(Woese and Fox 1977; Woese et al. 1990). Les premières archées identifiées sont 
majoritairement extrêmophiles avec des habitats peu propices au développement de 
bactéries et eucaryotes. Elles sont retrouvées dans des habitats anoxiques comme les 
marécages (Méthanogènes), dans des eaux hypersalines comme la mer morte (Halophiles), à 
des températures très élevées comme dans les cheminées hydrothermales des fonds marins 
ou les sources chaudes comme dans le parc de Yellowstone (Thermophiles), ou à l’opposé 
dans des conditions de froid permanent comme les lacs secs de l’Antarctique (Psychrophiles) 
et à des pH extrêmes (Acidophiles et Alkaphiles). A présent, les archées sont considérées 
comme des organismes ubiquitaires présent dans tous les milieux terrestres, soit environ 20% 
de la biomasse des océans (DeLong and Pace 2001), ainsi que dans les microbiotes humain, 
de la peau, et des systèmes digestif et respiratoire (Drancourt et al. 2017; Mihajlovski et al. 
2010; Oxley et al. 2010; Lurie-Weinberger and Gophna 2015; Gaci et al. 2014; Brugère et al. 
2014; Moissl-Eichinger et al. 2018; Koskinen et al. 2017). Leur impact sur la santé humaine 
reste cependant à déterminer. 
De manière générale, la forme et la taille des cellules d’archées sont similaires à celles des 
bactéries, néanmoins les parois des cellules d’archées ne possèdent pas de peptidoglycane 
(Kandler and Hippe 1977) et contrairement aux membranes bactériennes, leurs membranes 
contiennent des lipides à base d'isoprène fixés au glycérol-1-phosphate par des liaisons éther 
(Langworthy et al. 1972; Tourte et al. 2020). Les génomes d’archées possèdent une forte 
Figure 2. Les clades d’Archées. Les lignées d’archées sont aujourd’hui divisées en quatre clades : les









densité de gènes et consistent en un chromosome circulaire dont la taille varie entre 0,49 
(Nanoarchaeum equitans) et 5.75 Mpb (Methanosarcina acetivorans) (Kellner et al. 2018; 
Wang et al. 2015; Koonin and Wolf 2008). Ils peuvent disposer de plasmides dont 60 ont été 
isolés à ce jour (Wang et al. 2015).  
Pendant plus de 20 ans, les Archées ont été classifiées en deux groupes (clades): les 
Euryarchées et les Crénarchées (Olsen and Woese 1993). A partir de 2002, avec le 
développement des techniques de séquençage à haut débit et l’essor des analyses 
phylogénomiques, plusieurs nouveaux groupes tels que les Korarchées, Nanoarchées et 
Thaumarchées ont été identifiés (Figure 1). A partir de 2011, la phylogénie des Archées 
s’enrichit avec une nouvelle classification qui établis le groupe des TACK qui comprend les 
Thaumarchées, Aigarachées, Crénarchées et Koarchées et le groupe des DPANN, qui sont 
caractérisés par de petits génomes (~0,5 à 1,5 Mpb) et constitués des Diaphérotrites, 
Parvarchées, Aenigmarchées, Nanoarchées et Nanohaloarchées (Kellner et al. 2018). Depuis, 
les données actuelles avec plus de 2133 génomes d’archées disponibles sur le site du NCBI, 
ont permis d’élargir encore cette diversité et permettent de préciser cette phylogénie avec 
l’identification des Géoarchées, Bathyarchées et Verstraetearchées au sein des TACK et de 
nouvelles lignées affiliées au groupe des Euryarchées (Eme et al. 2018; Eme et al. 2017; Spang 
et al. 2017). En 2015, avec la découverte de la nouvelle branche des Lokiarchées retrouvées 
dans des sédiments marins près du château de Loki (cheminées hydrothermales au milieu de 
l’océan Atlantique) et à partir de données de métagénomiques, la phylogénie des archées 
ouvre de nouvelles perspectives sur l’ancêtre commun des eucaryotes et des archées (Spang 
et al. 2015) (Figure 2). A présent il est proposé que le nouveau clade des Asgards, composé 
des Lokiarchées, Thorarchées, Odinarchées et Heimallarchées serait la branche la plus proche 
des eucaryotes (Zaremba-Niedzwiedzka et al. 2017). A partir de cette nouvelle classification, 
deux scénarios évolutifs ont été proposés selon les approches phylogénomiques et suscitent 
de nombreux débats (Gribaldo and Brochier-Armanet 2020). Le premier scénario, appelé 
modèle 3D, propose trois branches du vivant (Figure 3) avec un ancêtre commun précédant 
la diversification des archées pour les lignées sœurs archées et eucaryotes (Zhu et al. 2019; 
Da Cunha et al. 2018; Forterre 2013). Le second scénario, appelé modèle 2D, propose un arbre 
à deux branches avec le domaine des eucaryotes émergeant du domaine des Asgards (Figure 
3) (Williams et al. 2020; Eme and Ettema 2018; Spang et al. 2018; Eme et al. 2018; Gribaldo  
Figure 3. Schéma des deux modèles proposés de l’évolution de l’arbre du vivant.
Le scénario de l’arbre du vivant avec trois branches (3D) et celui avec l’arbre à deux branches (2D) sont
représentés. Dans l’arbre 2D le domaine des archées est une branche sœur des eucaryotes. Dans l’arbre
3D, les eucaryotes émergent dans la branche des archées et sont proches des Asgards.














and Brochier-Armanet 2020; Dacks et al. 2016; Klinger et al. 2016; Hug et al. 2016; Doolittle 
2020). Ce scénario est basé sur la découverte de gènes codant pour des protéines de 
signatures eucaryotes (ESP) présents dans tous les membres de la lignée des Asgards (Spang 
et al. 2018; Eme et al. 2018; Zaremba-Niedzwiedzka et al. 2017) et plus précisément du groupe 
des Heimdallarchées (Williams et al. 2020; Zaremba-Niedzwiedzka et al. 2017; Schleper and 
Sousa 2020). Récemment une souche de Lokiarchée du groupe des Asgard, nommée 
Promethearchaeum symtrophicum, a pu être isolée à partir de sédiments prélevés dans des 
eaux profondes japonaises et est  maintenant cultivable en laboratoire  (Imachi et al. 2020). 
Cette avancée majeure ouvre de nombreuses perspectives et permettra d’apporter de 
nouveaux éléments vers la compréhension de la relation évolutive archées-eucaryotes 
(Schleper and Sousa 2020).  
 
1.2 Les modèles d’études 
Malgré les avancées technologiques dans le domaine du séquençage à haut débit qui ont 
permis d’élargir notre vision sur la diversité des archées, les difficultés à mettre des souches 
d’archées en culture et le manque de marqueurs génétiques ont été un frein pour le 
développement d’outils génétiques (Farkas et al. 2013; Adam et al. 2017; Baker et al. 2020). 
A présent il est possible de transformer certaines lignées de Crénarchées et d’Euryarchées, de 
déléter ou remplacer des gènes avec la technique de Pop-in/Pop-out et d’exprimer une 
protéine portant une étiquette in vivo (Allers and Mevarech 2005; Farkas et al. 2013; Atomi et 
al. 2012). Chez les Crénarchées, les modèles les plus développés sont les Sulfolobales 
hyperthermophiles comme par exemple Sulfolobus solfataricus (Wagner et al. 2012). Chez les 
Euryarchées, divers modèles sont développés chez les Méthanogènes comme 
Methanosarcina acetivorans  (Kohler and Metcalf 2012), les Halophiles comme Haloferax 
volcanii (Leigh et al. 2011) et les Thermococcales comme Thermococcus kodakarensis ou 
Thermococcus barophilus  (Thiel et al. 2014). 
En ce qui concerne les Thermococcales, elles sont divisées en trois genres principaux : 
Pyrococcus, Thermococcus et Palaeococcus qui se développent de manière hétérotrophes et 
sous anaérobie stricte à des températures allant de 80 à 100°C (Cossu et al. 2015). Malgré 
leurs conditions de croissance extrêmes les Thermococcales affichent un temps de génération 





Pyrococcus abyssi est le modèle d’étude qui a été utilisé dans ces travaux de thèse. Cette 
archée hyperthermophile a été isolée pour la première fois dans des cheminées 
hydrothermales situées au nord des Fidji à une profondeur de 2000m (Erauso et al. 1993). Sa 
température de croissance optimale est de 96°C avec un temps de dédoublement de 33min. 
En laboratoire elle est cultivée à 90°C dans des conditions en anaérobie à un pH de 6.4.  Le 
génome de Pyrococcus abyssi est l’un des premiers à avoir été séquencé et annoté (Cohen et 
al. 2003). Elle dispose d’un chromosome d’environ 1,7Mpb avec un pourcentage en GC 
autours de 44%, code pour plus de 1800 protéines et possède un plasmide (pGT5). Même si 
les outils génétiques n’ont pas encore été développés pour cette souche, elle est considérée 
comme organisme modèle dans l’étude de la maintenance de l’ADN (Pluchon et al. 2013). La 
stabilité et la résistance de ses protéines thermophiles en fait un organisme modèle pour la 
biochimie.  
 
2. La Réplication et la Réparation de l’ADN 
2.1 La Réplication de l’ADN 
La réplication de l’ADN est le processus qui permet la duplication et le transfert de 
l’information génétique d’une cellule mère à deux cellules filles. Ce mécanisme est conservé 
dans les trois domaines du vivant et requière de nombreux facteurs qui assurent une 
duplication de l’ADN de manière précise et rapide au sein d’un complexe appelé le 
« réplisome ». Pendant longtemps, l'étude de la réplication et de la réparation de l'ADN chez 
les archées a été entravée par un manque d'outils génétiques et biophysiques. Cependant, au 
cours de la dernière décennie, de nouveaux outils ont été développés dans plusieurs espèces 
d’archées (Zatopek et al. 2018; Pluchon et al. 2013). Même si les archées disposent d’un 
chromosome circulaire, comme les bactéries, leur machinerie de réplication ressemble à celle 
des eucaryotes avec certaines spécificités (Raymann et al. 2014; Kelman and Kelman 2014; 
Yao and O’Donnell 2016). 
 
Les origines de réplication 
La réplication de l'ADN commence à des sites spécifiques sur le chromosome, appelés origines 
de réplication. Les origines de réplication sont présentes dans des régions intergéniques riches 





facteurs protéiques à proximité des gènes codant pour l’Origin recognition complex (ORC). Les 
archées possèdent une ou plusieurs origines de réplication selon les espèces (Kelman and 
Kelman 2018). Par exemple, le chromosome de Pyrococcus abyssi contient une seule origine 
(Matsunaga et al. 2003) tandis que ceux de Sulfolobus acidocaldarius et Sulfolobus solfataricus 
en ont trois (Lundgren et al. 2004; Robinson et al. 2004). De études récentes ont permis de 
montrer que les origines de réplication de Thermococcus tokodaii et Haloferax volcanii ne sont 
pas essentielles et que l’initiation de la réplication utilise un mécanisme de recombinaison 
homologue en parallèle (Gehring et al. 2017; Kelman and Kelman 2018). Ces observations 
nécessitent cependant d’être approfondies.  
 
L’initiation 
Chez les achées, la réplication est initiée par la formation du complexe protéique Cdc6-MCM 
à l’origine de réplication. Cdc6 est homologue à la protéine Cdc6 eucaryote et permet le 
recrutement de l’hélicase MCM (MiniChromosome Maintenance) qui déroule localement le 
duplexe d’ADN et initie la formation de la fourche de réplication (Figure 4) (Sakakibara et al. 
2009) (Kelman et al. 1999; Costa and Onesti 2009; Kelman et al. 2020). Ce complexe recrute 
ensuite les facteurs GINS et GAN, qui jouent un rôle essentiel dans l'établissement et le 
maintien des fourches de réplication (Marinsek et al. 2006; MacNeill 2010). GAN (pour GINS-
associated nuclease) est une protéine de la famille des phosphoestérases DHH et est 
homologue à la protéine Cdc45 eucaryote (Makarova et al. 2012; Oyama et al. 2016; Marinsek 
et al. 2006; Nagata et al. 2017). 
Une fois que l’hélicase MCM a déroulé l’ADN double brin (ADNdb), les protéines RPA (pour 
replication protein A) se lient et recouvrent l’ADN simple brin (ADNsb) exposé (Figure 4) pour 
empêcher la reformation du duplex et protéger l’ADN contre les attaques de nucléases ou 
modifications chimiques (Dickey et al. 2013). Dans la majorité des Aigarchées et Crénarchées, 
les protéines RPA sont similaires aux SSB bactériennes. Les génomes de Koarchées et 
Thaumarchées contiennent à la fois des homologues bactériens et eucaryotes (Wadsworth 
and White 2001; Raymann et al. 2014). Les autres lignées d’archées contiennent un à plusieurs 
homologues de RPA eucaryote, comme chez Pyrococcus furiosus et Pyrococcus abyssi qui 
comprennent un complexe trimérique RPA41/RPA14/RPA32 (Komori and Ishino 2001) ou 
Methanocaldococcus jannaschii qui n’en possède qu’une seule (Kelly et al. 1998). 
Figure 4. Schéma de la réplication d’archée.
L’hélicase MCM déroule l’ADNdb de 3’ en 5’ et forme la fourche de réplication. Le brin continu (bleu) est
synthétisé par la Polymérase B (PolB) aidé de PCNA. Le brin discontinu (rose) est polymérisé de façon
discontinue en fragments d’Okazaki initiés par la primase qui synthétise des amorces d’ARN. Les
séquences ARN sont ensuite éliminées grâce à la polymérase et Fen1 et les brins d’ADN sont reliés grâce




























L’ADN polymérase et le reste des composants du réplisome sont ensuite recrutés pour 
démarrer la synthèse bidirectionnelle de l'ADN. Chez les archées, la synthèse de l'ADN est 
réalisée par deux ADN polymérases, PolB et PolD, qui utilisent des amorces ARN pour 
synthétiser le brin complémentaire et possèdent une activité de correction exonucléasique de 
3’ en 5’ (Greenough et al. 2015). Comme les ADN polymérases ne se déplacent que dans le 
sens 5’ vers 3’ et que le duplexe d’ADN déroulé est antiparallèle, un brin est synthétisé de 
façon continue (brin continu) tandis que l'autre est copié de façon discontinue (brin 
discontinu) sous la forme d'une série de fragments ARN d’Okazaki synthétisé par la primase 
(p41 et p46) (Figure 4) (Bocquier et al. 2001; Chemnitz Galal et al. 2012; Frick and Richardson 
2001). Le facteur PCNA (pour proliferating cell nuclear antigen) est recruté par le facteur de 
réplication C (RFC) et s’associe à l’ADN polymérase pour lui conférer une haute processivité. 
PCNA forme un anneau trimérique qui encercle l’ADNdb et se lie ensuite à l’ADN polymérase 
pour une synthèse de brin d’'ADN rapide et efficace. PCNA interagit également avec d’autres 
facteurs du métabolisme des acides nucléiques et du cycle cellulaire, le plus souvent via son 
motif PIP et est également impliquée dans la réparation de l’ADN  (Pan et al. 2011). 
L’endonucléase Fen1 et la ligase à ADN sont ensuite recrutées pour éliminer l’amorce ARN et 
sceller l’ADN respectivement. (Balakrishnan and Bambara 2013) 
 
La terminaison de la réplication 
À la fin du processus de réplication, les deux fourches (sur un chromosome circulaire, ou des 
fourches adjacentes sur un chromosome linéaire) entrent en collision et la synthèse de l'ADN 
s'arrête. Les données sur la terminaison de la réplication d’archée sont limitées, la nature 
circulaire de leurs chromosomes suggère un mécanisme similaire à celui des bactéries qui se 
termine dans une région ter du chromosome à l’aide de la protéine Tus (Duggin et al. 2011). 
Cependant ni la présence d’une séquence ter-like ni celle d’une protéine homologue à Tus n’a 









2.2 La réparation de l’ADN 
La réplication de l’ADN peut être influencée par des facteurs environnementaux, endogènes 
ou externes, entrainant des dommages et des altérations de la molécule d’ADN, c’est pourquoi 
le processus de réparation de l’ADN est nécessaire pour garantir l’intégrité de l’information 
génétique portée par le chromosome. Les archées vivent souvent dans des environnements 
exposés à des températures, une salinité, une pression ou pH extrêmes, dans lesquels les 
dommages physiques à l'ADN sont fréquents, nécessitant des voies de réparation de l'ADN 
particulièrement robustes.  
Les données observées jusqu’à présent suggèrent que les archées possèdent plusieurs voies 
de réparation comme la réparation par excision de bases (BER), la réparation par excision de 
nucléotides (NER), la recombinaison homologue (HR) ou non homologue (NHEJ) (Grogan 2015; 
White and Allers 2018; Zatopek et al. 2018). Elles possèdent un certain nombre de gènes 
codant des protéines impliquées dans la réparation de l’ADN qui diffère selon les espèces 
(White and Allers 2018). La voie NER permet d’éliminer des lésions volumineuses qui 
déforment l’ADN. La plupart des archées possèdent au moins quelques gènes NER de type 
eucaryote, comme XPD et XPB, mais leur fonction n’est pas encore claire (Fujikane et al. 2010). 
La voie BER est utilisée lors des dommages de bases individuelles, causés par exemple par une 
oxydation ou une méthylation. Ce sont les dommages les plus courants. Cette voie peut faire 
intervenir de nombreuses enzymes dont la nucléase Fen1, la lyase RP (Grasso and Tell 2014) 
et PCNA. En effet PCNA joue un rôle important dans les réparations de l'ADN en interagissant 
notamment avec l'endonucléase AP (Kiyonari et al. 2009), l'ADN glycosylase (Kiyonari et al. 
2008) et la nucléase XPF (Roberts et al. 2003). La RNase HII permet l’excision des 
ribonucléotides intégrés par erreur à la place d’un nucléotide et le brin d’ADN est ensuite pris 
en charge par la PolB et Fen1 (Heider et al. 2017). 
Les voies HR et NHEJ interviennent après une cassure double brin. La voie HR permet 
également de relancer la réplication de l’ADN lorsque les fourches sont bloquées au niveau 
d’un dommage à l’ADN (Gehring et al. 2017). Les cassures doubles brins doivent être traitées 
par des exonucléases pour générer des extrémités 3’ d’ADNsb. Dans la voie HR les protéines 
Mre11, Rad50, NurA et HerA permettent la maturation des extrémités double brin (Ahdash et 
al. 2017; Delmas et al. 2013). L’extrémité 3’ d’ADNsb est ensuite liée par la recombinase RadA 





la double jonction d’Holliday (Morrical 2015). Cette conformation pourrait être reconnue par 
l’hélicase Hel308 (aussi nommée Hjm) chez les archées. Hel308 est une hélicase de la famille 
Ski2 qui  est capable in vitro de dérouler les jonctions de Holliday en présence d’ATP (Guy and 
Bolt 2005). Des expériences de pull-down et chromatographie d’exclusion ont montré 
qu’Hel308 de Sulfolobus Tokodaii, interagit avec l’endonucléase spécifique des jonctions de 
Holliday, Hjc (Li et al. 2008) et plus récemment chez Sulfolobus islandicus les données 
démontrent une interaction directe entre Hel308 et PINA, une ATPase impliquée dans les 
jonctions de Holliday (Zhai et al. 2018). Chez l’homme, l’activité de Hel308 est localisée au 
niveau des fourches de réplication avec la protéine de réparation Rad51 et son activité de 
déroulement des duplexes d’ADN est stimulée par la protéine RPA (Tafel et al. 2011). Ces 
données suggèrent qu’Hel308 pourrait être requise pour le redémarrage de la réplication, 
lorsque la machinerie a été stoppée suite à un dommage de l’ADN.   
La voie NHEJ, qui est rare chez les archées, est initiée par protéine Ku qui recrute ensuite une 
nucléase, polymérase et ligase qui traitent et réparent la cassure double brin (Bartlett et al. 
2013).  
Les archées hyperthermophiles possèdent une topoisomérase unique, capable de former des 
« surenroulements » d’ADN, la réverse gyrase (Forterre 2002; Yang et al. 2020). Le rôle exact 
de ces surenroulements chez les hyperthermophiles n'est pas entièrement compris. Il est 
proposé que la réverse gyrase permettrait de maintenir l’ADN sous forme double brin ce qui 
pourrait le rendre plus résistant à divers processus induisant des dommages (Kampmann and 
Stock 2004) ou permettrait de réguler l'expression des gènes lors de l'initiation de la 
transcription (Bell et al. 1998).  
 
3. La Transcription 
Les archées utilisent un appareil de transcription de type eucaryote qui transcrit un génome 
relativement petit et dense, avec des gènes souvent organisés en opérons. Leur machinerie 
de transcription est cependant proche de celle de l’ARN polymérase II (ARNP II), enzyme 
responsable de la transcription des ARNm et ARNnc eucaryotes (Grohmann and Werner 2011; 
Blombach et al. 2019). Les organismes modèles archées qui ont été les plus étudiés pour la 
transcription sont les thermophiles telles que les Sulfolobales, les Thermococcales et les 
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Figure 5 . La machinerie de transcription archée.
A-Structures de l’ARNP bactérienne (Thermus aquaticus, pdb 1I6V), d’archée (Sulfolobus shibatae, pdb
4B1O) et l’ARNP II eucaryote (Sacharomyces cerevisiae, pdb 1NT9) (Werner 2013). Les sous-unités
homologues sont de la même couleur et démontrent le degré de similitude entre les trois moteurs de la
transcription et, en particulier, l’ARNP archée et eucaryote. B- La transcription d'un gène est initiée au
niveau du promoteur, se poursuit dans le corps du gène et s'achève au niveau du terminateur. L’ARNP
progresse de manière répétée dans le cycle, et des sous-ensembles spécifiques de facteurs d'initiation,














































généralement divisé en trois phases principales, l'initiation, l'élongation et la terminaison, qui 
sont modulées par des facteurs de transcription et qui sont soumises à une régulation. 
 
3.1 L’ARN polymérase 
L’ARNP est une enzyme composée de plusieurs sous unités qui transcrit un ADN matrice en 
ARN. Alors que les bactéries et les archées ne contiennent qu'une seule ARNP, les eucaryotes 
en contiennent trois : l’ARNP I (dédiée aux ARNr), ARNP II (ARNm et ARNnc) et ARNP III (ARNt, 
ARNr et ARNnc). La première structure cristallographique de l’ARNP archée a été résolue en 
2008 chez Sulfolobus solfataricus (Hirata et al. 2012; Hirata et al. 2008) (Figure 5A). La 
résolution des structures tridimentionelles des ARNP des trois domaines du vivant suggère 
une évolution à partir d'une enzyme ancestrale. L'organisation architecturale commune 
comprend un noyau universel conservé qui est composé de « la plate-forme d'assemblage » 
(Rpo3/11/10/12), des sous-unités catalytiques (Rpo1’/1’’-Rpo2’/2’’) et une petite sous-unité 
impliquée dans la stabilité de l'enzyme (Rpo6) (Werner 2013). Toutes les ARNP ressemblent à 
une pince de crabe dont le site actif de l’enzyme est situé dans le sillon inférieur de la pince. 
Chez les archées et les eucaryotes, ce noyau a été supplémenté de sous-unités qui étendent 
la plate-forme d'assemblage (Rpo10 et 12) avec des sites additionnels de liaison à l'ADN (Rpo5 
et 13) et des facteurs de transcription (Rpo4 et 7). La caractéristique marquante distinguant 
les ARNP archée et eucaryotes de l’ARNP bactérienne est la présence d’une tige (Rpo4/7) qui 
dépasse du noyau en angle droit par rapport à la direction de la transcription (Figure 5A) 
(Werner and Grohmann 2011; Werner 2007; Fouqueau et al. 2017).  
 
3.2 L’initiation  
La transcription est initiée par le recrutement de facteurs d’initiation au niveau du promoteur. 
La plupart des promoteurs répertoriés chez les archées ont trois éléments : une boîte TATA, 
un élément B de reconnaissance (BRE, B-recognition element) et le motif initiateur (Inr). Les 
séquences TATA et BRE sont des motifs spécifiques reconnus par deux facteurs de 
transcription : TBP (TATA binding Protein) et TFB (Transcription factor B), respectivement. TBP 
et TFB d’archées sont homologues aux facteurs TBP et TFIIB eucaryotes et ont des fonctions 
similaires. Brièvement, la liaison du facteur TBP au promoteur, induit une cascade qui conduit 





TBP, et le complexe ADN-TBP-TFB recrute l’ARNP (Figure 5B). Ce complexe ADN-TBP-TFB-
ARNP représente la machinerie de transcription minimale chez les archées, et est suffisant 
pour initier la transcription in vitro. Le facteur d’initiation de la transcription E (TFE), qui est 
l’homologue du facteur d’initiation TFEII eucaryote, est ensuite recruté et stabilise la 
conformation ouverte du complexe de pré-initiation qui facilite la séparation des brins d’ADN 
et le chargement du brin matrice par l’ARNP (Blombach et al. 2015). L’Inr est un motif 
dinucléotidique qui est important pour le choix précis du site de départ de la transcription 
(Smollett et al. 2017; Blombach et al. 2019).  
 
3.3 L’élongation  
L'élongation de la transcription est un processus discontinu qui est fréquemment interrompu 
par une pause ou un arrêt dus à la nature de la séquence, des protéines associées à l'ADN 
(chromatine formée d'histones) ou des lésions de l'ADN. De nombreux facteurs sont impliqués 
dans ces processus, notamment le facteur de clivage de la transcription TFS, qui est 
l’homologue de TFSII eucaryote, et le facteur de processivité Spt4/5 (Fouqueau and Werner 
2017). La protéine Spt4/5 est recrutée pour faciliter la transition entre initiation et élongation, 
en stabilisant le complexe d’élongation (TEC) (Figure 5B). Spt4/5 est homologue à DSIF chez 
l’Homme et NusG chez la bactérie. C’est le seul facteur associé à l’ARNP qui conservé dans les 
trois domaines du vivant (Smollett et al. 2017).    
 
3.3 La terminaison  
La terminaison de la transcription est importante pour éviter les molécules d'ARN aberrantes 
et pour aider au recyclage de l'ARNP. Chez les bactéries, les signaux de terminaison de la 
transcription dépendent d’une petite structure en épingle en amont d’une région poly(U) 
(Terminaison intrinsèque) ou nécessitent l'action d'une protéine de régulation, le plus souvent 
l’hélicase hexamérique Rho (Terminaison Rho-dépendante) (Kuehner et al. 2011; Porrua et al. 
2016).  
Chez les eucaryotes, la terminaison par l’ARNP II peut être déclenchée par différentes voies, 
en fonction des signaux de l'ARN naissant en 3′ et des facteurs de terminaison présents à 
l'extrémité d'un gène (Porrua et al. 2016; Kuehner et al. 2011). La voie CPSF fait intervenir le 





endoribonucléolytique à l’extrémité 3’ de l’ARNm naissant. Le produit de clivage en amont est 
polyadénylé, tandis que le produit de clivage en aval est dégradé par l’exoribonucléase 5’-3’ 
XRN2 (ou Rat1 chez la levure). Chez la levure, la terminaison de la transcription de nombreux 
ARNnc, tels que lesARNsn ou ARNsno (impliqués respectivement dans l'épissage et la 
modification des ARNr) par l’ARNP II fait intervenir la voie NNS (Nrd1-Nab3-Sen1). L’ARNP III 
est capable de terminer la transcription lorsqu'elle rencontre une séquence poly(T) de 
longueur variable sur le brin, sans qu'il soit nécessaire de recourir à des facteurs accessoires 
(Porrua et al. 2016). Le processus de terminaison de la transcription chez les archées reste un 
débat. Plusieurs études ont été réalisées notamment chez les halobactéries, les 
méthanocoques et les méthanobactéries. Globalement, ces différentes recherches 
démontrent que les sites de terminaison identifiés comprennent généralement des segments 
d'oligo (dT) et dans peu de cas des éléments de séquence pouvant former une structure en 
épingle à cheveux en amont du site de terminaison (Brown et al. 1989) . Les premières études 
in vitro ont été réalisées sur un ARNt de Methanococcus thermolithotrophicus et ont montré 
que la terminaison de la transcription dépendait de la présence d’un segment poly(T) et d’une 
région T-loop en amont (Thomm et al. 1993). Une terminaison indépendante d’éléments 
structuraux a ensuite été décrite in vitro pour le gène hypA1 chez Pyrococcus furiosus ainsi 
que pour les gènes rapporteurs in vivo chez Thermococcus kodakarensis (Santangelo et al. 
2009; Spitalny and Thomm 2008).  Chez Methanococcus thermoautotrophicus et 
Methanococcus jannaschii, la terminaison est influencée par la longueur du segment d’oligo 
(dT) (Santangelo and Reeve 2006; Hirtreiter et al. 2010). Chez Sulfolobus acidocaldarius et 
Methanosarcina mazei, les extrémités 3' des ARNs ont été étudiées in vivo à l'aide de données 
RNA-seq et ont révélé que la terminaison se déroulait immédiatement après un motif poly(U) 
sans structure secondaire ARN (Dar et al. 2016). Les différentes données exposent aussi des 
caractéristiques de terminaison spécifiques à chaque lignée. Par exemple, récemment, l’ 
identification des sites de terminaison à l'échelle du génome dans Haloferax volcanii a 
confirmé que le segment oligo(dT) est un motif de terminaison et a identifié un motif 
supplémentaire (AGATC)  en aval du site de terminaison (Berkemer et al. 2020). Il reste à 
définir si la terminaison chez les archées repose uniquement sur des séquences intrinsèques 
ou si des facteurs protéiques sont impliqués. Récemment, chez Thermococcus kodakarensis, 





dans la terminaison de la transcription (Walker et al. 2017). Cette protéine est une hélicase de 
la famille des Ski2, comprenant des enzymes impliquées dans l’épissage et le contrôle qualité 
de l’ARN et la réplication de l’ADN (Johnson and Jackson 2013) et qui fait l’objet d’étude dans 
l’équipe et en particulier au cours de cette thèse. L’étude chez Thermococcus kodakarensis 
montre qu’elle déclenche la libération des transcrits des complexes d’élongation bloqués 
(Walker et al. 2017). Cependant, dans cette publication l’activité hélicase décrite semble 
plutôt lente et ne peut suivre les taux d'élongation de l’ARNP. Il a récemment été proposé que 
Eta soit plutôt impliquée dans le redémarrage après un arrêt de transcription (Maier and 
Marchfelder 2019). Mes travaux de thèse ont mis en évidence que l’hélicase ASH-Ski2 a une 
spécificité pour l’ARN et que son réseau d’interaction inclut des acteurs majeurs du 
métabolisme de l’ARN (l’exoribonucléases 5’-3’ aRNase J et l’exosome à ARN). Nos études 
montrent la présence des sous-unités Rpo1 et Rpo2 dans le réseau d'interaction d’ASH-Ski2, 
ce qui pourrait en effet montrer un lien avec la machinerie de transcription (Phung et al. 2020).  
Chez les archées, la protéine aCSPF1  est l’homologue de CPSF73 eucaryote engagée dans le 
complexe de terminaison de la transcription CPSF (Phung et al. 2013). aCPSF1 a une activité 
endoribonucléolytique préférentielle aux dinucléotides CA et une activité 
exoribonucléolytique 5’-3’ (Phung et al. 2013). Les protéines Rpo1 et Rpo2 ont été retrouvées 
dans le réseau d’interactions d’aCPSF1 de Pyrococcus abyssi (Phung Thèse 2017). Une étude 
récente a montré qu’aCPSF1 (nommée FttA dans la publication) est capable de cliver et libérer 
les transcrits naissant du complexe d’élongation chez Thermococcus kodokaraensis et propose 
un mécanisme dans lequel aCPSF1/FttA serait responsable de la terminaison de la 
transcription (Sanders et al. 2020). Cependant, il reste à montrer une interaction fonctionnelle 
entre l’ARNP et aCPSF1/FttA. Les mécanismes de la terminaison de la transcription chez les 
archées restent à déterminer et pourraient être variés selon les groupes d’archées.  
 
3.4 Les Facteurs de régulation de la transcription  
Bien que avec la machinerie de transcription basale archéenne est proche de celle des 
eucaryotes, les facteurs de transcription de la régulation génique (TFs) sont similaires aux 
facteurs bactériens (Karr et al. 2017). Les génomes archéens sont compacts avec des régions 
intergéniques très courtes, ce qui limite l'espace pour les sites de liaison des facteurs de 





procaryotes  sont constitués de deux domaines de liaison un à l’ADN (DBD) et l’autre aux 
ligands (LBD), qui interagissent avec les signaux intracellulaires (Lemmens et al. 2019). Le LBD 
est responsable de la détection des changements environnementaux ou métaboliques, 
souvent par interaction avec des petites molécules exogènes, par exemple des ions 
métalliques ou des composés aromatiques, ou avec des métabolites endogènes tels que les 
sucres et les acides aminés. La liaison des ligands par allostérie induit des changements de 
conformation du TF qui affectent généralement les propriétés de liaison à l'ADN, soit en 
provoquant une dissociation de l'ADN, soit en stimulant l'affinité de liaison à l'ADN. Une 
banque de données des TF archées existent, limité actuellement à 45 génomes 
http://bioinformatics.zj.cn/archaeatf. Les familles de TFs les plus représentées chez les 
archées sont : Lrp/AsnC, MarRet TrmB (Lemmens et al. 2019) dont les structures ont été 
résolues (Karr et al. 2017). La famille « Lrp/AsnC » (Leucine-responsive regulatory protein/ 
asparagine synthase C) est la famille la plus abondante chez les archées et régulent les gènes 
impliqués dans le métabolisme des acides aminés, dans le métabolisme central ou dans les 
processus de transport (Brinkman et al. 2003; Peeters and Charlier 2010). La famille MarR 
(multiple antibiotic resistance regulator) chez les bactéries regroupe des régulateurs de divers 
gènes impliqués dans différents processus tels que la réponse au stress, le métabolisme ou la 
virulance. C’est une famille bien représentée chez les archées mais leurs fonctions biologiques 
restent élusives. La famille TrmB, a d’abord été considérée comme spécifique des archées et 
a finalement été identifiée de façon sporadique chez certaines bactéries (Karr et al. 2017). 
 
L’adaptation des cellules à des conditions physiologiques variables est aussi contrôlée par le 
remodelage local et global de la chromatine. Les systèmes de compaction de l’ADN sont très 
variables dans le domaine des archées (Sanders et al 2019 White et belle 2002) et plusieurs 
familles de protéines de la chromatine ont été caractérisées (Peeters et al. 2015). Les 
superfamilles Cren7 et  Alba sont largement conservées et ont été proposées comme jouant 
un rôle dans la compaction du génomes   (Aravind et al. 2003; Bell et al. 2002; Driessen and 
Dame 2013). La majorité des lignées d’archée, à l'exception des Crénarchées, codent les 
orthologues des histones H3 et H4 eucaryotes. Les histones d’archées ont une structure 
tertiaire similaire à celle des histones eucaryotes mais diffère une fois liée à l’ADN. Les histones 





filaments de taille variable appelés Hypernuclésomes. (Nalabothula et al. 2013; Maruyama et 
al. 2013; Henneman et al. 2018). Une étude récente a révélé que les archées du genre 
Sulfolobus (Crénarchées) organisent leur génome en domaines définis par la protéine 
Coalescine (Takemata et al. 2019). Ces domaines interagissent pour former des 
compartiments définis de type A et B, correspondant à des régions de la chromatine active et 
inactive de la transcription respectivement, comme chez les eucaryotes (Takemata and Bell 
2020).  
 
4. La traduction 
La traduction est le processus de synthèse des protéines en décodant l’information génétique 
portée par l’ARNm. Les archées ne possédant pas de noyau, un couplage de la traduction et 
transcription est possible  (French et al. 2007). La machinerie de synthèse des protéines est 
composée du ribosome, des ARNt aminoacylés et de facteurs protéiques qui assistent et 
modulent précisément les différentes étapes de la traduction pour assurer la synthèse des 
protéines. Même si les ARNm archées sont de types bactériens, les archées possèdent un 
appareil de traduction plus complexe, avec des facteurs et un  ribosome proches de ceux 
décrits chez les eucaryotes (Lecompte et al. 2002; Londei 2005). Le processus de traduction 
est composé de trois étapes : l’initiation, l’élongation et la terminaison. Chacune de ces étapes 
fait intervenir des protéines G qui requièrent l’hydrolyse du GTP.  A ce jour, l’étape la mieux 
décrite chez les archées est l’’initiation, en contraste avec les étapes d’élongation et de 
terminaison (Benelli et al. 2017).  
Les ribosomes sont des particules ribonucléoprotéiques composés des ARNr conservées qui 
portent l’activité catalytique (ribozyme) et de protéines ribosomiques. Ils sont constitués 
d’une grande et d’une petite sous-unité, les sous unités 30S et 50S chez les archées, formant 
un site de fixation des ARNt aminoacylés (site A), un site de fixation de ARNt déaminoacylé 
(site P) et un site de sortie de l’ARNt (site E). La sous unité 30S comprend l’ARN 16S et 25 
protéines et permet de décoder la séquence de l’ARNm. La sous unité 50S contient les ARN 
23S et 5S et 39 protéines ribosomiques qui structurent le site catalytique de la réaction de 
trans-peptidation. Les protéines ribosomiques d’archées sont soit universelles soit 
homologues à celles des eucaryotes (Tableau 1) (Lecompte et al. 2002; Armache et al. 2013; 





localisée à l’emplacement de la protéine eS21 dans le ribosome eucaryote a été identifiée et 
proposée comme spécifique des archées au vue de sa structure (Coureux et al. 2020). Les ARNr 
subissent des modifications, dont les plus abondantes sont la méthylation en 2’OH des riboses 
et la conversion de l’uridine en pseudouridine (Piekna-Przybylska et al. 2008; Ferreira-Cerca 
2017). Ces modifications sont catalysées sur les pré-ARNr lors de la synthèse des ribosomes et 
semblent être importantes dans la fonction des ribosomes d’archées (Yip et al. 2013). Chez 
Sulfolobus solfataricus, les données observées suggèrent que les modifications des 
nucléotides aient un effet stabilisateur sur la structure du ribosome (Noon et al. 1998; 
Polikanov et al. 2015). Toutefois, les études fonctionnelles sur la maturation de l'ARNr chez 
les archées sont très limitées. 
 
Tableau 1. Les ribosomes archées. Le contenu en protéines ribosomales universelles (u), de 
type eucaryote (e) ou archée (a) sont indiqués pour Pyrococcus abyssi.  
Vitesse de 
sédimentation ARN Protéines u Protéines e Protéine a 
70S 
 30S 16S 15 9 1 




















Figure 6. Schéma synthétique des étapes de la traduction et de ses principaux facteurs chez les
archées. La traduction démarre par le recrutement de la petite sous unité du ribosome au niveau du
codon de démarrage AUG et se termine au niveau d’un codon STOP (UAA,UAG ou UGA). Les séquences
SD des ARNm sont indiquées. Les ribosomes sont schématisés en gris et les facteurs qui participent à
chaque étapes de la traduction dans d’autres couleurs. Le point d’interrogation à côté du facteur aIF6
signifie que son rôle dans une étape spécifique de la traduction n’est pas connu, c’est pourquoi il est















4.1 L’Initiation  
Pendant l’initiation de la traduction, les ribosomes doivent identifier le codon d’initiation 
(AUG) qui définit la phase ouverte de lecture (ORF) et adresser l’ARNt initiateur (ARNtiMet). Le 
principe général de cette étape est le même à travers les trois domaines du vivant mais les 
mécanismes moléculaires diffèrent.  
Les ARNm d’archées possèdent des séquences SD, des régions 5’-UTR très courtes ou en sont 
dépourvus (ARNm « Leaderless »). Brièvement l’initiation démarre par le recrutement de la 
petite sous unité du ribosome et des facteurs d’initiation aIF1, aIF1A, aIF2 et aIF5B qui sont 
homologues aux facteurs eucaryotes (Kyrpides and Woese 1998; Benelli and Londei 2011; 
Schmitt et al. 2019). aIF1 contribue à l’identification du codon d’initiation, aIF1A occupe le site 
A et aIF2 permet la liaison de l’ARNti au site P. Une fois le codon initiateur reconnu, la grande 
sous unité 50S est recrutée à l’aide du facteur aIF5B (Figure 6). Le complexe de démarrage de 
la traduction chez Pyrococcus abyssi contenant tous les acteurs a été reconstitué in vitro et 
étudié par cryo-microscopie électronique (Coureux et al. 2016; Coureux et al. 2020). Un autre 
facteur aIF6, homologue du facteur eIF6, est certainement impliqué dans la traduction mais 
son rôle chez les archées comme chez les eucaryotes n’est pas clairement identifié (Benelli 
and Londei 2009).  
 
4.2 L’Elongation  
L’élongation de la traduction est elle-même divisée en trois étapes qui correspondent au 
décodage de l’ARNm, à la formation de liaisons peptidiques (trans-peptidation) et à la 
translocation. L’élongation qui est un processus conservé chez les bactéries et les eucaryotes 
(Dever et al. 2018; Rodnina 2018) l’est aussi chez les archées (Woese et al. 1990; Ito et al. 
2014; Narrowe et al. 2018; Vitagliano et al. 2001; Benelli et al. 2017). Les étapes d’élongation 
sont principalement contrôlées par deux protéines à activité GTPase retrouvées dans les trois 
domaines du vivant : aEF1A et aEF2 (Figure 6). Durant la première étape, un ARNt amino-acylé 
entre dans le site A du ribosome et reconnait le codon de l’ARNm avec l’aide du facteur aEF1A. 
La seconde étape est la trans-peptidation durant laquelle l’acide aminé porté par l’ARNt dans 
le site A est ajouté à la chaine peptidique naissante porté par l’ARNt dans le site P. aEF1B 
permet le recyclage de aEF1A-GDP en aEF1A-GTP. La translocation est la dernière étape et 





codon dans le site A. C’est la liaison du facteur aEF2 qui permet la translocation du ribosome 
et la libération des ARNt du site E. Les structures 3D d’aEF1A lié au GDP (Pyroccocus horikoshii 
et Sulfolobus Solfataricus) ou au GTP (Aeopyrum pernix) et d’aEF2-GTP (Pyrococcus horikoshii) 
ont été résolues (Ito et al. 2014; Vitagliano et al. 2001; Tanzawa et al. 2018).  
 
4.3 Terminaison et recyclage des ribosomes   
La terminaison de la traduction et le recyclage des ribosomes assurent la libération de la 
chaine polypeptidique complète et la dissociation des deux sous unités du ribosome, de l’ARNt 
et de l’ARNm. Ce sont des étapes qui ont peu été décrites chez les archées. La terminaison a 
lieu lorsque le ribosome reconnait un des trois codons stop (UAA, UAG ou UGA) au site A et 
nécessite l’intervention du facteur RF (pour release factor) aRF1 qui est homologue à eRF1 
eucaryote (Figure 6). La structure du complexe aEF1A:GTP:aRF1 chez Aeopyrum pernix 
suggère cependant que le facteur aEF1A joue aussi un rôle dans la terminaison de la traduction 
(Kobayashi et al. 2012).  
La dissociation des sous unités du ribosome et leur recyclage sont coordonnées par la protéine 
ABCE1 qui est homologue à ABCE1 eucaryote (Barthelme et al. 2011). Ce facteur intervient 
lors d’une terminaison canonique via aRF1/aEF1A ou après un arrêt prématuré du ribosome 
lors des voies de surveillance des ARN NGD (No Go Day) et NSD (Non Stop Decay) (Gerovac 
and Vogel 2019).  
 
4.4 Les voies de dégradation des protéines   
Le protéasome est la principale machine moléculaire pour la dégradation régulée des 
protéines intracellulaires chez les eucaryotes, les archées et certaines bactéries 
(actinomycètes). Cet assemblage macromoléculaire compartimenté dégrade de manière 
sélective les protéines mal repliées, mal traduites ou endommagées et joue un rôle essentiel 
dans le contrôle qualité des protéines, dans la réponse au stress et dans de nombreux autres 
processus  (Majumder and Baumeister 2019). Alors que le protéasome eucaryote 26S a été 
caractérisé en détails, le protéasome-ATPase archée reste encore peu décrit. 
Chez les eucaryotes, il existe deux voies majeures pour l'élimination sélective des protéines 
indésirables : le système protéasome-ubiquitine (SPU) et la voie autophagie-lysosome. Le SPU 





organelles, les protéines de surfaces et les pathogènes sont dégradés par autophagie. 
L’adressage à un processus de dégradation dépend de la protéine ubiquitine. L'ubiquitine se 
lie, via une cascade enzymatique, de manière covalente aux protéines par une liaison 
isopeptidique entre le groupe carboxyle de son résidu glycine en C-terminal, et le groupe 
amine des lysines des protéines cibles. Les répétitions d'une même réaction génèrent un 
"code ubiquitine" de signaux de topologies et de longueurs différentes permettant l’adressage 
spécifique. Chez les bactéries et les archées, l'existence de ces voies n'a pas été signalée, mais 
de petites protéines de type ubiquitine (SAMP et Pup) ont été identifiées. 
La composition du protéasome varie en fonction des domaines du vivant mais la composante 
centrale, la particule centrale (PC ou protéasome 20S) est hautement conservée d’un point de 
vue architectural. Le PC est un baril de protéines en forme de tonneau, composé de quatre 
anneaux heptamériques superposés (De Mot et al. 1998; Baumeister et al. 1998). Les anneaux 
extérieurs comprennent des sous-unités de type α, tandis que les anneaux intérieurs 
possèdent des sous-unités de type β (Figure 7). L'empilement coaxial des quatre anneaux crée 
trois cavités internes. La cavité centrale est la chambre catalytique, où la dégradation des 
protéines a lieu. Les sites actifs possèdent trois résidus qui sont conservés chez les eucaryotes, 
bactéries et archées, soulignant un mécanisme de clivage des liaisons peptidiques universel. 
Les deux cavités externes servent d'antichambres, où les protéines du substrat peuvent être 
stockées dans un état non plié avant à la dégradation (Majumder and Baumeister 2019).  
La dégradation des protéines par la PC ne nécessite pas d'hydrolyse de l'ATP pour les petits 
peptides ou les protéines non structurées. Cependant, les plus grands substrats protéiques 
nécessitent des ATPases AAA+  qui déplient les substrats protéiques et les transfèrent dans la 
cavité centrale pour les dégrader. Les ATPases de type AAA+ forme un groupe étendu 
d’ATPase impliqué dans diverses activités cellulaires. Chez les eucaryotes, l'ATPase du 
protéasome est un assemblage de "particules régulatrices AAA-ATPases" (Rpt1-6) qui 
constitue le cœur de la particule régulatrice (PR). Chez les actinobactéries, une AAA-ATPase 
principale a été identifiée : ARC (ou MpA) et récemment un homologue de la protéine Cdc48, 
Cpa, a montré interagir avec le protéasomes de façon similaire aux autres AAA-ATPase 
(Ziemski et al. 2018). Chez les archées, deux ATPases de type AAA+ ont été identifiés comme 
associé au protéasome (Forouzan et al. 2012) : la protéine PAN (pour proteasome activating 
nucleotidase) (Figure 7), et la protéine "VCP-like ATPase" (VAT). PAN possède une activité  
Figure 7. Schéma architectural du protéasome-PAN d’archée . La particule centrale du protéasome (PC)
forme un tonneau constitué de quatre anneaux heptamériques superposés (violet). Six protomères de
PAN s’associent pour former trois superhélices, un anneau héxamérique de domaines OB
(Oligonucléotide/oligosaccharide binding) et un anneau héxamérique AAA (Orange). Deux héxamères de


















chaperonne in vitro, en empêchant l'agrégation de protéines dénaturées, et aide à leur 
repliement (Franzetti et al. 2002; Navon and Goldberg 2001; Benaroudj and Goldberg 2000). 
Elle possède 41-45% d’homologie avec les protéines Rpts eucaryotes. La structure en cryo-
microscopie de PAN et la PC du protéasome de Archaeoglobus fulgidus a été resolue 
récemment (Majumder et al. 2018). VAT est l’homologue de l’ATPase Cdc48 eucaryote 
(p97/VCP) qui joue un rôle crucial dans un large spectre d’activités cellulaires, y compris le 
dépliement de l'ubiquitine (Twomey et al. 2019; Barthelme and Sauer 2012; Barthelme et al. 
2014).  
 
II. La biologie des ARN chez les Archées  
La biologie des ARN joue un rôle critique dans la capacité des cellules à s’adapter aux 
changements environnementaux. L’expression de l’information génétique implique trois 
grands types d’ARN majeurs : les ARN messagers (ARNm) qui définissent le protéome ; les ARN 
stables qui regroupent les ARN ribosomiques (ARNr) et les ARN de transfert (ARNt) et qui 
fonctionnent ensemble pour décoder les séquences d’ARNm ; les ARN régulateurs non 
codants (ARNnc), qui régulent la stabilité et/ou la capacité d’un ARNm à être traduit, et qui 
guident l’ajout de modifications chimiques (panel d’ARN guides à boîtes C/D et H/ACA). Le 
processing de l’ARN regroupe tous les processus liés à la vie d’un ARN dans la cellule : sa 
maturation, ses modifications post-transcriptionnelles et sa dégradation. Les voies de 
processing de l’ARN sont au centre de la régulation de l’expression génique et sont 
fondamentales pour définir les caractéristiques phénotypiques d’une cellule. Elles permettent 
une adaptation rapide aux conditions environnementales. Ainsi les ARNs après leur 
transcription subissent des étapes de maturations et des modifications chimiques pour 
devenir fonctionnels dans la cellule. La quantité et qualité de chaque type d’ARN est 
étroitement contrôlée par le taux relatif de transcription, de maturation et de dégradation 
(Wagner and Romby 2015; Houri-Zeevi and Rechavi 2017). Chez les archées, les informations 
sur les mécanismes de processing des différents types d’ARN et les enzymes associées aux 
modifications de l’ARN sont fragmentées (Clouet-d’Orval et al. 2018). Les informations sur les 
acteurs impliqués dans les voies métaboliques de processing de l’ARN obtenues chez les 














































































































































































































































































































































































































































































Chez les Archées tous les ARN cellulaires sont transcrits par une ARN polymérase unique 
(ARNP) proche de l’ARNPII eucaryote bien que certains ARN aient des caractéristiques 
retrouvées chez les bactéries (Figure 8) (Phung et al. 2017).  
 
1. Les ARN messagers 
Les ARNm d‘archées partagent des caractéristiques avec les ARNm bactériens : ils n’ont pas 
d’intron, ni de coiffe méthylée à l‘extrémité 5’, ni de queue poly(A) et possèdent une extrémité 
5’ triphosphorylée protectrice, des séquences « Shine-Dalgarno » d’initiation de la traduction, 
des régions 5' non traduites (5’-UTR) et/ou Leaderless. Des études proposent que les 
extrémité 5’-UTR contribuent à la stabilité de l'ARNm chez Methanosarina mazei (Cao et al. 
2014) ce qui contraste avec d'autres Euryarchées et Crénarchées dans lesquels les transcripts 
Leaderless sont majoritaires (Babski et al. 2016; Londei 2005). Ces deux types d’ARNm 
pourraient être pris en charge par différents mécanisme de dégradation à l’extrémité 5’ 
(Clouet-d’Orval et al. 2018). Plusieurs revues décrivent le temps de demi-vie des ARNm 
d’archées dans différentes conditions (Evguenieva-Hackenberg and Klug 2009; Evguenieva-
Hackenberg and Klug 2011). En général, les ARNm archées ont un temps de demi-vie 
significativement plus grands que celui des ARNm bactériens. Brièvement, la demi-vie des 
transcrits varie de 7 à 57 min chez Methanococcus vannielii (Hennigan and Reeve 1994) et de 
4 à 80 min chez Haloferax mediterranei (Jäger et al. 2002). Plus récemment, une image globale 
de l’expression différentielle chez Methanosarcina acetivorans a fournis des évidences à 
l’échelle du génome pour les demi-vie des ARN modulés par les sources de carbone et 
conduise à la conclusion que plus de la moitié des gènes du métabolisme sont contrôlés par 
la dégradation (Peterson et al. 2016).  
Comme chez les bactéries et certains eucaryotes (Plantes, Algues et Champignons), les ARNm 
archées peuvent se structurer, notamment dans les régions 5’ non traduites, pour former des 
riboswitches. Les riboswitches sont des segments génomiques cis-régulateurs non codants qui 
contrôlent l'expression des gènes en aval en subissant un changement conformationnel lors 
de la liaison des ligands ou sous l’effet de la température (Gupta and Swati 2019). 
Le niveau d’expression de chaque ARN est déterminé par son taux de transcription et son taux 
de dégradation. Les voies de dégradation de l’ARNm sont essentielles pour maintenir 





taux de croissance à une réponse rapide face aux stimuli externes. La stabilité d’un ARNm peut 
être déterminée par un lot spécifique de ribonucléases, par la séquence et les structures de la 
molécule d’ARNm elle-même, ou par des petits ARN régulateurs (ARNnc). Les ARNnc sont 
souvent impliqués dans la dégradation ou la stabilisation d’ARNm cibles. A l’inverse des 
bactéries et des eucaryotes, les voies de dégradation et de contrôle qualité de l’ARNm chez 
les archées sont peu décrites et les facteurs contrôlant sa stabilité restent à identifier (Figure 
8) (Clouet-d’Orval et al. 2018).  
Chez Sulfolobus solfataricus, des études in vitro et in vivo suggèrent que la sous unité du 
facteur de traduction aIF2 se lie à l’ARNm au niveau de son extrémité 5’ triphosphate et 
protège ainsi le transcrit d’une dégradation exoribonucléolytique de 5’ vers 3’ (Arkhipova et 
al. 2015; Hasenöhrl et al. 2008). La liaison du facteur de la traduction aIF2 aux extrémités tri-
phosphorylées des ARNm pourrait avoir une fonction similaire à la coiffe retrouvée à 
l’extrémité 5’ des ARNm eucaryotes (m7Gppp) et suggère qu’une dégradation 5’-3’ pourrait 
exister chez les archées. Ceci est conforté par la présence de l’activité 5’-3’ 
exoribonucléolytique portée par les membres de la famille de ribonucléases β-CASP (Clouet-
d’Orval et al. 2015). Cependant, chez les Euryarchées et Crénarchées, les exoribonucléases 
aRNase J et aCPSF2 ont montré une préférence pour des substrats ARN avec une extrémité 5’ 
mono-phosphate. Le mécanisme moléculaire de la dégradation 5’-3’ des ARNm reste inconnu 
et une enzyme capable de convertir l’extrémité tri-phosphate en mono-phosphate reste à 
identifier. La superfamille des phosphohydrolases Nudix, retrouvée dans les trois domaines 
du vivant, est impliquée dans la déprotection des extrémités 5’ des ARNm chez les eucaryotes 
et les bactéries (Julius and Yuzenkova 2019). Dans les cellules eucaryotes, ce sont les protéines 
Dcp2 et Nudt16 de la superfamille Nudix qui enlèvent la coiffe 5’ des ARNm. Chez les bactéries, 
l’extrémité tri-phosphorylée est convertie en mono-phosphate par la famille RppH de la 
superfamille Nudix. Deux de ces protéines ont déjà été clonées et exprimées chez Sulfolobus 
solfataricus mais aucune activité pyrophosphohydrolase n’a été détectée in vitro. A ce jour, il 
n’existe pas de signaux pour un clivage spécifique endoribonucléolytique de l’ARNm qui 
pourrait initier les voies de dégradation de l’ARN, même si l’endoribonucléase aCPSF1 est 
conservée dans tous les génomes archées (Clouet-d’Orval et al. 2015).  
Des données récentes suggère qu’une surveillance des ARNm pourrait existait chez les 





1996) qui est ubiquitaire dans les génomes d’archées (Clouet-d’Orval et al. 2018). Chez les 
eucaryotes, Pelota (dont la structure ressemble à eRF1) en complexe avec Hbs1 (qui ressemble 
à aEF1A), se lie au site A du ribosome et déclenche le début du processus de dissociation du 
ribosome (Becker et al. 2011). Une base structurale et un mécanisme universel du recyclage 
des ribosomes pour les archées et les eucaryotes ont été proposés par l’analyse par cryo-
microscopie électronique de complexes reconstitués contenant l’ATPase ABCE1 et le facteur 
de terminaison Pelota (Becker et al. 2012). Beaucoup de questions restent à élucider dans les 
voies de contrôle qualité chez les Archées, en particulier les rôles de la machinerie conservée 
exosome et ceux des exo/endoribonucléases 5’-3’ β-CASP dans les mécanismes de 
dégradations des ARNm.  
 
2. Les ARN de transfert 
Les ARNt d’archées sont transcrits comme de longs précurseurs (pré-ARNt) qui contiennent 
une séquence en 5’ et une séquence terminale en 3’. Les ARNt matures requière une 
maturation aux deux extrémités et souvent l’ajout post-transcriptionnelle d’une extrémité 
CCA en 3’ (Figure 8). Le nombre de gènes qui codent des ARNt dans les génomes archées varie 
de 36 (Methanobrevibacter smithii) à 61 (Methanosarcina barkeri) (Chan and Lowe 2009). Ils 
peuvent être codés comme une unité seule de transcription en opéron avec d’autres ARNt, ou 
en unités polycistroniques en combinaison avec des transcrits d’ARNr ou ARNm. En moyenne, 
15% des ARNt d’archées contiennent des introns dont la taille varie de 11 à 129 nucléotides 
(Kanai 2014). Leur épissage est un mécanisme spécifique qui requière une endonucléase 
EndA, homologue à l’endonucléase des ARNt eucaryote (Thompson and Daniels 1988). Chez 
certaines archées, et notamment Nanoarchaeum equitans, les ARNt peuvent être codés sur 
deux gènes séparés, appelés « ARNt split ». Les deux parties de l’ARNt sont alors jointes par 
EndA pour former un ARNt mature (Randau et al. 2005; Chan et al. 2011). 
Les ARNt sont les types d’ARN qui possèdent le plus de modifications post-transcriptionnelle 
avec 22 nucléosides modifiés universels retrouvés dans tous les organismes (Motorin and 
Helm 2010; Marck and Grosjean 2002). Certaines de ces modifications facilitent le repliement, 
la dynamique de structures et conformations des ARNs. Chez les archées, au moins 47 
modifications différentes ont été identifiées dont certaines sont spécifiques à ces organismes, 





La maturation des ARNt est un procédé conservé dans les trois domaines du vivant. La 
séquence guide en 5’ d’un pré-ARNt est clivée par la RNase P dans tous les organismes. La 
maturation en 3’ est catalysée par l’universelle endonucléase RNase Z. RNase Z reconnait des 
sous structures sur l’ARNt, notamment le bras T et la tige acceptrice. S’il n’est pas déjà codé 
par l’ADNt, le motif CCA, qui est essentiel pour la liaison de l’acide aminé, est ajouté par la  
tRNA nucléotidetransferase (ou CCA-adding-enzyme ou tRNA terminal transferase) après 
clivage par la RNase Z (Wilusz et al. 2011). L’épissage des introns des ARNt d’archées est un 
mécanisme spécifique qui requière une endonucléase EndA, homologue à l’endonucléase des 
ARNt eucaryote (Thompson and Daniels 1988). EndA reconnait et clive les motifs Bulge-Helix-
Bulge (BHB) des introns (Figure 8). Après clivage, les extrémités des exons sont reliées pas une 
ligase à ARN et les introns sont relâchés sous forme circulaire.  
 
3. Les ARN ribosomiques 
Les ARNr d’archées sont, comme chez les eucaryotes et bactéries, produits à partir d’ARN 
polycistroniques précurseurs. Ils sont ensuite maturés pour permettre l’assemblage des 
ribosomes. Les ribosomes d’archées sédimentent à 70S, et sont composés des ARNr 23S, 16S 
et 5S. La majorité des génomes d’archées ne possèdent qu’un opéron rrn, à l’exception de 
certains qui en possèdent jusqu’à quatre répartis dans le génome comme pour 
Methanococcus vannielii ou Halolamina sediminis (Acinas et al. 2004). Deux principales 
organisations de l’opéron rrn sont retrouvées chez les archées. Dans les deux organisations, 
les ARNr 16S et 23S sont co-transcrits en de larges précurseurs. L’ARNr 5S est lui soit retrouvé 
en aval du gène de l’ARNr 23S comme chez les Euryarchées, soit il est codé séparément 
comme dans le génome des TACK. Les gènes rrn sont encadrés en 5’ et 3’ par des ETS (External 
Transcribed Spacers) et séparés par un ITS (Internal Transcribed Spacer) (Klug et al. 2007). 
Dans la plupart des Euryarchées l’ITS 1 code un ARNtALA et dans certains cas l’ETS en 3’ peut 
coder pour un ARNtCYS (Deppenmeier et al. 2002; Hartmann et al. 2009). Les précurseurs 
intermédiaires 16S et 23S sont circulaires et sont clivés et dégradés par des endo- et 
exoribonucléases non identifiées, pour donner des transcrits matures (Figure 8) (Tang et al. 
2002; Danan et al. 2012; Qi et al. 2020). Le nombre de modifications chimiques sur les ARNr 
archées varie selon les groupes (Nomura et al. 2002). Chez les archées hyperthermophiles, le 





est réduit chez les halophiles (Grosjean et al. 2010; Grosjean et al. 2008). Chez Sulfolobus 
solfataricus par exemple, 67 méthylation 2’-O-ribose ont été reportés et seulement quatre 
chez Haloferax volcanii (Grosjean et al. 2008; Dennis et al. 2015). Cette disparité n’est pas 
encore bien expliquée. La plupart des modifications sont des pseudouridines et des 
méthylations 2’-O-ribose. Chez les archées et eucaryotes, ces modifications sont gouvernées 
par deux mécanismes indépendants (De Zoysa and Yu 2017). Le premier implique des enzymes 
appelées pseudouridine synthases et methyltransférase qui reconnaissent le substrat et 
catalyse respectivement l’isomérisation de l’uridine en pseudouridine et le transfert du 
groupement méthyle sur le 2’O-ribose. Le second fait intervenir les ARN guide à boîte C/D et 
boîte H/ACA. Chez les archées, la plupart des modifications sont réalisées par des complexes 
RNP guidés par des ARN. Il est aussi proposé que ces ARN guides soient des « Chaperons » qui 
facilitent le repliement des ARNr (Dennis et al. 2015).  
Les voies de biogénèse des ribosomes chez les eucaryotes et les bactéries sont complexes et 
comprennent la maturation des ARNr et leur assemblage avec les protéines ribosomales. Ces 
étapes nécessitent l’action coordonnée d’endo- et exoribonucléases qui agissent avec des 
facteurs d’assemblage. Seulement quelques étapes des voies de biogénèse des ribosomes 
archées ont été identifiées (Ferreira-Cerca 2017) et certaines activités endoribonucléolytiques 
ont été identifiées mais la plupart reste élusives. Les régions qui entourent les séquences de 
l’ARNr 16S et 23S contiennent des motifs BHB clivés par l’endonucléase EndA, qui intervient 
aussi dans l’épissage des ARNt (Figure 8) (Thompson and Daniels 1988). Après l’action d’une 
ligase à ARN, les précurseurs circulaires 16S et 23S sont ouverts par un clivage 
endonucléolytique et dégradé par des endo- et exoribonucléases non identifiées, en transcrits 
matures (Tang et al. 2002; Danan et al. 2012). Basé sur des expériences in vitro chez 
Pyrococcus Horikoshii, il est proposé que aNob1, homologue de l’endonucléase Nob1 
eucaryote -responsable du clivage de l’ARNr 18S chez la levure- soit responsable de la 
maturation en 3’ de l’ARNr 16S (Veith et al. 2012). Les ARNt codés dans l’ITS ou dans l’ETS en 
3’ sont clivés par la RNase P et RNase Z. La RNase Z est aussi impliquée dans la maturation en 
5’ de l’ARNr 5S en clivant la structure ARNt-like (Danan et al. 2012). Les ARNr 23S et 16S 
archées peuvent contenir des introns qui contiennent les motifs BHB et sont clivés par EndA 






4. Les ARN à boîte C/D et H/ACA 
Les ARN à boîte C/D et H/ACA s’associent à des protéines et forment des complexes 
ribonucléoprotéiques (RNP) qui guident respectivement la 2’-O-méthylation du ribose et la 
pseudouridylation sur les ARNr et ARNt (Figure 8).  
Les ARN à boîte C/D, qui font entre 50 et 60 nucléotides, sont caractérisés par des motifs (ou 
boîtes) de petites séquences : C/C’ (RUGAUGA) et D/D’ (CUGA) qui forment des motifs 
structuraux appelés Kink-turn (K-turn) et/ou Kink-loop (K-loop) (Gomes-Filho et al. 2018). Ils 
s’assemblent en complexes RNP actifs avec les protéines L7Ae, Nop5 et Fibrillarine (Omer et 
al. 2002). L7Ae se lie aux motifs structuraux Kink-turn et Kink-loop et recrute les protéines 
Nop5 et Fibrillarine. Nop5 permet la liaison entre les deux ARN et la Fibrillarine porte l’activité 
catalytique méthyltransférase.  
Les ARN à boîte H/ACA d’archées sont moins nombreux qu’à boîte C/D et généralement 
constitués d'une seule tige-boucle d’environs 65-75 nucléotides qui est immédiatement suivie 
d'une boîte H (ANANNA) ou ACA (ACA) à un seul brin (Yip et al. 2013). À l'intérieur de la tige, 
deux brins non appariés forment une boucle bipartite qui forme la poche de 
pseudouridylation. Les protéines L7Ae, Nop10, Gar1 et Cbf5 sont associées aux ARN à boîte 
H/ACA pour former un RNP actif (Charpentier et al. 2007). La pseudouridine synthase Cbf5 se 
lie aux séquences H/ACA, L7Ae reconnait les structures K-turn ou K-loop dans la tige de l’ARN, 
Nop10 organise les interactions entre L7Ae et Cbf5 et renforce la liaison à l’ARN et Gar1 est 
nécessaire pour la libération de l’ARN. La pseudouridylation stabiliserait les structures de 
l'ARN. Il a été démontré que la perte de ces modifications dans l'ARNr chez la levure affecte la 
traduction (Liang et al. 2009)(Gomes-Filho et al. 2018; Yip et al. 2013).  
 
5. Les ARN CRISPR  
Les ARN CRISPR (ARNcr) sont impliqués dans la défense immunitaire de la cellule contre des 
éléments génétiques infectieux, comme des plasmides ou des virus. Les systèmes d’immunité 
CRISPR-cas sont trouvés dans la majorité des génomes archées (Makarova et al. 2015; 
Makarova et al. 2020). Brièvement, les locus CRISPR codent pour des courtes répétitions 
palindromiques espacés par des séquences uniques nommées espaceurs ou « spacers » qui 
s’apparient avec des éléments génétiques étrangers. Les gènes cas associés codent les 





nucléases, des hélicases ou des polymérases. La transcription du locus CRISPR produit un long 
pré-ARNcr qui est clivé à chaque répétition en ARNcr individuel (Figure 8). Durant la phase 
d’interférence, les molécules d’ADN ou ARN invasives qui s’apparient avec les ARNcr sont 
clivés par des complexes RNP effecteurs composés par des protéines Cas associées à des 
ARNcr individuels (Koonin et al. 2017). La nouvelle classification des systèmes CRISPR-Cas 
inclut 2 classes, 6 types et 33 sous-types qui diffèrent selon leur composition et 
fonctionnement (Makarova et al. 2020). Brièvement, la classe 1 possède un complexe 
effecteur multiprotéique alors que celui de la classe 2 est composée d’une seule protéine. Les 
archées possèdent généralement le système CRISPR de classe 1.  
 
6. Les protéines liant l’ARN 
Dans la biologie des ARN, les protéines des superfamilles Sm/Hfq ou L7Ae, jouent un rôle 
important dans l’assemblage des complexes RNP. 
 
6.1 Les protéines Sm-like/Hfq  
Les protéines Sm-like/Hfq forment une superfamille de protéines liées à l’ARN qui sont 
conservées à travers les trois domaines du vivant (Mura et al. 2013). Elles possèdent un 
domaine commun composé de deux motifs Sm connectés par une région variable en longueur 
ou motifs. Leur séquence primaire n’est pas conservée, mais elles partagent la même 
structure 3D en anneau/tonneau (Wilusz and Wilusz 2013). Chez les eucaryotes et les 
bactéries, les protéines Sm/Hfq ont des activités « chaperonnes » permettant l’agencement 
d’’échafaudage moléculaire pour l’assemblage de complexes RNP et qui influencent les 
structures des ARNs (Vogel and Luisi 2011). La famille de protéines Sm/Hfq chez les archées 
sont appelées SmAPs. Il existe des paralogues : SmAP1 and SmAP2 et aussi SmAP3 avec un 
domaine CTD plus long chez certaines Crénarchées comme Sulfolobus solfataricus ou 
Sulfolobus tokodaii (Mura et al. 2013). Un homologue bactérien Hfq-like a aussi été identifié 
dans le génome de Methanococcus jannaschii (Nielsen et al. 2007). Des études ont montrés 
chez Haloferax volcanii et Sulfolobus solfataricus que le gène SmAP1 est souvent aux côtés du 
gène codant la sous unité L37e du ribosome 50S, suggérant un rôle dans la maturation et la 
stabilisation des ARNr (Mura et al. 2013) et que le gène SmAP2, dans la plupart des 





adénosyltransférase qui pourrait l’impliquer dans la méthylation de l’ARN ou l’ADN. Un rôle 
dans la maturation ou la biogénèse des ARNt a aussi été suggéré chez Archaeoglobus fulgidus 
et Sulfolobus solfataricus puisque les protéines SmAP1 et SmAP2 sont associées à la 
composante ARN de la RNase P (Törö et al. 2001).  
 
6.2 La protéine L7Ae 
L7Ae est un membre de la famille de protéines L7Ae/L30 retrouvée chez les archées et les 
eucaryotes. Ces protéines partagent la capacité de lier les motifs K-turn ou K-loop (Mao et al. 
1999; Ban et al. 2000; Kuhn et al. 2002) (Ref). L7Ae est une protéine de la grande sous unité 
du ribosome, qui fait également partie des complexes de modification RNP C/D et H/ACA 
(comme mentionné ci-dessus) et du complexe RNase P. Des données récentes suggèrent que 
L7Ae peut réguler la traduction en se liant directement à la région 5’ non traduite de son 
propre ARNm (Daume et al. 2017). La présence de L7Ae dans les complexes RNase P, RNP C/D 
et H/ACA, et le ribosome chez les archées pourrait indiquer une coordination de la régulation 
des machineries macromoléculaires impliquant différentes facettes de la traduction 
(modification et maturation des ARNt et ARNr).  
 
III. Ribonucléases chez les Archées  
Les acteurs clés du processing et dégradation des ARN sont les ribonucléases (RNases). Les 
RNases catalysent le clivage exo- ou endoribonucleolytique de ponts phosphodiester et 
agissent en concertation avec d’autres enzymes telles que les hélicases à ARN, les polymérases 
poly(A) et les pyrophosphohydrolases. Elles sont classées en deux grands groupes, les 
hydrolases et les phosphorylases. Les hydrolases nécessitent des molécules d’eau pour 
catalyser le clivage des liaisons phosphodiesters alors que les phosphorylases utilisent un 
phosphate inorganique (Pi) et libèrent des nucléosides 5'-diphosphates (NPD). Le nombre de 
ribonucléases présentes dans les organismes -24 chez Escherichia coli, 34 chez Saccharomyces 
cerevisiae, 60 chez l’homme- traduit leur diversité de fonctions. Elles sont essentielles à la 
maturation et au contrôle qualité des ARN et peuvent être effectrices des voies de 
signalisation qui contrôle l’expression génique au niveau post-transcriptionnel. Elles peuvent 
aussi intervenir contre les invasions de génomes viraux ou contre la propagation des éléments 





sont souvent initiés par un clivage interne d’une endoribonucléase suivi par des dégradations 
à partir des extrémités 5’ ou 3’ sous l’action d’exoribonucléases. Les RNases peuvent être 
regroupées selon leur spécificité de substrats, la nature des produits ou leurs mécanismes 
d’action (processive ou distributive).  
Une partie de mon travail de thèse a contribué à répertorier les familles de RNases (structures 
et fonctions) chez les archées dans le cadre d’une revue parue dans le journal FEMS 
Microbiology (Clouet-d’Orval et al. 2018). La revue est jointe à ce manuscrit (Publication 1). 
Une partie des figures du chapitre III paragraphe 1 2, annotées Figures FEMS, font références 
à celle trouvées dans la revue. Les familles de RNases archées citées dans la revue ont été 
définies par comparaison avec leurs homologues bactériens et eucaryotes (Tableau 2 FEMS). 
Les études phylogénomiques sur chacun des membres des familles de RNases au sein des 
génomes ont permis d’établir leur occurrence dans la phylogénie des Archées (Figure 1 FEMS).  
 
1. Les EndoRNases 
Les RNases universelles RNase P et RNase Z sont ubiquitaires dans les génomes d’archées 
(Figure 1 FEMS). Les familles EndA et Nob1 sont présentes chez les eucaryotes et la famille 
Cas6 chez les bactéries (Table 2 FEMS).  
RNase P est une endoribonucléase spécifique de site qui catalyse l’hydrolyse d’un pont 
phosphodiester à la jonction entre une extrémité 5’ simple brin et une région double brin. 
Dans les trois domaines du vivant, son rôle le plus connu est de cliver la séquence guide en 5’ 
des ARNt précurseurs (pre-ARNt) (Howard et al. 2013). La RNase P est un complexe RNP 
(RiboNucléoProtéique) assemblé autours d’une sous-unité catalytique ARN (RPR) (Figure 2A 
FEMS). Il en existe trois types chez les archées (Type-A, type-M et type-T) caractérisés par 
deux domaines ARN fonctionnels, le domaine de liaison aux substrats (S-domain) et le 
domaine catalytique (C-domain) (Gopalan 2007; Howard et al. 2013; Klemm et al. 2016; 
Samanta et al. 2016). Respectivement, des protéines sous-forme d’hétéro-dimère 
(RPP21/RPP29) et d’hétéro-tétramère (POP5/RPP30) se lient aux domaines S et C. Il a plus 
récemment été montré qu’un autre partenaire, RPP38, aussi connu sous le nom de L7Ae, est 
associé à l’ARN de la RNase P via des motifs K-turn (Fukuhara et al. 2006; Cho et al. 2010; Lai 





aRNase Z est une endoribonucléase universelle qui catalyse la maturation en 3’ des pré- ARNt. 
Elle a été classée par similarité de séquences comme appartenant à la famille des β-lactamases 
métallo-dépendantes (Aravind 1999). La RNase Z est présente dans les trois domaines du 
vivant et existe sous deux formes : une forme courte (250-350aa) présente dans tous les 
domaines et une forme longue (750-900aa) retrouvée uniquement chez les eucaryotes 
provenant probablement d’un évènement de duplication de gène (Vogel et al. 2005). Elle est 
caractérisée par un domaine β-lactamase interrompu par une petite insertion. Sa structure 
cristallographique n’a pas encore été résolue mais le modèle que nous avons réalisé révèle un 
bras flexible qui ressort du classique domaine β-lactamase (Figure 2C FEMS).  
EndA est une endonucléase de l’épissage de l’ARN qui est strictement conservées dans la 
phylogénie des archées (Figure 1 FEMS). C’est une enzyme multimérique qui reconnait et clive 
des motifs structuraux spécifiques nommés motif en Bulge-Helix-Bulge (BHB) (Figure 3 FEMS) 
(Thompson and Daniels 1988; Marck and Grosjean 2003). EndA catalyse des étapes critiques 
du processing des ARNt et ARNr. Il existe quatre formes d’EndA, classées selon leur 
composition en sous unités, et qui contiennent deux ou quatre sites actifs (Figure 2B FEMS).  
aNob1 est une endoribonucléase homologue au facteur d’assemblage du ribosome eucaryote 
Nob1. Son activité endoribonucléolytique testée in vitro montre que chez Pyrococcus 
horikoshii aNob1 clive de façon efficace les substrats ARN contenant le site D des ARN pré-
ribosomiques. Sa structure résolue en spectroscopie à résonnance magnétique nucléaire 
(RMN) révèle la présence d’un domaine PIN en N-terminal, typique à de nombreuses 
nucléases, relié par un linker à un domaine en doigt de zinc de type « Zinc ribon » en C-
terminal (Figure 2C FEMS) (Veith et al. 2012).  
RNase HII est une endonucléase ubiquitaire chez les archées (Figure 1 FEMS). Chez les 
bactéries et eucaryotes les RNases H sont impliquée dans la réplication et réparation de l’ADN 
(Tadokoro and Kanaya 2009; Kochiwa et al. 2007). Les enzymes RNase H clivent les substrats 
hybrides ARN/ADN avec un mécanisme de catalyse impliquant deux ions métal. Elles ont été 
classifiées en deux types selon leur séquence d’acides aminés : RNase HI de type 1 et RNase 
HII de type 2. Il a récemment été montré que RNase HII est impliquée dans la réparation lors 
de l’incorporation d’un ribonucléotide par erreur chez les archées. (Heider et al. 2017). 
Cas6 est une des protéines du mécanisme de défense CRISPR-Cas avec Cas5 et Cas7. Ces 





d’ADN et ARN invasifs. L’activité endonucléolytique de Cas6 est nécessaire à la maturation des 
ARNcr de la classe 1. Cas6 possède deux motifs conservés : un domaine ferrodoxin ou RRM 
(RNA recognition motifs) et un motif riche en glycines en C-terminal (Figure 2C FEMS). C’est 
une nucléase métallo-indépendant dont le site actif prédit de l’enzyme montre des similarités 
avec le site actif de l’endoribonucléase archée EndA. 
 
2. Les ExoRNases 5’-3’ : la famille β-CASP  
La famille β-CASP, qui comprend les enzymes de clivage de l'ARN (CPSF73 et RNase J) et de 
réparation de l'ADN (Artemis, SNM1 et PSO2), fait partie de la superfamille des métallo-β-
lactamases, enzymes retrouvées dans les trois domaines du vivant (Dominski 2007). Les 
membres de cette famille contiennent un domaine métallo-β-lactamase (MβL) conservé, 
caractérisé par cinq motifs impliqués dans la liaison de métaux, généralement des ions Zn2+, 
et dans la catalyse. Ce domaine est composé de deux feuillets centraux β entourés de cinq 
hélices α exposées au solvant. Les enzymes de la famille β-CASP possèdent un domaine β-
CASP (un feuillet central de six brins β parallèles entourés de cinq hélices α) inséré dans le 
domaine MβL. La poche du site catalytique, qui se forme à l'interface des deux domaines, 
contient deux cations divalents (Zn2+, Mn2+ ou Mg2+). Les ions étroitement liés sont 
coordonnés par des résidus histidines ou acides aspartiques conservés dans les motifs A (Asp 
ou His), B (His) et C (His) du domaine β-CASP et les acides aminés des motifs 1-4 
(principalement Asp) du noyau β-lactamase. Le mécanisme de catalyse proposé correspond à 
une attaque nucléophile sur le groupe phosphate des liaisons phosphodiesters. La majorité 
des ribonucléases β-CASP partagent une double activité endo- et 5’-3’ exoribonucléolytique 
catalysée par le même site. Cette double fonction enzymatique au sein du même site n’est 
pas encore bien comprise. Elle pourrait être engendré par la liaison d'un autre facteur ou via 
l'association dans un complexe multiprotéique.  
Parmi les enzymes β-CASP agissant sur l'ARN, deux groupes ont émergés d’après leurs 
fonctions cellulaires et leur phylogénomie, l’un est lié à la protéine CPSF73 eucaryote et l’autre 




Figure 9. Domaines d’organisation et représentation schématiques des RNases β-CASP. A- Domaines
d’organisation de CSPF73 humaine et aCPSF1 de Pyrococcus abyssi (Pab)B- Domaines d’organisation de
Rnase J de Bacillus subtilis (Bs), Helicobacter pylori (Hp) et Pyrococcus abyssi. Le domaine métallo-β-
lactamase (MβL) est coloré en bleu clair et le domaine β-CASP en bleu foncé. Les motifs conservés sont
indiqués. Les boucles spécifiques d’aRNase J sont en rose. Le motif responsable de la dimérisation
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2.1 Le groupe CPSF  
Chez les eucaryotes, le facteur ubiquitaire CPSF73 est une sous unité du complexe 
multiprotéique CPSF (Cleavage and Polyadénylation specificity factor) impliqué dans la 
maturation de l'extrémité 3' de tous les transcrits de l'ARNP II et dans la polyadénylation des 
ARNm. Il catalyse le clivage endoribonucléolitique au niveau du motif CA qui se situe en aval 
du consensus AAUAAA sur l’ARNm avant la réaction de polyadénylation. Son activité 5’-3’ 
exoribonucléolytique intervient dans la maturation des pré-ARNm des histones chez les 
métazoaires (Dominski et al. 2005; Dominski and Marzluff 2007). CPSF73 possède un domaine 
en C-terminal, en plus des domaines MβL et β-CASP, dont la structure n’a pas été résolue à ce 
jour.   
Chez les bactéries, il existe des homologues CPSF qui sont distribués de façon sporadique et 
dont la fonction n’est pas encore décrite (Quentin, Y. & Clouet d'Orval, B., observations non 
publiées)(Dominski et al. 2013) 
Chez les archées, les membres du groupe CPSF sont très nombreux et sont classés en trois 
groupes d’orthologues distincts (aCPSF1, aCPSF1b et aCPSF2) (Tableau 1 & Fig. 1A FEMS) 
(Phung et al. 2013; Clouet-d’Orval et al. 2010; Clouet-d’Orval et al. 2015).  
aCPSF1 possède, en plus des domaines MβL et β-CASP, un domaine N-terminal accessoire 
composé de deux motifs KH consécutifs (motifs de liaison aux acides nucléiques) et un motif 
en C-terminal impliqué dans la dimérisation de l’enzyme (Figure 9A). Les structures 
cristallographiques d’aCPSF1 de Pyrococcus horikoshii, Methanosarcina mazeii et 
Methanolobus thermautotrophicus présentent une architecture en trois parties dans laquelle 
les domaines KH sont reliés au noyau central via un long linker. aCPSF1 possède une double 
activité chez les Thermococcales et Methanococcales : elle est capable de cliver au niveau d’un 
site CA dans un ARN simple brin et possède une activité 5’-3’ exoribonucléolytique restreinte 
aux substrats ARN 5’ monophosphorylés (Phung et al. 2013; Levy et al. 2011). Son activité est 
comparable avec celle de CPSF73 chez les eucaryotes (Dominski et al. 2013). La présence 
d’aCPSF1 dans l’ensemble des génomes archées, suggère que son activité est au centre de 
voix métaboliques conservées et elle a récemment été proposée comme impliquée dans la 
terminaison de la transcription sous le nom de FttA chez Thermococcus kodokarensis (Sanders 





aCPSF1b représente un petit groupe de ribonucléases β-CASP, restreint au groupe des 
Methanococci et Korachaeota, et est étroitement lié à aCPSF1. Son activité 5’-3’ 
exoribonucléolytique a été montrée chez Methanococcus janashii, mais aucune activité 
endonucléolytique n’a été observée. Les membres de ce groupe ne possèdent pas le domaine 
N-terminal accessoire (Figure 4B FEMS) et aucune structure d’aCPSF1b n’a été résolue à ce 
jour.  
aCPSF2 est un cluster moins conservé chez les archées comparé au cluster aCPSF1 (Figure 1 
FEMS). Les membres de ce groupe, retrouvés chez les TACK/Proteoarchaeota et de façon 
sporadique chez les Euryarchées, sont restreints aux domaines MβL et β-CASP excepté chez 
Sulfolobus solfataricus qui possède une extension N-terminale. Actuellement, aucune 
structure d’aCPSF2 n’a été résolue (un modèle est présenté dans la Figure 4B FEMS). aCPSF2 
de Sulfolobus solfataricus et Sulfolobus acidocaldarius possèdent une activité 5’-3’ 
exoribonucléique qui dépend de la présence d’ions Mg2+ (Levy et al. 2011; Märtens et al. 
2013).  
 
2.2 Le groupe RNase J 
Le groupe RNase J est représenté dans les bactéries, les euryarchées et les plantes.  
Chez les bactéries, la ribonucléase RNase J qui est présente dans plus de la moitié des espèces, 
notamment chez les Gram positives, possède un rôle clé dans la maturation des ARNr et le 
renouvellement des ARNm (Linder et al. 2014; Durand and Condon 2018; Mathy et al. 2007). 
En plus des domaines MβL et β-CASP, RNase J possède une extension généralement en C –
terminal (CTD). De nombreuses études enzymatiques et structurales de la RNase J ont permis 
d’identifier les différences entre les RNase J de différentes espèces. Chez Bacillus subtilis le 
domaine CTD est impliqué notamment dans la dimérisation de l’enzyme (Li de la Sierra-Gallay 
et al. 2008). RNase J possède une double activité endo- et exoribonucléolytiques 5’-3’. La 
plupart des Firmicutes possèdent deux paralogues, RNase J1 et RNase J2, dont le rôle in vivo 
n’est pas encore clair (Even et al. 2005). Chez Staphylococcus aureus et Bacillus subtilis, 
l'activité exoribonucléolytique de RNase J1 est impliquée dans la dégradation de l'ARNm et 
dans la maturation de l’extrémité 5’ de l’ARNr 16S. En contraste, les RNase J1 chez Bacillus 
subtilis et chez Staphylococcus aureus sont capables de dégrader de façon efficace les 





al. 2017). Cette différence n’est pour le moment pas expliquée. RNase J1 et RNase J2 ont été 
proposées comme analogues fonctionnels de la RNase E, endoribonucléase clé chez 
Escherichia coli et chez les bactéries Gram négatives (Even et al. 2005). RNase E permet 
d’initier la dégradation des ARNm et intervient dans la maturation des ARNr. Elle fait partie 
du complexe multiprotéique dégradosome à ARN qui fait intervenir l’exoribonucléase 3’-5’ 
PNPase (polynucléotide phosphorylase), l’hélicase à ARN RhlB et l'enzyme glycolytique 
énolase (Carpousis et al. 2009).  
Chez les plantes, la protéine RNase J semble impliquée dans le contrôle qualité des ARN en 
éliminant les longs transcrits anti-sens et en dégradant les extrémités 5’ des ARN (Hotto et al. 
2020; Sharwood et al. 2011). Elle contient une extension en N-terminal (Chloroplast transit 
peptide) et un domaine de liaison à l’ADN GT-1 en C-terminal (excepté chez les algues) dont 
le rôle n’est pas encore décrit. Les cyanobactéries qui sont étroitement liées à l’ancêtre 
évolutif des chloroplastes végétaux contiennent les deux ribonucléases RNase J et RNase E.  
aRNase J est présente dans la majorité du grand groupe des Euryarchées, à l’exception des 
Diafoarchées et des Archeoglobi. Contrairement à la RNase J bactérienne qui arbore un 
domaine CTD, l’aRNase J est restreinte aux domaines MβL et β-CASP (Figure 9B). Elle possède 
cependant deux insertions spécifiques, de 9 et 12 acides aminés dans le domaine β-CASP et 
dans la partie N-terminal du domaine MβL respectivement (Loop 1 et Loop 2) (Clouet-d’Orval 
et al. 2010). Les activités enzymatiques et la résolution de la structure d’aRNase J montrent 
que ces deux insertions interagissent avec l’ARN et sont importantes pour l’activité 
ribonucléolytique de l’enzyme (Clouet-d’Orval et al. 2010; Zheng et al. 2017). L’activité 5’-3’ 
exoribonucléolytique d’aRNase J est très processive in vitro et a d’abord été identifiée chez les 
Thermococcales et Methanococci (Clouet-d’Orval et al. 2010; Levy et al. 2011). Par des 
analyses biochimiques, protéomiques et phylogénomiques, les résultats de l’équipe suggèrent 
que l’aRNase J participe aux voies de dégradation de l’ARN à proximité du ribosome, en 
coordination avec l'hélicase ASH-Ski2 et/ou l'exosome à ARN. (Phung et al. 2020)(Phung Thèse 
2017).  
 
3. Les ExoRNases 3’-5’ 
La dégradation des ARN via leur extrémité 3’ est critique dans les trois domaines du vivant. 





l’exosome à ARN et l’aRNase R. La machinerie de l’exosome d’archée, qui est homologue à 
l’exosome eucaryote, est retrouvée dans la grande majorité des groupes archées excepté les 
groupes Methanomicrobiales, Haloferacales, Halobactériales et Methanococci. A l’inverse, 
l’aRNase R, qui est homologue à la RNase R bactérienne, est représentée uniquement chez les 
Methanomicrobiales, Haloferacales et Halobactériales (Figure 1 FEMS) (Clouet-d’Orval et al. 
2018). L’absence de l’exosome à ARN 3’-5’ dans ces groupes semble être compensée par la 
présence de la ribonucléase 3’-5’ RNase R. Cependant, chez les Methanococci, aucune enzyme 
avec une activité équivalente n’a été détectée. L’activité 3’-5’ pourrait être portée par une 
enzyme spécifique archée non connue à ce jour ou pourrait être compensée par les autres 
machineries ribonucléolytiques endo- ou 5’-3’ exo.  
 
3.1 L’aRNase R 
Les enzymes RNases R-like sont caractérisées par un domaine RNB faisant partie de la famille 
des RNases II/RNB. La RNase R bactérienne est impliquée dans le contrôle qualité des ARN. La 
plupart des données sur la RNase R chez les archées proviennent d’études biochimiques in 
vitro à partir d’ Haloferax volcanii dans lequel il a été montré que le gène codant pour l’aRNase 
R était essentiel (Portnoy and Schuster 2006; Matos et al. 2012). les analyses phylogénétiques 
menées en collaboration avec l’équipe de G. Fichant (LMGM) ont permis d’identifier 3 types 
de aRNase R nommés arbitrairement a, b et c) qui ne ressemblent pas à la RNase R bactérienne 
(Clouet-d’Orval et al. 2018). Dans le groupe des Halophiles, aRNase Ra est restreinte au 
domaine RNB, par contraste avec les deux autres formes RNase Rb et RNase Rc, retrouvées 
chez quelques méthanococcales, contenant un domaine C terminal accessoire avec des 
propriétés de liaison à l’ARN (Figure 4A FEMS). Nous proposons que ces différentes formes de 
l’aRNase R sont certainement le résultat de transferts horizontaux de gènes issus des génomes 
bactériens.  
 
3.2 L’Exosome à ARN  
L’exosome à ARN d’archée a été isolé pour la première fois chez Sulfolobus solfataricus 
(Evguenieva-Hackenberg et al. 2003) et plusieurs études sur différents organismes, en 
particulier les Sulfolobales et les Pyrococcales, ont permis sa caractérisation enzymatique et 





L’exosome d’archée catalyse la dégradation phosphorolytique d’un ARN simple brin à partir 
de l’extrémité 3’ en présence de phosphate inorganique (Pi) et libère un nucléoside 5’-
diphosphates (NDPs). Il est aussi capable de faire la réaction reverse en utilisant des NDPs 
pour synthétiser des hétéro-polymères aux extrémités 3’ des ARNs (une queue poly(A)) 
(Evguenieva-Hackenberg et al. 2014; Evguenieva-Hackenberg et al. 2020). Le core de 
l’exosome d’archée est composé d’un trimère de dimère Rrp41/Rrp42 qui forme le tonneau 
et dont le site catalytique est porté par Rrp41 (Figure 10). La coiffe de l’exosome est un 
hétérotrimère composé des protéines de liaison à l’ARN Rrp4 (qui possèdent un domaine de 
liaison à l’ARN S1 et KH) et/ou Csl4 (dispose d’un domaine S1 et ZN), dont la stœchiométrie in 
vivo est inconnue (Witharana et al. 2012). In vitro, l’exosome-coiffe dégrade les ARN de façon 
plus efficace que le tonneau hexamérique seul (Büttner et al. 2005; Evguenieva-Hackenberg 
et al. 2008). Chez Sulfolobus solfataricus, la sous-unité Rrp4 confère une forte spécificité 
poly(A) à l’exosome (Roppelt et al. 2010) alors que la sous-unité Csl4 permet la liaison avec la 
sous unité aDNaG, composé spécifique de l’exosome archée. aDNaG était annotée comme 
une primase de type bactérienne, mais les études biochimiques montrent qu’elle fait partie 
intégrante de l’exosome archée et possède un domaine de liaison à l’ARN (Witharana et al. 
2012; Evguenieva-Hackenberg et al. 2008). Le gène codant DNaG est plus conservé que les 
autres protéines de l’exosome chez les archées, ce qui suggère qu’elle possède aussi un rôle 
indépendant de l’exosome. 
Les connaissances actuelles sur les fonctions de l’exosome reposent uniquement sur des 
données biochimiques et moléculaires. La manière dont les différentes fonctions associées 
sont régulées reste inconnue (Ogami et al. 2018). Comme chez les eucaryotes, la sélection et 
l’accessibilité des différents substrats sont probablement influencés par d’autres protéines qui 
restent à être identifiées. Pour le moment, une interaction entre l’exosome et le facteur aEF1A 
a été observée chez Sulfolobus solfataricus (Witharana et al. 2012) et une étude montre la 
liaison entre la protéine Nop5 impliquée dans la méthylation des ARNr et l’exosome –Rrp4 
(Gauernack et al. 2017). 
Chez les eucaryotes, l’exosome est impliqué dans le processing et la dégradation 3’-5’ de tous 
les types d’ARN (Mitchell et al. 2003). Le core de l’exosome chez l’homme et la levure est 
catalytiquement inactif et comprend un anneau hexamérique de RNases PH (Rrp41, Rrp42, 
Mtr3, Rrp43, Rrp46 & Rrp45), et des protéines de liaison à l'ARN Rrp4, Rrp40 et Csl4  
BACTERIE ARCHEE EUCARYOTE
Figure 10. Schéma de la machinerie 3’-5’ exoribonucléolytique dans les 3 domaines du vivant. La
PNPase bactérienne (à gauche) forme un tonneau homotrimérique. Chaque monomère contient deux
domaines RPD, un domaine S1 et un domaine KH. L’activité catalytique phosphorolytique est portée par
la sous unité RPD2. Les domaines KH et S1 forment une coiffe de liaison à l’ARN sur le dessus de la
PNPase. L’exosome archée (au milieu) est composé de trois dimères Rrp41-Rrp42 formant un tonneau
hexamérique. La coiffe est constituée des protéines Rrp4, Csl4 et DNaG de stœchiométrie variable in
vitro. Les trois sites catalytiques sont portés par les sous unités Rrp41. L’exosome eucaryote (à droite) est
constitué de neuf sous unités formant un tonneau hexamérique. Les protéines Csl4, Rrp4 et Rrp40
constituent la coiffe de l’exosome eucaryote. Son activité dépend des ribonucléases Rrp44/Dis3 et de



































(Figure 10). Ces sous unités forment un canal conservé qui achemine les substrats ARN simple 
brin vers l'exoribonucléase Rrp44/Dis3 processive. Rrp44/Dis3  possède des activités 
hydrolytiques endo et exoribonucléolytiques (Lebreton and Séraphin 2008; Schaeffer et al. 
2009; Halbach et al. 2012). Dans le noyau, l’exosome possède une sous unité catalytique 
supplémentaire : l’exoribonucléase 3’-5’ Rrp6.  
Les hélicases à ARN de la famille Ski2, Mtr4 et Ski2, sont des facteurs auxiliaires aidant à 
l’acheminement du substrat ARN vers à l’exosome nucléaire et cytoplasmique respectivement 
(Halbach et al. 2012; Johnson and Jackson 2013; Weick et al. 2018; Zinder and Lima 2017). 
Dans le cytoplasme l’exosome s’associe avec le complexe Ski2-Ski3-Ski8 (Ski) (Halbach et al. 
2013) qui est principalement impliqué dans la dégradation des ARNm et la surveillance des 
ARNm en cours de traduction (voies de dégradation appelées No Go Decay, Non Stop Decay 
et Non Mediated Decay) (Chlebowski et al. 2013). Récemment, des études en cryo-
microscopie ont montré l’interaction directe du complexe Ski avec le ribosome 80S et 
proposent un modèle de recrutement de l’exosome sur le ribosome bloqué pendant la 
traduction (Schmidt et al. 2016). L'exosome nucléaire s’associe aux complexes protéiques 
TRAMP, NEXT et PAXT, formés autours de l’hélicase Mtr4, et participe à la maturation en 3’ et 
à la dégradation d'une grande variété de substrats ARN dont des ARNr (Chlebowski et al. 2013; 
Ogami et al. 2018; Wyers et al. 2005; Lubas et al. 2015; Meola et al. 2016; Schuller et al. 2018).  
Chez les bactéries, la PNPase forme un anneau homotrimérique qui ressemble à l’exosome 
eucaryote et d’archées (Figure 10) (Shi et al. 2008). Elle est impliquée dans le contrôle qualité 
et le renouvellement des ARN et est responsable de la synthèse post-transcriptionnelle de 
courtes queues déstabilisant l’ARN, qui servent d'armature pour une interaction efficace avec 
les exoribonucléases (Slomovic and Schuster 2008). Chez Escherichia coli, la PNPase est 
retrouvée soit en complexe avec l’hélicase à ARN RhlB soit liée à l'endoribonucléase RNase E 
comme faisant partie du dégradosome (Lin-Chao et al. 2007).  
 
IV. Les Hélicases à ARN chez les Archées 
Les hélicases sont impliquées dans tous les aspects du métabolisme de l’ADN et de l’ARN 
comprenant la réplication, la réparation, la recombinaison, la transcription et le remodelage 
de la chromatine (Khemici and Linder 2018; Jarmoskaite and Russell 2014; Cordin and Beggs 





moléculaires qui utilisent l’énergie de l’hydrolyse de nucléosides triphosphates (NTP, le plus 
souvent de l’ATP) pour fixer et remodeler les acides nucléiques ou les complexes protéines-
acides nucléiques (Berger 2008) en se déplaçant de manière unidirectionnelle le long des 
molécules d’ADN ou d’ARN double brin ou simple brin (Gao et al. 2019). D’après leur séquence 
et caractéristiques structurales, les hélicases ont été répertoriées en six superfamilles (de SF1 
à SF6) (Berger 2008). Les membres des familles SF1 et SF2 sont monomériques et partagent 
un noyau structural commun. Les hélicases SF3 à SF6 forment toutes des anneaux 
hexamèriques et sont divisées en ATPase de type RecA (SF4 et SF5) ou AAA+ (SF3 et SF6). Le 
groupe SF3 comprend des hélicases de virus. Les groupes SF4 et SF5 sont des hélicases 
impliquées dans la réplication et la terminaison de la transcription respectivement. Le groupe 
SF6 inclue notamment l’hélicase MCM (minichromosome maintenance protein complex).  
Les hélicases sont traditionnellement connues pour dérouler l'ADN ou l'ARN double brin de 
manière ATP-dépendante (activité dite « unwinding »). De manière remarquable des 
évidences expérimentales suggèrent que certaines d’entre elles ont aussi la capacité de 
faciliter l’assemblage de brins complémentaires d'acides nucléiques (activité dite 
« annealing ») (Wu 2012; Linder and Jankowsky 2011) (Tableau 2). Par exemple, l'hélicase à 
ARN II nucléaire (également connu sous le nom de Gu) favorise le repliement intramoléculaire 
de l'ARN indépendamment de l'ATP  (Valdez et al. 1997). Les protéines de la famille DEAD-box 
Ded1 et Mss116, qui sont respectivement importantes pour la traduction et le métabolisme 
de l'ARN mitochondrial, possèdent une activité « annealing » in vitro (Yang and Jankowsky 
2005). Chez les cyanobactéries l’hélicase CrhR catalyse la réaction d’appariement de brins 
complémentaires en présence d’ATP (Chamot et al. 2005). Dans la suite, nous nous 
intéressons plus particulièrement aux superfamilles SF1 et SF2 reconnues pour leur rôle 






  Organismes Hélicases Superfamilles Activité 
Unwinding Activité 
 
Annealing Références des activité annealing 
ARN 
Human and Yeast 
RNA Helicase II/Gu 
SF2 
√ √ Valdez 1997 
p68 family (Ddx5,p72,Ddx42p) √ √ Rössler 2001; Uhlmann-Schiffler 2006 
DED1/DDX3X/LAF-1  √ √ Yang and Jankowsky 2005 
Cyanobacteria  CrhR  √ √ (ATP) Chamot 2005 
Yeast Mss116p √ √ Halls 2007  
Human and Yeast RNA Helicase A/DHX9 √ (3'-5‘) √ Xing 2011 
Virus NS3 SF3 √ √ Gebhard 2012  
ADN 
Human  RECQ5β 
SF2 
√ (3'-5‘) √ Garcia 2004 
Drosophila, Human and 
Yeast  BLM/Sgs1/RECQ2/mus309 √ (3'-5‘) √ Machwe 2005; Cheok 2009 
Human  RECQ1 √ (3'-5‘)  √ Sharma 2005; Muzzolini 2007 
Human and Yeast Dna2 SF1 √ (5'-3‘) √ Masuda-Sasa 2006 
Human  CSB 
SF2 
 √ Muftuoglu 2006 
Phage UvsW  √ (3'-5) √ Nelson and Benkovic 2007 
Archaea Hel112/Lhr2 √ (Monomer) √ De Felice 2007 
Human  Pif1 family SF1 √ (5'-3‘) √ Gu 2008 
Human and drosophila  HARP/SMARCAL1 
SF2 
 √ (ATP) Bansbach 2009; Yuang 2009; Yusufzai 2008 
Archaea Hjm/Hel308A √ (3'-5‘) √ Li 2008 
Human 
WRN/RECQ3 √ (3'-5‘) √ Muftuoglu 2008 
RECQ4 √ (3'-5‘) √ Xu and Liu 2009; Suzuki 2009 
AH2 (ZRANB3)  √ (ATP) Yusufzai 2010 
TWINKLE SF4 √ (5'-3‘) √ Sen 2012 
Mycobacterium 
Tuberculosis XPB  
SF2 
√ (3'-5‘) √ Balasimgham  2012 
Fungi and Yeast  Hrq1 √ (3'-5‘) √ Kwon 2012  
Human RECQL5 √ (3'-5‘) √ Khadka 2016 
Tableau 2. Les activités annealing des Hélicases. Les organismes décrits sont ceux dans 
lesquels ont été montré l’activité annealing (appariement de brins d’acides nucléiques) des 
hélicases. La polarité de l’activité unwinding (déroulement de duplex d’acides nucléiques) et 
la dépendance d’ATP pour l’activité annealing sont indiquées.  
SF1
SF2
Figure 11. Motifs et organisation structurale des hélicases SF1 & SF2.
A- Séquence d’organisation du noyau hélicase des SF1 et SF2. Le noyau SF1/SF2 est composé de deux
domaines RecA. Les motifs caractéristiques sont colorés selon leur fonction prédominante : en rouge les
motifs impliqués dans la liaison et l’hydrolyse de l’ATP, en jaune les motifs qui ont un rôle dans la
coordination entre les sites de liaisons des NTP et des acides nucléiques, en bleu les motifs qui lient les
acides nucléiques. La taille des domaines et la distance entre chaque motif n’est pas à l’échelle.
B- Position des motifs caractéristiques du noyau hélicase des SF1 et SF2. Les brins sont représentés par
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1. Les Familles SF1-SF2 
Les hélicases SF1 et SF2 sont caractérisées par deux domaines centraux qui constituent le 
noyau catalytique portant l’activité hélicase : les domaines pfam « DEAD » et pfam « Helicase 
C ». Ces deux domaines RecA1 et RecA2 se structurent en domaine de type « RecA-like » 
constitués de cinq feuillets β entourés de quatre hélices α, reliés par un linker avec au moins 
12 motifs communs. Les motifs les plus conservés sont les résidus qui coordonnent la liaison 
et l'hydrolyse de l’ATP (motifs I, II, nommés aussi Walker A et B, et VI) (Figure 11). Dans la 
structure, ces résidus sont situés au niveau du sillon formé entre les deux domaines RecA. La 
liaison de l’ATP, en présence du substrat ARN ou ADN, entraine une conformation dite 
« fermée » qui provoque une rotation de 20° entre les deux domaines RecA. L’hydrolyse de 
l’ATP et le relargage de l’ADP conduisent au retour de la conformation « ouverte » 
(Jarmoskaite and Russell 2014). Ces changements de conformations peuvent conférer aux 
hélicases une activité « unwinding » ou « annealing » (Yang and Jankowsky 2005) Les motifs 
IIIa et Q-motif coordonnent la base adénine de l’ATP. Les motifs III et Va permettent la 
coordination entre la liaison du NTP et des acides nucléiques. Les motifs Ia-c, IV, IVa, V et Vb, 
sont impliqués dans la liaison aux acides nucléiques, principalement au niveau du squelette 
sucre-phosphate (Figure 11).  
La majorité des hélicases SF1 et SF2 possèdent des domaines accessoires à leur extrémité N- 
et/ou C-terminal avec des fonctions spécifiques telles que des domaines portant des activités 
enzymatiques (nucléases ou protéases)  ou ayant des capacités de liaison aux acides 
nucléiques (ARN ou ADN) (Zinc finger, OB-fold) ou encore engagés dans des interactions 
protéiques (CARD) (Fairman-Williams et al. 2010).  
Les hélicases SF1 et SF2 sont divisées en sous-famille selon leurs motifs conservés, leur 
structure et leurs activités. Le groupe SF1 contient trois sous familles : UvrD/Rep, Pif1-like et 
Upf1-like ; et le groupe SF2 en comprend dix : RecG-like, RecQ-like, Rad3/XPD, Ski2-like, T1R, 
Swi/Snf, RIG-I-like, DEAD-box, DEAH/RHA et NS3/NPH-II (Fairman-Williams et al. 2010). Même 
si les hélicases SF1 et SF2 partagent des similarités de structures, elles jouent un rôle dans un 
large éventail de fonctions et agissent sur divers substrats. Certaines sous-familles peuvent 
inclure des hélicases à ARN et à ADN, d’autres exclusivement des hélicases soit à ADN (RecQ-





Les hélicases SF1 et SF2 sont des acteurs majeurs des voies de maturation et de dégradation 
de l’ARN dans les trois domaines du vivant (Jankowsky and Fairman 2007). Elles font 
notamment partie des machineries moléculaires comme le dégradosome, le spliceosome et 
le ribosome (Jarmoskaite and Russell 2014; Linder and Jankowsky 2011; Khemici and Linder 
2018). Les dégradosomes bactériens, qui sont notamment impliqués dans la maturation et la 
dégradation des ARNm, sont associés à des hélicases de la famille DEAD-box. Le dégradosome 
d’E.coli est composé de la RNase E (endonucléase), la PNPase (exoribonucléase 3’-5’), 
l’enolase et l’hélicase RhlB. RhlB facilite la dégradation des ARN par la PNPase. Les Firmicutes 
telles que Bacillus subtilis et Staphylococcus aureus ont aussi une complexe de type 
dégradosome composé de RNase J (une exo- et endonucléase 5'-3'), RNase Y (endonucléase), 
la PNPase (exoribonucléase 3'-5'), l'énolase, la phosphofructokinase, et l’hélicase à ARN CshA 
(Khemici and Linder 2018). La biogenèse des ribosomes chez E. coli implique aussi des 
hélicases de la famille DEAD-box : DbpA, SrmB, CsdA et RhlE. DbpA permet le réarrangement 
des ARN dans le précurseur 50S, SrmB semble empêcher l’appariement de l’ARN 5S et favorise 
le repliement de l’ARN 23S natif. CsdA fonctionne comme une protéine chaperonne de la 
biogénèse des ribosomes mais intervient aussi dans la traduction et la dégradation des ARNm 
(Jarmoskaite and Russell 2014). 
Les cellules humaines expriment environs 70 hélicases à ARN et la biogénèse des ribosomes 
chez Saccharomyces cerevisiae impliquent 19 hélicases, dont 17 sont essentielles. Certaines 
jouent un rôle dans la maturation des pré-ARNr en remodelant les structures aux sites de 
coupure par des ribonucléases. Par exemple, l’hélicase DEAD-box Dbp3 facilite le clivage de 
l’ARN par la RNase MRP pour la maturation de l’ARN 25S (Jarmoskaite and Russell 2014). 
L’épissage des pré-ARNm chez les eucaryotes est un processus qui également requiert un très 
grand nombre d’hélicases à ARN dans le cadre de l’assemblage du spliceosome 
(réarrangement de structures d’ARN et dissociation de protéines). C’est le cas de l’hélicase 
DEAD-box Prp2 et de la Ski2-like Brr2  (Jarmoskaite and Russell 2014; Boneberg et al. 2019; 
Sloan and Bohnsack 2018). 
Les différents groupes d’hélicases SF1 et SF2 d’archées ont été mis en évidence par des 
analyses comparatives de génomes (Chamieh et al. 2016; Hajj et al. 2019)(Publication Annexe : 
Hajj M., El-Hamaoui S., Batista M. et al. 2019) . La plupart des familles SF1 et SF2 sont 





famille SF1 est représentée chez les archées par les sous familles UvrD-like et Upf1-like qui 
sont présentes uniquement chez les Euryarchées. Upf1-like est impliquée dans la réplication 
et la stabilité de l’ADN (Higashibata et al. 2003; Gloor et al. 2012). Sa fonction n’est pas connue 
chez les archées. La famille UvrD-like est retrouvée dans les trois domaines du vivant, elle est 
impliquée dans la réparation de l’ADN chez les bactéries et les eucaryotes (Chamieh et al. 
2016; Rouillon and White 2011). Son rôle physiologique chez les archées n’est pas déterminé 
mais les protéines UvrA/B/C chez les halophiles semblent jouer un rôle dans la réparation de 
l’ADN (Giroux and MacNeill 2016; Crowley et al. 2006). La famille Lhr (initialement classée 
dans le groupe RecQ-like), constituée des protéines Lhr1 et Lhr2, est ubiquitaire dans les 
génomes archées. Chez les bactéries, Lhr possède une activité de déroulement des duplexes 
ADN/ADN et ARN/ADN. Le rôle des hélicases Lhr n’est pas encore décrit chez les archées. Dans 
l’équipe, Mirna Hajj, étudiante en thèse, étudie cette famille d’hélicase. Les protéines DEAD-
box sont des hélicases à ARN présentes dans les trois domaines du vivant. Elles sont 
impliquées dans de nombreux processus tels que la transcription et traduction des ARNm et 
la biogénèse des ribosomes. Elles sont présentes chez toutes les Euryarchées à l’exception des 
Pyrococcales et Halobactéries (Chamieh et al. 2016). Elles ont été peu étudiées chez les 
archées mais la délétion du gène codant pour l’hélicase DeaD chez Thermococcus 
kodakarensis induit une diminution de la croissance cellulaire (Nagaoka et al. 2013). 
Finalement la famille Ski2 représentée par les helicases de type Hel308/Hjm et ASH-Ski2 est 
ubiquitaire chez les archées. L’équipe s’intéresse plus spécifiquement à l’hélicase ASH-Ski2 , 
objet de cette thèse, puisqu’elle est partenaire de la ribonucléase aRNase J chez le 
Thermococcales (Phung et al. 2020). 
 
2. Les hélicases Ski2-like  
La famille Ski2-like, nommée ainsi par rapport à son premier membre identifié (l’hélicase Ski2 
eucaryote) constitue une famille restreinte d’hélicase SF2 retrouvée uniquement chez les 
eucaryotes et les archées. Chez les eucaryotes les hélicase Ski2-like interviennent dans de 
larges complexes multiprotéiques et jouent un rôle fondamental dans la dégradation, la 
maturation et l’épissage des ARNs. Les Ski2-like possèdent 12 motifs conservés dans leur 
domaine central SF2 (RecA1 et RecA2) et sont caractérisées par la présence en C-terminal d’un 
domaine Winged helix (WH) et d’un domaine Ratchet  (Figure 12) (Johnson and Jackson 2013).  
Figure 12. Architecture de la famille des Ski2. A- Organisation des domaines des hélicases Ski2-like. Le
nombre d’acides aminés provident de Brr2 Humain, Ski2 et Mtr4 de Saccharomyces cerevisae, Hel308 de
Pyrococcus furiosus et ASH-Ski2 de Pyrococcus abyssi. Les Pfam sont indiqués et les domaines sont à
l’échelle. Les hélicases de la famille Ski2 possèdent un noyau commun composé des domaines RecA1
(orange clair), RecA2 (orange), Winged Helix (WH, en vert clair) et Ratchet (vert). Elles peuvent aussi
présentées des domains accessoires : Helix loop Helix (HlH) ou Helix hairpin Helix (HhH) (rose foncé)
domaine Fibronectine de type III (FN3) (rose clair), β hairpin (bleu). Brr2 contient 2 cassettes. Ses
domaines Ratchet, HhH et FN3 constituent le domaine Sec63 (Pfam: PF02889). Mtr4 et Ski2 ont un
domaine Arch (bleu clair, PF13234) inséré dans le domaine WH. Les domains dont la structure n’a pas été
résolue sont hachurés. La structure de ASH-Ski2 n’est pas connue. Son domaine N-terminal, qui contient
4 cystéines strictement conservées chez les Eyryarchées, pourrait former un domaine Zinc finger (gris).
B- Représentation schématique de l’architecture des hélicases Ski2. L’arrangement architectural est basé
sur des structures connues (Brr2 pdb: , Mtr4 pdb:4qu4, Ski2 pdb:, Hel308 pdb: 2zj2) à l’exception de ASH-
Ski2 qui est basé sur un modèle Phyre2 (25% identité avec Brr2). Les 2 cassettes de Brr2 sont indiquées:
cassette N-terminal (NC) et cassette C-terminal (CC). Les domaines non résolus sont en pointillés. Les














Ces deux domaines sont impliqués dans la liaison aux acides nucléiques et forment un anneau 
autours de l’extrémité 3’ de l’ARN ou l’ADN. Les Ski2-like peuvent aussi présenter des 
domaines accessoires. Toutes les structures Ski2-like connues à ce jour, en complexe ou liée à 
leur substrat, sont listées dans le tableau 3.  
Les hélicases de type Ski2 identifiées possèdent une activité de déroulement des duplexes 
avec une polarité 3’ vers 5’. L’activité de déroulement et le mécanisme de translocation le long 
de l’ARN ou ADN a été proposé à partir de différentes structures cristallographiques de 
l'hélicase Hel308 d’ Archeoglobus fulgidus (Büttner et al. 2007; Pyle 2008) (Tanner and Linder 
2001; Craig et al. 2017; Gao and Yang 2019). L’hélicase Hel308 d’archée est la seule structure 
entière résolue avec un domaine Helix-hairpin-Helix (HhH) en périphérie, qui interagit avec 
l’extrémité 3’ de l’ADN pour agir comme un « frein moléculaire » auto-inhibiteur pour 
réprimer l’activité de l’hélicase (Büttner et al. 2007; Pyle 2008; Richards et al. 2008). 
Les hélicases Ski2 et Mtr4 eucaryotes contiennent une insertion dans le domaine WH, nommé 
« Arch » (Halbach et al. 2012; Weir et al. 2010). Ce domaine forme une courbure mobile et se 
termine en une région globulaire qui est positionnée au-dessus du site d’entrée de l’ARN. 
L’hélicase à ARN Brr2 eucaryote possède aussi le domaine HhH qui, avec le domaine 
Fibronectine III (FN3), forme le domaine Sec63 (Vester et al. 2020; Zhang et al. 2009). Le 
domaine FN3 est généralement associé aux interactions protéines-protéines mais le rôle du 
domaine Sec63 chez Brr2 reste encore incertain. Elle contient deux copies du noyau hélicase-
domaine Sec63. Chez les eucaryotes, Brr2 est impliquée dans l’épissage des pré-ARNm. Elle 
permet la conversion du complexe spliceosome pré-catalytique (Complexe B) en complexe 
actif (Complexe Bact) (Vester et al. 2020). La structure du domaine N-terminal de Mtr4, Ski2 
et Brr2 n’a pas encore été résolue.  
Les hélicases Mtr4 et Ski2, sont associées à l’exosome nucléaire ou cytoplasmique 
respectivement. Elles facilitent le recrutement et l’adressage des substrats ARN en déroulant 
les structures secondaires d’ARN et en libérant les complexes RNP pour rendre accessible 
l’extrémité 3’ des substrats à l’exosome à ARN (Falk et al. 2017; Weick et al. 2018; Halbach et 
al. 2012). Mtr4 interagit directement avec les sous unités Mpp6 et Rrp6 de l’exosome à ARN 
et intervient dans les complexes TRAMP, PAXT et NEXT impliqués dans la dégradation des ARN 
nucléaires (Patrick et al. 2017; Bernstein et al. 2008; Weick et al. 2018; Meola et al. 2016). Ski2 
est associé à l’exosome à ARN par le complexe Ski composé des protéines Ski3, Ski8 et Ski7 et  










sont impliquées dans la dégradation des ARNm dans le cytosol. Il a récemment été montré 
que le complexe Ski interagit directement avec la sous unité 40S du ribosome (Halbach et al. 
2012; Halbach et al. 2013; Schmidt et al. 2016; Zinoviev et al. 2020). 
Hel308 (aussi nommée Hjm) est une hélicase à ADN, retrouvée chez les archées et les 
eucaryotes, qui est impliquée dans la réplication de l’ADN. Même si une étude chez Pyrococcus 
horikoshii montre qu’elle est capable de lier des substrats ARN (Zhang et al. 2008), les données 
chez Methanothermobacter thermautotrophicus, Sulfolobus tokodaii et chez l’homme 
démontrent qu’Hel308 cible préférentiellement les fourches de réplication (Guy and Bolt 
2005; Tafel et al. 2011; Li et al. 2008). Son activité « unwinding » de polarité 3’ vers 5’ chez 
l’homme est stimulée par la présence de la protéine de réplication RPA (Tafel et al. 2011). Des 
données montrent que chez Sulfolobus Tokodaii, Hel308 interagit avec l’endonucléase 
spécifique des jonctions de holliday, Hjc (Li et al. 2008) et que chez Sulfolobus islandicus 
Hel308 interagit avec l’ATPase PINA impliquée dans les jonctions de Holliday (Zhai et al. 2018).  
Chez les archées, des études phylogénomiques, en collaboration avec l’équipe de G. Fichant, 
permettent de montrer que la famille des hélicases Ski2 chez les archées se divisent au moins 
en deux grands groupes : le groupe homologue à Hel308 et un groupe spécifique nommé 
« archaeal specific helicase » (ASH) ou encore ASH-Ski2 qui possède en plus des domaines 
caractéristiques des Ski2-like, un domaine en N-terminal composé de quatre cystéines 
strictement conservée (Figure 13). Hel308 est codée dans l’ensemble des génomes d’archées 
contrairement à ASH-Ski2 retrouvée dans la majorité des Euryarchées et Asgards et dans 
certaines DPANN.    L’activité et la fonction d’ASH-Ski2 n’est pas encore connue. Mes travaux 






Protéines  Organismes Pdb  Substrats Complexes Fonctions Références 
Mtr4  S.cerevisiae 2XGJ RNA/ADP  
Nuclear RNA quality control 
Wier et al 2012 
   4QU4   Taylor et al 2014  
   4U4C  Trf4-Air2 TRAMP complex Falk et al 2014  
 
 
 5VZJ  Mpp6-Nuclear Exosome 
Wasmuth et al 
2017  
   5OKZ   Mpp6-Nuclear Exosome Falk et al 2017  
   5OOQ  Nop53 Falk et al 2017 
   6FSZ  Exosome Schuller et al 2018 
  Human 6D6Q, 6D6R  Exosome bound to RNA Weick et al 2018  
 
 
 6C9O  ZCCHC8-CTD 
Puno and Lima 
2018  
   6IEG   Wand et al 2019  
   6IEH  with NRDE2  Wand et al 2019  
   6RO1   NVL and ZCCHC8  Lingaraju et al 2019 
Ski2   S.cerevisiae 4A4Z ADPNP  
Cytoplasmic RNA quality control 
Halbach et al 2012     4A4K   
   4BUJ  Ski2-3-8 complex  Halbach et al 2013  
Brr2  S.cerevisiae 3HIB  sec63 domain 
RNA splicing  
Zhang et al 2009  
   3IM1,3IM2  sec63 domain Pena et al 2009 
   5DCA  Prp8 jab1 domain  Absmeier et al 2015 
   5GAN, 5GAO, 5GAP  U4/U6-U5 tri snRNP Nguyen et al 2016  
   3JCM  U4/U6-U5 tri snRNP Wan et al 2016 
   5NRL  B complex Plaschka et al 2016 
   5GM6  Bact complex Yan et al 2016 
   5LQW  Bact complex Rauhut et al 2016 
   5LJ5  C complex Galej et al 2016 
   5M52  Prp8  Absmeier et al 2017 
  H.sapiens 4F91   Santos K.F et al 
2012    4KIT  Prp8 Jab1/MPN domain 
 
 
 3JCR  U4/U6-U5 tri snRNP 
Agagonov et al 
2016 
   5O9Z  B complex Bertram et al 2017 
   5XJC  C* complex Zhang et al 2017 
   5YZG  C complec Zhan et al 2018 
   5Z57  Bact complex Zhang et al 2018 
  C.termophilum 6QWS   Absmeier et al 2020 
   6QV4 ATPγS  
   6QV3 ADP  
Hel308   A. fulgidus  2P6R DNA  
DNA replication  
Buttner et al 2007    2P6U   
  P.horikoshii  2Z41   Zhang et al 2008 
  S.solfataricus 2VA1   Richards et al 2008    2ZJA  ADPNP  
   2ZJ8, 2ZJ2   Oyama et al 2009    2ZJ5 ADP  
  S.islandicus  5YWW   Zhai et al 2018 
Tableau 3. Structures des hélicases Ski2-like. Les structures résolues de Mtr4, Brr2 et Hel308 
en présence de substrats ou en complexes avec d’autres protéines et les numéros d’accession 
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RNA-processing pathways are at the centre of regulation of gene expression. All RNA transcripts undergo multiple
maturation steps in addition to covalent chemical modifications to become functional in the cell. This includes destroying
unnecessary or defective cellular RNAs. In Archaea, information on mechanisms by which RNA species reach their mature
forms and associated RNA-modifying enzymes are still fragmentary. To date, most archaeal actors and pathways have been
proposed in light of information gathered from Bacteria and Eukarya. In this context, this review provides a state of the art
overview of archaeal endoribonucleases and exoribonucleases that cleave and trim RNA species and also of the key small
archaeal proteins that bind RNAs. Furthermore, synthetic up-to-date views of processing and biogenesis pathways of
archaeal transfer and ribosomal RNAs as well as of maturation of stable small non-coding RNAs such as CRISPR RNAs,
small C/D and H/ACA box guide RNAs, and other emerging classes of small RNAs are described. Finally, prospective
post-transcriptional mechanisms to control archaeal messenger RNA quality and quantity are discussed.
Keywords: Archaea; ribonucleases; RNA processing; RNA decay; RNA-binding proteins; CRISPR-Cas
INTRODUCTION
RNA biology plays a critical role in accurate gene expression, a
prerequisite for all cellular processes from the simplest to most
complex organisms. Expression of genetic information depends
on messenger RNAs (mRNAs) to define the proteome and on
ribosomal RNAs (rRNAs) and transfer RNAs (tRNAs) to decode
mRNA sequence information as well as on additional regulatory
non-coding RNAs (ncRNAs). During protein synthesis, bonds are
formed in an active site of the ribosome residing on the large
subunit, called the peptidyl transferase centre, which is devoid
of any r-protein side chains, thus establishing the ribosome as
a ribozyme (Nissen et al. 2000). In this framework, RNA process-
ing and decay paths stand at the centre of post-transcriptional
regulation of gene expression and, therefore, are fundamental
in defining the phenotypic characteristics of a cell. In addition,
they permit a rapid adaptation to changes of environmental con-
ditions. The continuing discovery of multiple mechanistically
distinct pathways in Bacteria and Eukarya highlights the com-
plexity of these processes. The quality and level of each cellular
RNA species are tightly controlled and determined by the rela-
tive rates of transcription, maturation and decay (Durand et al.
2015; Wagner and Romby 2015; Houri-Zeevi and Rechavi 2017).
Based on evidence obtained from Eukarya and Bacteria, it
is now established that an ordered action of a cell-specific
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set of RNA-modifying and RNA-processing enzymes is required
from RNA synthesis to decay. Enzymes which act directly on
RNA molecules are ribonucleases (RNases) that catalyse the
exo- or endoribonucleolytic cleavage of phosphodiester bonds
and act in concert with other RNA-related ancillary enzymes
such as RNA helicases, poly(A) polymerases and pyrophos-
phohydrolases. RNA-processing enzymes are often found in
RNA-degrading complexes and may be recruited to their re-
spective targets by several means: cis-acting RNA sequence el-
ements, trans-acting proteins or ncRNAs. RNA maturation or
turnover is often initiated through internal cleavage by the
action of endoribonucleases but also through 3′-to-5′ and 5′-
to-3′ exoribonucleolytic decay by the action of the exoribonu-
cleases. The tight teamwork between different RNA-degrading
systems defines the outcome of each RNA species within the
cell. Ribonucleases can be grouped according to their substrate
specificity (single and/or double-stranded RNA or RNA/DNA hy-
brid), the nature of the product they release or their mech-
anism of action (processive or distributive). In-depth reviews
covering enzymes involved in critical aspects of RNA process-
ing in Bacteria and Eukarya have highlighted the consider-
able number of these processes from the nascent RNA to its
degradation ((Durand et al. 2015; Wagner and Romby 2015;
Houri-Zeevi and Rechavi 2017) and chapters in Stoecklin and
Mühlemann 2013).
Archaeal microorganisms, omnipresent in Earth’s ecosys-
tems, constitute a unique domain of life with features at the
frontier of Bacteria and Eukarya that had led to a revolution
in the field of evolutionary biology. In this regard, elucidating
fundamental cellular processes in Archaea is of a critical
importance to understand life on earth. Moreover, the impor-
tance of studying archaeal microorganisms recently emerged
from their identification in complex microbiomes of plants,
animals and humans and opened the question of their impacts
on the biosphere and health (Moissl-Eichinger et al. 2018).
Finally, the close phylogenetic relationship between Archaea
and Eukarya increasingly highlights the advantage of using
archaeal systems which use simpler proteins or ribonucle-
oprotein (RNP) complexes. Indeed, archaeal and eukaryotic
cells share many key components of their processing systems,
such as replication, transcription and translation machiner-
ies (Brochier-Armanet, Forterre and Gribaldo 2011; Adam
et al. 2017). This provides valuable insights in understanding
associated enzymatic activities and molecular processes.
Based on genomic data it has been accepted that archaeal
phylogeny includes the TACK (Thaumarchaeota-Aigarchaeota-
Crenarchaeota-Korarchaeota)/Proteoarchaeota group, the
Euryarchaea and the DPANN (Diapherotrites, Parvarchaeota,
Aenigmarchaeota, Nanoarchaeota and Nanohaloarchaeota)
lineages (Fig. 1) (Guy and Ettema 2011). However, in view of the
Figure 1. Taxonomic distribution of ribonuclease protein families across the archaeal phylogeny. The size of the filled circles is proportional to the percentage of
members of ribonucleases in each family. Each family is represented by a single colour which is also used in Figs 2 and 4. Classification of taxonomic groups is according
to the phylogenetic tree (Adam et al. 2017), with the exception of the position of cluster I. The DPANN (Diapherotrites, Parvarchaeota, Aenigmarchaeota, Nanoarchaeota,
Nanohaloarchaea) refers to the superphylum of Extremophile Archaea (Rinke et al. 2013). The taxonomic status (Adam et al. 2017) is shown in parentheses: C = Class;
P = Phylum; SC = Super Class; SP = Super Phylum. To retrieve all members of each ribonuclease family, we collected an initial set of proteins using PFAM and/or COG
profile annotations from complete archaeal genomes. Subsequently a graph partitioning method (MCL) was used to remove false positives. Hidden Markov model
(hmm) profiles were built for each family and used with hmmsearch (HMMER package) to identify homologues in annotated archaeal genomes retrieved from NCBI
(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome). In addition, to identify potential unannotated genes, we performed tblastn searches. Finally, the percentage of occurrence
of each ribonuclease family gene is computed for each taxonomic group (one strain per species) by taking into account the presence or absence of a candidate gene
in a genome, i.e. paralogues are counted only once. For each taxonomic group, if complete annotated genomes (cg) were available, these were used in the analysis,
otherwise incomplete genomes (ws) were used. For incomplete genomes (ws), the absence of a protein may be due to the fact that the genomes are partial. For
references and further details, see section ‘Archaeal ribonuclease families’.
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mosaic content of archaeal genomes, an enthusiastic debate is
taking place around the topology of the archaeal phylogenetic
tree and its connection to the eukaryal branch and questions
the veracity of our present picture of the tree of life (Eme et al.
2017; Levasseur et al. 2017; Van der Gulik, Hoff and Speijer
2017).
Archaeal RNA species and RNA biology-associated processes
which finely regulate gene expression appear to be mosaic, with
both eukaryal and bacterial features. A unique archaeal RNA
polymerase (RNAP) related to the eukaryal RNA polymerase II
(RNAPII) is in charge of transcribing all archaeal RNA classes
of which mRNAs share bacterial features with no eukaryotic
5′-end capping structure and generally no introns. To date, only
a single example of an intron within a gene encoding a CBF5
pseudouridine synthetase has been identified in some Crenar-
chaeota (Yokobori et al. 2009). In addition, archaeal pre-tRNAs
contain introns that occur in eukaryal nuclear tRNAs, and sev-
eral eukaryotic-like RNA-processing enzymes and RNA regula-
tory factors have been found to be encoded in archaeal genomes.
This includes the 3′-to-5′ exosome machinery, the eukaryotic-
like sets of ncRNAs namely C/D and H/ACA box small RNAs
(sRNAs) guiding 2′-O-ribose-methylation and pseudouridylation
modifications and tRNA intron-processing enzymes. However,
as in Bacteria, RNA transcription and translation are proposed
to be coupled in Archaea. In this mosaic context, pathways dic-
tating the biogenesis and the fate of archaeal RNAswait formost
of them to be precisely characterised.
This review condenses the state of our current knowledge
on associated players and pathways mediating maturation and
degradation of archaeal RNA species. This focus opens with
a comprehensive overview on the major protein families ac-
knowledged to date which are capable of degrading or bind-
ing RNA molecules. This includes a comprehensive study of
the taxonomic distribution of key ribonucleases setting the
functional status of each enzyme across the archaeal phy-
logeny. Subsequently, maturation pathways leading to func-
tional tRNAs, rRNAs, non-coding guide H/ACA and C/D box
sRNAs, clustered regularly interspaced short palindromic re-
peat RNAs (CRISPR or crRNAs) and novel emerging classes of
ncRNAs are described. Finally, a prospective on archaeal mRNA
turnover and quality control pathways is discussed to propose
mRNA-signalling pathways at regulating gene expression in
Archaea.
Archaeal ribonuclease families
Our purpose is to provide a panoramic view of archaeal en-
zymes and machines that cleave and degrade the various RNA
types in light of bacterial and eukaryotic systems to question
their significance. Since 2001, studies on bacterial and eukaryal
RNA-processing apparatuses have supplied the foundation
for the discovery of RNA-degrading enzymes implicated in
fundamental aspects of RNA processing in Archaea (see Koonin,
Wolf and Aravind 2001; Klug et al. 2007; Evguenieva-Hackenberg
and Klug 2009; de Koning et al. 2010; Clouet-d’Orval et al. 2015;
Phung, Bouvier and Clouet-d’Orval 2017 for review). The 10
archaeal RNase families highlighted in Tables 1A and 1B are
defined based on their bacterial and eukaryal counterparts
(Arraiano et al. 2013; Stoecklin and Mühlemann 2013) (Table 2).
We performed a phylogenomic search of members of each
family within archaeal genomes to highlight the occurrence of
these RNase families across the phylogeny of Archaea. This is
shown and described in Fig. 1.
Ubiquitous archaeal endoribonucleases
To date, archaeal endoribonucleolytic activities were shown to
be carried out by the universal RNase P and RNase Z families; the
ubiquitous EndA, Nob1, aPelota and aCPSF1 families sharedwith
Eukarya; and finally, the Cas6 family shared with Bacteria (Table
1A). Note that the aCPSF1 subfamily is described in the section
‘The universal β-CASP ribonuclease family’ together with other
members of the β-CASP family.
RNase P (EC 3.1.26.5) RNase P is a site-specific endoribonucle-
ase which catalyses the hydrolysis of the phosphodiester bond
at the junction between a 5′-end single-stranded and a double-
stranded region. This reaction requires Mg2+ ions for the attack
of the phosphorous atom in the scissile bond (Guerrier-Takada
et al. 1983). In all domains of life, RNase P is best known for its
role in removing the 5′-leaders of tRNA precursors (pre-tRNAs)
transcribed as mono- or polycistronic transcripts (Frank and
Pace 1998; Evans, Marquez and Pace 2006; Esakova and Krasil-
nikov 2010; Jarrous and Gopalan 2010; Lai et al. 2010b). How-
ever, RNase P is also involved in processing the precursor of 4.5S
RNA, the transfer-messenger RNA (tmRNA) and riboswitches in
bacteria, and of ncRNAs, such as intron-encoded box C/D small
nucleolar RNAs, in Eukarya (Esakova and Krasilnikov 2010; Alt-
man 2011). It has been proposed that this virtually ubiquitous
enzyme has independently originated at least twice in evolu-
tion with different architectures (Lechner et al. 2015). The most
ancient type of RNase P holoenzyme is a ribozyme-based RNP
complex assembled on a catalytic RNA subunit (RPR) (Guerrier-
Takada et al. 1983). This RNP complex adopts divergent scaf-
folds throughout the three domains of life (see Lai et al. 2010b;
Klemm et al. 2016; Samanta et al. 2016 for review). More recently,
protein-only RNase P enzymes were discovered in human mito-
chondria (PRORP) and in the bacterium Aquifex aeolicus (HARP),
highlighting a more intricate evolution of RNase P than pre-
viously thought (Hartmann and Hartmann 2003; Howard et al.
2013; Lechner et al. 2015; Klemm et al. 2016; Nickel et al. 2017). Us-
ing theHARPprotein sequence fromA. aeolicus,homologous pro-
teins could also be identified in archaeal genomes (Nickel et al.
2017). However tRNA-processing activity has not yet been shown
for these archaeal HARP proteins.
The diversity of RPRs and RPPs, composing RNase P in the
three domains of life, has been extensively reviewed (Gopalan
2007; Altman 2011; Howard et al. 2013; Klemm et al. 2016;
Samanta et al. 2016) (Table 2). Briefly, RPRs are structurally re-
lated and classified according to specific structural features im-
portant for catalysis and substrate recognition (Gopalan 2007).
In Archaea, three types of RPRs are now well defined: the ar-
chaeal A- and M-types characterised by two functional RNA do-
mains, the substrate-binding domain (S-domain) and the cat-
alytic domain (C-domain) (Fig. 2A); the newly identified T-type, a
shorter RPR only retaining the conventional C-domain but lack-
ing a recognisable S-domain, identified in Thermoproteaceae
and the related Crenarchaea Caldivirga maquilingensis and Vul-
canisaeta distributa (Lai et al. 2010a).
The A-type, related to the bacterial type but lacking the
P13/P14 and P18 regions, is the most common in the archaeal
phylogeny (Harris et al. 2001) (Figs 1 and 2A). The M-type
which is restricted to the Methanococci and Archaeoglobus
resembles the A-type without the P8 and P16 regions, the P6
pseudoknot and a loop in P15 (Pannucci et al. 1999; Gopalan
2007). While the archaeal A- and M-type RPRs contain all of the
elements required for substrate recognition and catalysis, with
biochemical properties similar to synthetic minimal bacterial
Downloaded from https://academic.oup.com/femsre/advance-article-abstract/doi/10.1093/femsre/fuy016/4978421
by SCD - Universite Toulouse III user
on 18 July 2018
4 FEMS Microbiology Reviews, 2018, Vol. 42, No. 0
Table 1A. Acknowledged archaeal endoribonuclease families.
Activity Family Name Organism PDB accession Reference
ENDO RNase P POP5/RPP30 P. horikoshii 2czv∗ Kawano et al. (2006)
T. kodakarensis 3wz0 Suematsu et al. (2015)
POP5 P. furiosus 2av5 Wilson et al. (2006)
RPP21/RPP29 P. horikoshii 2zae∗ Honda et al. (2008)
P. furiosus 2ki7 Xu et al. (2009)
RPP21 P. furiosus 2k3r Amero et al. (2008)
RPP29 M. thermautrophilus 1oqk Boomershine et al. (2003)
A. fulgidus 1pc0, 1ts9 Sidote and Hoffman (2003); Sidote,
Heideker and Hoffman (2004)
RPP38/L7Ae M .jannaschii 1xbi Suryadi et al. (2005)
P. abyssi 1pxw Charron et al. (2004a)
A. pernix 2fc3 Bhuiya et al. (2013)
P. horikoshii 2czw∗ Fukuhara et al. (2006)
EndA/ Sen α4 M. jannaschii 1a79∗ Li, Trotta and Abelson (1998)
α’2 A. fulgidus 1rlv∗/ 2gjw/
3p1y/ 1r0v
Li and Abelson (2000); Xue, Calvin and
Li (2006); Hirata, Kitajima and Hori (2011);
Zhang and Li (2004)
N. equitans 3iey Mitchell et al. (2009)
T. acidophilum 2ohc Kim et al. (2007)
α2β2 A. fulgidus 3p1z∗/ 3ajv Hirata, Kitajima and Hori (2011);
Okuda et al. (2011)
P. aerophilum 2zyz Yoshinari et al. (2009)
ε 2 ARMAN 4fz2∗ Hirata et al. (2012)
rnz aRNase Z P. abyssi model∗ (39% Id. elac1)
Pelota/ Dom34 aPelota T. acidophilum 2qi2∗ Lee et al. (2007)
A. pernix 3wxm Kobayashi et al. (2010)
A. fulgidus 3oby Lee et al. (2010)
P. furiosus 3j15 Becker et al. (2012)
PIN aNob1 P. horikoshii 2lcq∗ Veith et al. (2012)
RNase H HII A. fulgidus 1i39∗/ 3p83 Chapados et al. (2001); Bubeck et al. (2011)
M. jannaschii 1eke Lai et al. (2000)
Ferrodoxin like Cas6 P. furiosus 3pkm∗/ 3ufc Wang et al. (2011); Park et al. (2012)
S. solfataricus 3zfv Reeks et al. (2013)
β-CASP aCPSF1 P. horikoshii 3af6∗/ 3af5 Nishida et al. (2010)
M. mazei 2xr1 Mir-montazeri et al. (2011)
M. thermautotrophicus 2ycb Silva et al. (2011)
Structural models shown in Fig. 2 are indicated ∗.
Note that aCPSF1 has been classified in here but carries also a 5′-3′ exoribonucleolytic activity (see section ‘Archaeal ribonuclease families’).
Table 1B. Acknowledged archaeal exoribonuclease families.
Activity Family Name Organism PDB accession Reference
3′-5′ EXO PDX/RNase PH Exosome (Csl4) A. fulgidus 3m7n∗/3m85 Hartung et al. (2010)
Exosome (Rrp4) A. fulgidus 2ba0∗/2ba1 Büttner, Wenig and Hopfneret al. (2005)




Lorentzen et al. (2005, 2007); Lorentzen
and Conti (2012); Lu, Ding and Ke et al.
(2010); Lorentzen and Conti (2005)
P. abyssi 2po2/ 2pnz/2po0/
2po1
Navarro et al. (2008)
RNB/RNase II aRNase R H. volcanii model a∗ (28% Id. dis3l2)
M. concili model b∗ (28% Id. dis3l2/OB-fold)
M. conradii model c∗ (28% Id. dis3l2/ dsRBD)
5′-3′ EXO β-CASP aCPSF1b M. jannaschii model (32% Id. M. mazei aCPSF1)
aCPSF2 S. acidocaldarius model∗ (33% Id. M. mazei aCPSF1)
aRNase J M. psychrophilus 5haa/5hab∗ Zheng et al. (2017)
Structural models shown in Fig. 4 are indicated ∗.
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Table 2. Distribution of ribonuclease enzymes and subunits across the three domains of life.
Enzymes Bacteria Archaea Eukarya
RNaseP/RPR Type A Type A/M/T H1 RNA




EndA α / α’/ β/ ε Sen 2/15/34/54
RNase Z RNase Z aRNase Z RNase ZS/ RNase ZL
Pelota/Dom34 aPelota Pelota/Dom34
Nob1 aNob1 Nob1






RNase J-like RNase J aRNase J




RNase R-like RNase R aRNase Ra/Rb/Rc
CPSF73/CPSF100 heterodimer (cleavage and polyadenylation specific factor complex) involved in 3′end processing of eukaryal canonical and histone pre-mRNA
Int11/RC-68/ Int9/RC-74 (integrator complex) involved in 3′end processing of eukaryal pre-snRNA (see Dominski, Carpousis and Clouet-d’Orval 2013 for review)
Uncharacterised CPSF-like β-CASP are detected in bacteria; inactive subunit.
RPRs, they are structurally defective in the absence of protein
(Guerrier-Takada et al. 1983; Kikovska, Svärd andKirsebom2007).
Only A-type RPRs show residual in vitro endoribonucleolytic ac-
tivity (Pannucci et al. 1999; Gopalan 2007).
Interestingly, the catalytic RPR is associated to a single pro-
tein in Bacteria, at least five in Archaea and up to 10 in eukaryal
nuclei (Frank and Pace 1998; Evans, Marquez and Pace 2006; El-
lis and Brown 2009; Hartmann et al. 2009; Esakova and Krasil-
nikov 2010; Jarrous and Gopalan 2010; Lai et al. 2010b; Samanta
et al. 2016) (Tables 1A and 2, Fig. 2A). Although archaeal RNase P
RNAs are similar in both sequence and structure to those of Bac-
teria, all archaeal RNase P protein subunits are orthologous to
their cousins in eukaryotic RNase P (Hall and Brown 2001, 2002;
Samanta et al. 2016) (Table 2). Until recently, the A- and M-types
of archaeal RNase P were described as containing at least four
proteins (POP5, RPP21, RPP29 and RPP30) (Table 1A). A fifth part-
ner, RPP38, also known as 50S ribosomal protein L7Ae, was re-
cently shown to be associated with the RNA component of both
RNase P types (Fukuhara et al. 2006; Cho et al. 2010; Lai et al. 2014,
2017).
Over the years, structural studies and biochemical reconsti-
tutions of the RNase P subunits of Pyrococcus furiosus, P. horikoshii,
Methanothermobacter thermoautotrophicum, Methanocaldococcus
jannaschii and Methanococcus maripaludis have led to valuable
insights into protein-aided RNA catalysis showing that protein
content and divalent metal ions affect cleavage fidelity and cat-
alytic efficiency (Kouzuma et al. 2003; Tsai et al. 2006; Pulukkunat
and Gopalan 2008; Li, Willkomm and Hartmann 2009; Chen et al.
2010, 2011, 2012; Sinapah et al. 2011; Gao et al. 2017; Kimura 2017).
The dominant structural feature of the 11-kDa RPP29 sub-
unit is a sheet of six antiparallel β-strands, wrapped around
a core of conserved hydrophobic amino acids (Fig. 2A) (Sidote
and Hoffman 2003; Numata et al. 2004; Sidote, Heideker and
Hoffman 2004; Amero et al. 2008). The RPP21 subunit comprises
an N-terminal domain consisting of two long α-helices, and a
central linker and C-terminal domain (CTD) which folds into
a zinc ribbon domain forming an L-shaped structure (Fig. 2A)
(Kakuta et al. 2005; Amero et al. 2008). These two subunits form
a 30-kDa complex (RPP21 RPP29) (Honda et al. 2008; Xu et al.
2009) with enhanced substrate affinity (see Samanta et al. 2016;
Kimura 2017 for review).
Despite weak sequence similarities of POP5 and RPP30,
structural and footprinting studies revealed a heterotetrameric
POP5 RPP30 complex, in which a homodimer of POP5 sits be-
tween two RPP30 molecules and contacts the C-domains of the
RNA moiety by an hydrophobic interface (Kawano et al. 2006;
Tsai et al. 2006; Honda et al. 2010; Crowe et al. 2011) (Fig. 2A). The
POP5 RPP30 complex enhances the rate of RPR-catalysed self-
processing by about 100-fold (Pulukkunat and Gopalan 2008).
Finally, the RPP38/L7Ae protein family (see section‘Archaeal
small RNA-binding proteins’) is described to specifically recog-
nise a Kink-turn RNA structural motif (also named K-turn or
KT), a key architectural motif in RNA structure, characterised by
a three-nucleotide bulge flanked by a 5′ canonical helix and a
3′ non-canonical helix capped with two sheared non-canonical
G A base pairs in tandem that induces a tightly kinked struc-
ture with a twist (Huang and Lilley 2013, 2016) (see Lilley 2012;
for review) (Fig. 3A). A novel integrated approach supports the
formation of ‘double KT’modules in A- andM-type archaeal RPR
variantswhich are bound by the RPP38/L7Ae protein and are pre-
dicted to facilitate the functions of other RPPs (Lai et al. 2017)
(Fig. 2A). More specifically, it has been proposed that the forma-
tion of the K-turn in the C-domain of A-type RPR (KT1) could pro-
mote the interaction between the RPR and POP5 RPP30, while
the double KT in the S-domain of both A- and M-types (KT2
and KT3) may facilitate a long-range tertiary interaction re-
quired for proper binding of the pre-tRNA substrate (Lai et al.
2017).
Even though there is no atomic resolution structure of full ar-
chaeal RNase P enzymes available to date, a three-dimensional
(3D) model (not including RPP38/L7Ae) has been constructed
based on crystal structures of the individual protein sub-
units and of the RPP21 RPP29 and POP5 RPP30 binary com-
plexes (Kimura and Kakuta 2012). This proposed 3D model of
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Figure 2. Domain organisation and structure of archaeal endoribonucleases. Structure (PDB accession numbers) and corresponding model organism references are
reported in Table 1A and marked by an asterisk. When no structure was available (protein name tagged with an asterisk in figure), we used the Phyre2 server
(http://www.sbg.bio.ic.ac.uk/phyre2) to generate a 3D protein model. Domains correspond to Pfam annotation (Pfam database http://pfam.xfam.org/). Catalytic sites
are highlightedwith yellow areas. (A) Archaeal RNase P is composed of a RNAmoiety (ribonucleotide sequence shown in black), structured into two domains: a catalytic
domain (C-domain) and a structural domain (S-domain). The secondary structure folding of P. horikoshii A-type is represented with typical helical structure (P) num-
bering, and three Kink-turn motifs (KT). Specific sets of heterodimer (RPP21 RPP29) and heterotetramer (POP5 RPP30) protein subunits bind to the S- and C- domains,
respectively. In addition, the small RPP38/L7Ae protein binds to three Kink-turn motifs (KT1, KT2 and KT3) (see Fig. 3A). (B) Structure and domains of the four different
forms of EndA found across the archaeal phylogeny are shown. The α4-type is a homotetramer containing four active catalytic sites. Each α subunit is composed of
two Pfam domains (PF02778 ‘N-term’ and PF01974 ‘catalytic’, light and dark brown, respectively). The α2/β2-type heterotetramer is shown in dark pink. The α2-type is
a heterodimer composed of two units of fused α-types leaving only two active catalytic sites. Finally, the ε2-type is a version with two active catalytic sites composed
of a two units of fused α/β types. The archaeal EndAs recognise and cleave BHB motifs (see Fig. 3B). (C) Five other archaeal endoribonucleases, aPelota, RNase Z, Nob1,
RNase HII, Cas6, acting as monomers or dimers are shown. The RNase Z which is characterised by a β-lactamase domain interrupted by a small insertion has no
crystal structure reported to date. A Phyre2-built structural model of P. abyssi RNase Z shows that the flexible arm (light blue) protrudes from the classical β-lactamase
domain. Note that Cas6 protein sequences show limited sequence conservation with only two common motifs: the ferredoxin fold or RRM (RNA recognition motifs)
domains and a glycine-rich motif located at the C-terminus. The structure of P. abyssi Cas6 with an RNA fragment is shown.
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Figure 3. RNA structural motifs and small RNA binding proteins. (A) The structure of the Kink-turn motif with and without RPP38/L7Ae. Left panel: The Kink-turn
(K-turn) RNA consists of a canonical (grey squares) and a non-canonical (unfilled squares) RNA stem separated by a short asymmetric loop (circles) with a sharp
bend between the two stems. The internal loop contains a highly conserved flipped-out U (in blue circle) followed by a third non-Watson Crick base pair and the
non-canonical stem usually contains two tandem sheared GA base pairs (non-Watson Crick base pairing is in blue triangle) (Lescoute et al. 2005). Middle panel: The
Kink-loop (K-loop) is an RNA structural motif related to the K-turn with a single stem closed by a terminal loop (Nolivos, Carpousis and Clouet-d’Orval 2005). Both
RNA motifs are recognised by the L7Ae protein. Right panel: Ribbon structure representation of RPP8/L7Ae from P. horikoshii in complex with the K-turn of the SL12
RNA fragment (helix P12 of RPR) (PDB accession number:5DCV). The protein is represented by its ribbon diagram in purple and the RNA is drawn in black/grey stick
form. The RNA–protein interaction occurs primarily through nucleotides in the non-canonical stem (sheared GA pairs) and at the 3-nucleotide bulge (G-G-U) (Oshima
et al. 2016). (B) Bulge-Helix-Bulge RNA (BHB) motifs. Left panel: The canonical BHB motif or hBHBh’ comprises two three-nucleotide bulges (B) enclosing a central main
helix (H) of four base pairs. The bulges are flanked by shorter helices (h and h’) comprising at least two base pairs (Thompson and Daniels 1990; Marck and Grosjean
2003). Right panel: The relaxed versions of the BHB motif lack one of the flanking helices and one bulge and are accordingly referred to as hBH and hBh′ (Marck and
Grosjean 2003). Only the α2β2 and ε2 EndA forms can process relaxed BHB motifs (Tocchini-Valentini, Fruscoloni and Tocchini-Valentini 2005; Fujishima et al. 2011).
Grey squares are for Watson Crick base pairs and grey circles for single-stranded nucleotides. Scissors indicate the EndA cleavage sites within the bulges. (C) Structure
of the AF-Sm1 heptamer Sm-like protein. The top view of the ribbon representation of the Archaeoglobulus fulgidus Sm1 (AF-Sm1) is shown (PDB accession number
1I5L, Törö et al. 2001). For clarity, the monomers are drawn in a colour gradation from blue to violet. AF-Sm1 forms a seven-membered ring. It was shown that no
conformational changes are induced by binding of RNA to the interior of the heptamer (Törö et al. 2001).
P. horikoshii RNase P highlights that protein–RNA interactions in
archaeal RNase P could replace RNA–RNA contacts in bacterial
RNase P. This framework will assist further structural and func-
tional studies on archaeal, as well as eukaryotic, RNase P en-
zymes.
Interestingly, the taxonomic distribution of the RPP sub-
units and RPR types among the available archaeal sequenced
genomes (Fig. 1) confirmed a previous analysis showing that
genes coding for RPP21 are missing or are too divergent to be de-
tected in genomes encoding T-type RPRs that lack an S-domain
(Lai et al. 2010a). Further investigations are needed to elucidate
how RPP29 interacts with T-type RPRs in the absence of RPP21.
Collectively, the plasticity in the subunit composition and of T-
type RNase P in Thermoproteaceae highlights the rich evolution-
ary story of RNase Pwithin the archaeal domain (Lai et al. 2010b).
Furthermore, it is interesting to note that the only known or-
ganism without RNase P is the archaeon Nanoarchaeum equitans,
which belongs to the fast-evolving DPANN phylogenetic lineage
with extremely reduced genome sizes (Brochier et al. 2005; Rinke
et al. 2013), presumably because the pre-tRNAs in this organism
are transcribedwithout leader sequences (Randau, Schröder and
Söll 2008) (Fig. 1).
Previous observations, in agreement with our phylogenomic
analysis (Fig. 1), identified all five RPPs in one or more members
of Euryarchaeota, Crenarchaeota, Thaumarchaeota, Nanoar-
chaeota (except for N. equitans), Bathyarchaeota, Nanohaloar-
chaeota, Diapherotrites and Lokiarchaeota (Samanta et al.
2016). The RPP distribution in Thaumarchaeota is similar,
with POP5 and RPP30 missing in some genomes whereas
RPP21 homologues are absent in some Thermoproteales strains
(Thermoproteus uzoniensis, Pyrobaculum arsenaticum and V. dis-
tribute) as previously reported by Lai et al. (2010a). In addi-
tion, RPP30 homologues are not found in genomes from the Di-
aforachaea group. However, the occurrence of the other partners
suggests that these subunitsmay have diverged beyond the sen-
sitivity of the similarity searchmethods. This is supported by the
observation that RPP30 is less conserved than the other RNase
P subunits (Samanta et al. 2016). Last of all, it has also been pro-
posed that these RPPs arose early in archaeal phylogeny and that
putative ancestral archaeal RPP genomic loci include genes en-
coding other core cellular machineries including open reading
frames for several ribosomal, exosomal and proteasomal pro-
teins (Samanta et al. 2016).
The splicing endonuclease EndA (EC 3.1.27.9 transferred to
EC 4.6.1.16) The archaeal RNA-splicing endonuclease, termed
EndA, is a multimeric enzyme with variable subunit composi-
tions (Fig. 2B, Table 1A) that recognises a specific RNA struc-
tural motif named Bulge-Helix-Bulge (BHB) which consists in
its canonical form of a four-base-pair central helix flanked by
two juxtaposed three-nucleotide bulges in a helical context
with at least two adjacent base pairs (Fig. 3B) (Thompson and
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Daniels 1990; Marck and Grosjean 2003). Asymmetric endori-
bonucleolytic cleavages occur within the bulges producing two
RNA molecules bearing a 3′-end 2’, 3′-cyclic phosphate and a 5′-
end hydroxyl group. EndA is strictly conserved among the ar-
chaeal phylogeny (Fig. 1) and catalyses critical steps of tRNA and
rRNA processing (described in section ‘Processing pathways of
archaeal ncRNAs’).
Overall, archaeal EndA enzymes, classified upon their
subunit composition, present the same structure (Fig. 2B),
suggesting an accommodation over time to diverse canonical
and non-canonical BHB splicingmotif substrates (Fig. 3B) (Marck
and Grosjean 2003). Their different quaternary structures that
may coincide with the diversity of substrates observed within
different archaeal groups could have arisen by gene duplication
and subsequent subfunctionalisation (Tocchini-Valentini, Fr-
uscoloni and Tocchini-Valentini 2005). The homotetrameric α4
form (Fig. 2B) with potentially four active catalytic sites is pre-
dominantly found in Euryarchaea (Fig. 1) but also, interestingly,
in the recently discovered Asgard group described to be closely
branched to Eukarya (Zaremba-Niedzwiedzka et al. 2017). In
contrast, the homodimeric (α2) form, predominantly found in
Euryarchaeota, and the heterotetrameric (α2ß2) configuration,
present mostly in Crenarchaeota and only exceptionally in
Nanoarchaeota or the euryarchaeon Methanopyrus kandleri
(Calvin and Li 2008), possess only two active catalytic sites
(Fig. 2B). Briefly, the α2 homodimeric or α4 homotetrameric
forms are only capable of processing canonical BHB motifs
(Lykke-Andersen and Garrett 1997; Li, Trotta and Abelson 1998;
Li and Abelson 2000) (Fig. 3B), while the α2ß2 heterotetrameric
variant in addition can bind and process non-canonical BHB
motifs (Fig. 3B). A fourth type of splicing endonuclease, the ε2
homodimer, with a similarly relaxed substrate recognition
was described in the deeply branching Archaea ARMAN-1 and
ARMAN-2 (Fujishima et al. 2011; Hirata et al. 2012) (Fig. 1).
Finally, comparative sequence analysis of the subunits re-
vealed strong similarity with two protein subunits, Sen34p and
Sen2p, of the eukaryal heterotetrameric tRNA splicing endonu-
clease suggesting an ancient origin of EndA splicing enzymes
before the emergence of Eukarya (Trotta et al. 1997; Hirata et al.
2012) (see Lopes et al. 2015 for review) (Table 2).
aRNase Z (EC 3.1.26.11) From respective sequence similarities,
the RNase Z enzymes were classified as belonging to the fam-
ily of metal-dependent β-lactamases (Aravind 1999) (Table 2).
RNase Z homologues are present in organisms of all three do-
mains of life (Späth et al. 2008) and ubiquitously in archaeal
genomes with the exception of Nanopusillus acidilobi 605887
(Fig. 1). RNase Z exists in two forms: a short form (250–350 aa)
present in all domains of life and a long form (750–900 aa) re-
stricted to Eukarya that probably arose from a gene duplica-
tion event (Vogel et al. 2005; Ma et al. 2017). Being a metallo-
β-lactamase, RNase Z enzymes exhibit the characteristic αβ/βα
fold of sandwiched β-sheets and in the catalytic centre the char-
acteristic histidinemotif (HxHxDH) and additional histidine and
aspartate residues (Fig. 2C, Table 1A) (Aravind 1999; Ishii et al.
2005, 2007; Li de la Sierra-Gallay, Pellegrini and Condon 2005). In
addition, RNase Z has a flexible arm (coined the exosite) that is
inserted between the N- and C-terminal halves and protrudes
from the protein body (Ishii et al. 2007). Crystal structures of ar-
chaeal RNase Z have not yet been resolved; a model is shown in
Fig. 2C. The short RNase Z dimer binds the pre-tRNA with one
monomer by clamping the exosite onto the tRNA elbow by hy-
drogen bonds to the backbone of mainly the T-arm and acceptor
stem (Ishii et al. 2005; Li de la Sierra-Gallay et al. 2006; Zhang and
Ferré-D’Amaré 2016). Structures resembling these two stacked
helices are in fact the minimal substrate of most RNase Z en-
zymes with the exception of the Haloferax volcanii RNase Z that
also requires the D-arm (Schierling et al. 2002; Schiffer, Rösch
and Marchfelder 2002; Ishii et al. 2005). Catalysis that depends
on the coordination of Zn2+ ions generates a tRNA with a 3′-end
hydroxyl group (Späth, Canino and Marchfelder 2007). For the
M. jannaschii, P. furiosus, H. volcanii, P. aerophilum and Thermo-
plasma acidophilum RNase Z enzymes, an in vitro tRNA-processing
activity was sought (Schierling et al. 2002; Schiffer, Rösch and
Marchfelder 2003; Hölzle et al. 2008; Späth et al. 2008). These en-
zymes show only small differences in their biochemical require-
ments, in the cleavage site position and in substrate specificity.
It is interesting to note that for RNase Z of H. volcanii a high-salt
concentration inhibits its activity, contrasting to the organism’s
halophilic life style (Späth et al. 2008).While thematuration state
of the pre-tRNA influences the processing activity of RNase Z,
the outcome is species and tRNA specific. Intron-containing pre-
cursors and substrates with a long 5′-leader are not processed
by H. volcanii RNase Z but can be cleaved by P. furiosus RNase
Z (Späth et al. 2008). The presence of a CCA in the 3′-trailer in-
hibits cleavage by T. acidophilum RNase Z but does not influence
P. aerophilum and M. jannaschii RNase Z activities (Schiffer, Rösch
and Marchfelder 2003; Späth et al. 2008).
aNob1 (EC 3.1.) Several archaeal homologues of eukaryotic
ribosome assembly factors have been identified and are valued
as models for functional and structural studies (Veith et al.
2012; Hellmich et al. 2013). This is the case for the eukary-
otic endoribonuclease Nob1 (Table 2). Nob1 of P. horikoshii
(Pho) efficiently cleaves RNA substrates encompassing a D-
site, in vitro in a manganese-dependent manner. In addition,
the structure of Pho-Nob1, solved by nuclear magnetic res-
onance spectroscopy, revealed the presence of a PIN (PilT
N-terminus) domain typical of many nucleases and of a zinc
ribbon domain (Table 1A). These two domains are structurally
connected by a flexible linker (Fig. 2C) (Veith et al. 2012).
However, Pho-Nob1 lacks a large insertion in the PIN domain
and a long C-terminal tail that are both typical of eukary-
otic Nob1 (Veith et al. 2012). Further studies showed that the
structure and function of Nob1 are conserved in all the major
branches of Archaea with the exception of Korarchaea and
some DPANN with incomplete genomes (Fig. 1). Nevertheless,
it should be noted that shorter CTDs are observed in some
Crenarchaeota such as certain Thermoproteales (13 out of 17
genomes), the Acidilobales (2/2), the Fervidicoccales (1/1) and
some Desulfirococcales (3/15).
RNase HII (EC 3.1.26.4) RNA-primed replication intermediates
in archaeal cells are similar to those formed during eukary-
otic DNA replication (Kochiwa, Tomita and Kanai 2007). RNase
H enzymes play a crucial role in DNA replication by remov-
ing the RNA primer of Okazaki fragments, and in DNA repair
by removing the occasional single ribonucleotides incorporated
in the DNA (see Tadokoro and Kanaya 2009 for review). It was
recently shown that initiation of the misincorporated ribonu-
cleotide repair pathway in Archaea relies on RNase HII (Heider
et al. 2017). The RNase HII gene is conserved in all complete ar-
chaeal genomes with the exceptions of Nitrosopumilus sediminis
and N. koreensis AR1 (Fig. 1, Table 1A). The RNase HI genes have
a lower occurrence and a discontinuous distribution (Kochiwa,
Tomita and Kanai 2007). This result is consistent with an essen-
tial and non-overlapping function of the RNase HII in archaeal
genomes.
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RNase H enzymes which cleave the P-O 3′-bond of the RNA
strand embedded in RNA/DNA hybrid substrates with a two-
metal-ion catalysis mechanism vary greatly in domain struc-
tures and substrate specificities (see Tadokoro and Kanaya 2009
for review) (Fig. 2C). RNase H from Bacteria and Archaea have
been classified into type 1 RNase H (RNase HI) and type 2 RNase
H (RNaseHII) based on differences in their amino acid sequences
(Kochiwa, Tomita and Kanai 2007) (Table 2). The structures ofM.
jannaschii (Lai et al. 2000), Thermococcus kodakarensis (Muroya et al.
2001) and Archaeoglobus fulgidus (Bubeck et al. 2011) share a main
chain fold, termed the RNase H-fold, and steric configurations
of the four acidic active-site residues (Fig. 2C). In addition, it has
been reported that the 3D structure of RNase H is similar to that
of the PIWI domain of the P. furiosus argonaute-like (Ago) protein
suggesting an evolutionary relantionship between the RNAse H
and the Ago proteins in prokaryotes. Interestingly, in the pres-
ence of Mn2+ ions, Pf RNAse HII digests RNA–RNA duplexes (Ki-
tamura et al. 2010).
aPelota (EC 3.1.) Drosophila melanogaster Pelota and Saccharomyces
cerevisiae DOM34, initially identified as important proteins for
meiotic cell division, were recently shown to be key players
in the no-go decay (NGD) surveillance pathway by which
mRNAs containing stalled ribosomes are degraded by endori-
bonucleolytic cleavage (see Simms, Thomas and Zaher 2017
for a review). Pelota-like proteins (or aPelota), homologues of
eukaryal Pelota, were also identified in archaeal genomes (Table
1A). The protein aPelota from Sulfolobus solfataricus shares about
20% identity with its eukaryal counterparts (Ragan et al. 1996)
(Table 2) and is widely conserved in Archaea (Atkinson, Baldauf
and Hauryliuk 2008) (Fig. 1). Recently, the crystal structures of
archaeal Pelota proteins from T. acidophilum,A. fulgidus and S. sol-
fataricus revealed three structural domains (Lee et al. 2007, 2010).
The central andCTDs (Fig. 2C) share similaritieswith the eukary-
otic translational release factor eRF1, while the N-terminal do-
main has a weak similarity with RNA-binding Sm-fold proteins
(described in section ‘Archaeal small RNA-binding proteins’)
(Fig. 3C). In addition, these structural studies reported an inter-
domain structural plasticity of aPelota proteins suggesting that
large conformational changes are essential for their functions
(Lee et al. 2010). It was shown that aPelota from T. acidophilum
has a ribonucleolytic activity (Lee et al. 2007). In addition, the
archaeal translational elongation factor EF1α binds to archaeal
RF1 and aPelota in a GTP-dependent manner (Kobayashi et al.
2010; Kobayashi, Ishitani and Nureki 2013). It was proposed that
a positively charged patch of aPelota domain 1 interacts with
the decoding centre of the ribosome to specifically recognise
the empty site A of the stalled ribosome and thereby induce the
destabilisation of the ribosome (Kobayashi et al. 2010; Becker
et al. 2012; Kobayashi, Ishitani and Nureki 2013).
Cas6 The CRISPR-Cas defence mechanism involves repeat-
associated mysterious proteins (RAMPs) that are classified into
three large groups: Cas5, Cas6 and Cas7. These proteins form
large RNP complexes together with CRISPR RNA (crRNA) ded-
icated to the destruction of invading DNA or RNA (Makarova
et al. 2011, 2015). In type I and type III systems, the Cas6 pro-
tein processes the crRNA precursor into crRNAs of about 70–80
nucleotides length with a 5′-hydroxyl and a 3′- or cyclic 2′-3′-
phosphate group (Hale et al. 2008, 2009; Makarova et al. 2015) (see
Charpentier, van der Oost and White 2013 for review). Note that
in type I-C systems, this reaction is catalysed by Cas5d (Garside
et al. 2012; Nam et al. 2012).
Cas6 protein sequences show limited conservation with only
two common motifs: the ferrodoxin fold or RRM (RNA recog-
nition motifs) domains and a glycine-rich motif located at the
C-terminus (Table 1A, Fig. 2C). Cas6 is a metal-independent nu-
clease and the predicted active site of the enzyme shows simi-
larities to the active site of the archaeal EndA endoribonuclease.
Interestingly, the nature of amino acids located in the active site
differs in the Cas6 proteins from the different subtypes. Some
Cas6 proteins act as homodimers, whereas others are active as
monomers. Several Cas6 crystal structures have been obtained
and reveal conserved structural features (see Hochstrasser and
Doudna 2015 for a review). Cas6 enzymes contain two RAMP
domains that form RRM folds. The C-terminal RRM fold con-
sists of a glycine-rich loop (G-loop), a groove-binding element
and a β-hairpin. The G-loop binds and stabilises the RNA sub-
strate, the groove-binding element interacts with major groove
of the RNA structure and the β-hairpin is important for posi-
tioning the scissile phosphate. In the cleavage reaction, Cas6 in-
teracts with the 5′-region of the CRISPR repeat and cleaves at a
specific site within the 3′-region. Substrate recognition of some
of the Cas6 proteins evolved together with the CRISPR-repeat se-
quence, and certain Cas6 proteins can only recognise specific re-
peat sequences. Depending on the ability of the repeat sequence
to form stem-loops, Cas6 proteins either interact with a pre-
formed stable stem-loop structure or fold an unstructured RNA
into a stem-loop structure for their cleavage (see Charpentier,
van der Oost and White 2013 for a review).
Most prevalent archaeal 3′-to-5′ exoribonucleases
3′-end-RNA trimming activities are critical in all three domains
of life. InArchaea, this activity is carried out by two types of 3′-to-
5′ exoribonucleases (Table 1B). The archaeal exosome machin-
ery, homologous to the eukaryotic exosome, is commonly found
in Archaea. In contrast, the archaeal RNase R-like enzyme, ho-
mologous to the bacterial RNase R, is only sporadically encoun-
tered (Fig. 1, Table 2).
aExosome (EC 3.1.13.1) More than a decade ago, the detection of
an operon encoding homologues of Rrp4, Rrp41 and Rrp42, eu-
karyal rRNA-processing proteins that form the core of the eu-
karyal exosome, in most archaeal genomes strongly suggested
the existence of a conserved archaeal 3′-end RNA-degradingma-
chinery (Koonin, Wolf and Aravind 2001) (Table 2). The complete
set of exosome protein subunits is conserved in most archaeal
genomes with the exception of species from Methanococci,
Methanomicrobiales, Haloferacales and Halobacteriales (Fig. 1)
(Evguenieva-Hackenberg et al. 2014). Many studies using differ-
ent archaeal model organisms, in particular Sulfolobales and
Pyrococcales, allowed a thorough characterisation of the ar-
chaeal exosome by determining its structures and in vitro en-
zymatic activities (see Hartung and Hopfner 2009; Chlebowski
et al. 2013; Evguenieva-Hackenberg et al. 2014 for recent reviews).
Briefly, the archaeal exosome (aExosome), commonly composed
of a nine-subunit core, appears as heterogeneous complexes
(Fig. 4A). Consistently, three Rrp41 and Rrp42 subunits, belong-
ing to the PH RNase family, form a hexameric barrel-like struc-
ture with a narrow RNA entrance pore to which a variable het-
erotrimeric RNA-binding cap of Rrp4 and/or Csl4 subunits is
tightly bound (Evguenieva-Hackenberg et al. 2003; Ramos et al.
2006; Witharana et al. 2012) (Table 1B). In this context, the Rrp4
subunit confers strong poly(A) specificity to the exosome while
Csl4 allows the binding of a aDnaG subunit to the exosome
(Witharana et al. 2012; Hou, Klug and Evguenieva-Hackenberg
2013). These cap RNA-binding subunits harbour different types
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Figure 4. Domain organisation and structure of archaeal exoribonuclease and β-CASP ribonuclease families. Structure (PDB accession numbers) and corresponding
model organism references are reported in Table 1B and marked by an asterisk. Domains correspond to Pfam annotation (Pfam database http://pfam.xfam.org/).
Catalytic sites are highlighted with yellow areas. (A) Structures and domains of the archaeal 3′-to-5′ exoribonucleases are shown. Upper panel: archaeal exosomes
are usually formed by the association of three modules composed of two subunits Rrp41 and Rrp42 of the PDX protein (only Rrp41 is active). Two different archaeal
exosome structures are shown, one with a cap formed by three Csl4 subunits and the other by three Rrp4 subunits. Lower panel: Phyre2-built structural models of
the three different forms (annotated a to c) of archaeal RNase R are displayed. The a form (RNase Ra) is restricted to the RNB domain and the b and c forms (RNaseb
and RNasec) display 3′-extension RNA binding domains. (B) Structures and domains of the major types of β-CASP ribonucleases are displayed. Only the structures of
aCPSF1 and aRNase J have been resolved. Phyre2-built structural model for S. acidocaldarius aCPSF2 is shown. aCPSF1 is a unique β-CASP ribonuclease carrying 5′-to-3′
exo- and endoribonucleolytic activities with a single catalytic site and composed of a β-lactamase/ β-CASP core and an N-terminal extension with two KH motifs. In
contrast, aCPSF2 and aRNase J are restricted to the β-lactamase/ β-CASP core and carry only a 5′-to-3′ exoribonucleolytic activity.
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of RNA-binding domains (S1-domain, KH-motif and Zn-ribbon)
(Fig. 4A). Three active sites in the lumen of the barrel structure
carried by the Rrp41 subunits are responsible for the phospho-
rolytic catalysis of single-stranded RNA from the 3′-end and the
release of nucleoside 5′-diphosphates (NDPs) (Lorentzen et al.
2005, 2007; Hartung et al. 2010). The aExosome is also able to
perform the reverse reaction by using NDPs to synthetise het-
eropolymers, such as adenine-rich tails, at the 3′-end of RNAs
(Portnoy et al. 2005). The 3′-to-5′ exoribonucleolytic and RNA-
tailing activities can bemodulatedwith Pi concentration and de-
pend on the ATP:ADP ratio.(Evguenieva-Hackenberg et al. 2008).
Despite recent advances in dissecting the aExosome compo-
sition and activities through in vitro structural and biochemi-
cal studies, its contribution in specific biological pathways re-
mains unknown, especially in RNA maturation and RNA decay
mechanisms. First clues may come from observations show-
ing an interaction with the splicing enzyme EndA in M. ther-
mautotrophicus (Farhoud et al. 2005), the S1-domain of the RNA-
binding protein TK2227 in T. kodakarensis (Li et al. 2010) and
the translational elongation factor EF1α in S. solfataricus (With-
arana et al. 2012). Moreover, the heterogeneity of the exoso-
mal complexes and its localisation at the cell periphery as ob-
served in S. solfataricus may reflect a multilayered regulation of
its 3′-tailing or degradation activities upon substrate recognition
(Witharana et al. 2012).
The physiological relevance of the composite RNA-binding
cap in mechanisms of substrate selection is still lacking. Its
understanding may come from the analysis of archaeal exo-
somes from species in which the set of subunits is incomplete.
It will be interesting to understand how aDnaG is recruited in
Diaforarchaea species in which the Cls4 subunit appear to be
absent. Nevertheless, it should be noted that Csl4 is encoded
in a separate operon to Rrp4, Rrp41 and Rrp42 which precludes
the identification of potentially highly divergent copies in those
genomes. In addition, monitoring how the absence of the Rrp4
subunit in Asgard genomes impacts aExosome activity may
help identifying the specific functions of each cap subunit. Fi-
nally, the absence of the core subunit Rrp42 in some DPANN
may suggest a different aExosome composition in these strains
(Fig. 1).
Interestingly, in species from the Methanomicrobiales,
Haloferacales and Halobacteriales group, the absence of the ex-
osome seems to be compensated by the presence of other 3′-to-
5′ exoribonucleases, namely RNase R-like enzymes (see below,
Fig. 1). However, in the case of the Methanococci group, no en-
zyme with an equivalent activity could be detected suggesting
that in these strains, a 3′-to-5′ exoribonucleolytic activity may
not exist and may be compensated by other endo- or 5′-to-3′ ri-
bonucleolytic machineries (Clouet-d’Orval et al. 2015).
aRNase R (EC 3.1.13.1) As mentioned above, in some cases, the
3′-to-5′ exoribonucleolytic activity of an archaeal cell is not
dictated by an exosome complex but instead by a bacterial-like
RNase R enzyme (Portnoy and Schuster 2006) (Figs 1 and 4A,
Table 2). This is the case for halophiles and methanococcales in
which the operon encoding the exosomal subunits is missing
(Fig. 1). Briefly, RNase R-like enzymes which are characterised
by an RNB domain with a unique αβ-fold are part of the RNase
II/RNB family present in the three domains of life (Fig. 4A,
Table 2). It is now well established that bacterial RNase R
encoded by the rnr gene and composed of the RNB domain
flanked by RNA-binding domains is able to degrade structured
RNAs from their 3′-ends to their 5′-ends to perform important
functions in the cell from RNA quality control to virulence (for
a review, see Arraiano et al. 2013). Most knowledge on archaeal
RNase R (aRNase R) comes from in vitro biochemical studies
carried out with that from H. volcanii in which the rnr gene has
been shown to be essential (Portnoy and Schuster 2006; Matos
et al. 2012).
Interestingly, our searches for RNase R-like members in ar-
chaeal genomes identified at least three types of domain or-
ganisation (arbitrarily named a, b and c here) with none re-
sembling the bacterial enzyme (Figs 1 and 4A and Table 1B). In
the halophile group, aRNase Ra is restricted to the RNB domain
with no extra RNA-binding domain. In contrast, two other forms,
RNase Rb and RNase Rc, found in some methanococcales, con-
tain an extra CTD with RNA-binding properties (Fig. 4A). These
different forms of aRNase R have certainly resulted from hori-
zontal gene transfer (HGT) from bacterial genomes. More specif-
ically, we used the archaeal proteins annotated as RNase R as
a query to search the NCBI non-redundant bacterial database
with blastp. The 200 best hits were retrieved and aligned with
the archaeal sequences (mafft program) and the sequence re-
dundancies were removed with Jalview (98% identity thresh-
old). A phylogenetic tree, computed with PhyML, revealed that
archaeal sequences were dispersed as several clusters in the
bacterial tree, suggesting multiple independent HGTs from bac-
terial to archaeal genomes. RNaseRa homologues are found in
all analysed Haloferacale and Halobacteriale strains (Fig. 1). All
sequences are clustered in a subtree connected to the bacte-
rial sequences with a long branch. This pattern is in agree-
ment with the presence of an RNaseRa homologue in the last
common ancestor of Haloferacales and Halobacteriales. This
ancestral gene was probably acquired by lateral gene trans-
fer from Bacteria to Archaea. Furthermore,three RNase Rb ho-
mologue groups (Methanomicrobiales strains,Methanosaeta con-
cilii GP6, Methanocella paludicola SANAE, Methanocella arvoryzae
MRE50) are observed (Fig. 1). This is in agreement with three
independent HGT events from bacterial strains. Finally, the
RNase Rc homologues are found in one subtree that includes
one sequence from Methanocellale strain (Methanocella con-
radii HZ254) and sequences from Methanosarcinale strains
(Fig. 1). The location of the M. conradii sequence as an outgroup
may indicate an initial HGT from Bacteria to Archaea followed
by a second HGT between Archaea. However, more data are
required to confirm the evolutionary origin of archaeal aRNase R
homologues and to understand how they work in RNA process-
ing and RNA decay, and whether they recruit other specific or
common factors.
The universal β-CASP ribonuclease family
In the last few years, a prevalent family of enzymes, namely the
β-CASP ribonucleases, has emerged as central in providing addi-
tional ribonucleolytic activities in archaeal cells (for a review, see
Clouet-d’Orval et al. 2015) (Tables 1A and 1B). Briefly, members of
the β-CASP ribonuclease family are ofmajor importance in RNA-
processing and RNA decay pathways in Eukarya and Bacteria
(for a review, see Dominski, Carpousis and Clouet-d’Orval 2013)
(Table 2). Typically, β-CASP members harbour a β-lactamase do-
main, composed of a four-layered αβ/βα architecture, in which
a so-called β-CASP domain is inserted (Fig. 4B). Several crys-
tal structures of bacterial, eukaryal and archaeal members have
reported an identical structural bipartite topology with a cat-
alytic site formed at the interface of the two domains and involv-
ing conserved histidine and aspartic acid residues that coordi-
nate two Zn2+ ions. Importantly, β-CASP ribonucleases have the
propensity to carry dual, 5′-to-3′ exo- and endo-ribonucleolytic
activities with a single active site (Li de la Sierra-Gallay
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et al. 2008; Dorléans et al. 2011; Newman et al. 2011). Archaeal
β-CASP members have been identified by in-depth phyloge-
nomic analyses that revealed three major archaeal β-CASP clus-
ters designated aCPSF1, aCPSF2 and aRNase J, based upon their
close relationship to either bacterial RNase J or eukaryal CPSF73
(cleavage polyadenylation specific factor) (Dominski, Carpousis
and Clouet-d’Orval 2013; Phung et al. 2013; Clouet-d’Orval et al.
2015) (Table 2 and Table 1A). Interestingly, the congruence of
phylogenetic trees based on aCPSF1, aCPSF2 and aRNase J se-
quences and a set of concatenated conserved protein sequences
reflecting the evolution of the Archaea showed that the three
major archaeal β-CASP clusters have been inherited vertically
(Clouet-d’Orval et al. 2010; Phung et al. 2013). This indicates that
β-CASP ribonucleases are ancient enzymes that existed in the
last universal common ancestor before the separation of the ac-
tual three domains of life. Features of each β-CASP ribonucleases
clusters are briefly introduced below.
aCPSF1 (CPSF73, EC 3.1.4.1) Members belonging to the aCPSF1
cluster typically contain, in addition to the β-CASP/β-lactamase
core domains, a supplementary N-terminal domain composed
of two consecutive tandem KH motifs. Three crystal struc-
tures of aCPSF1 from P. horikoshii, Methanosarcina mazei and M.
thermautotrophicus show a tripartite architecture with the KH-
domains link to the central core via a long helical linker and
two molecules per asymmetric unit (Nishida et al. 2010; Mir-
Montazeri et al. 2011; Silva et al. 2011) (Fig. 4B, Table 1A). It
was shown that P. abyssi aCPSF1 is dimeric in solution with a
highly conserved short C-terminal segment serving as interface
(Phung et al. 2013) (see Dominski, Carpousis and Clouet-d’Orval
2013; Clouet-d’Orval et al. 2015 for reviews). The in vitro enzy-
matic activity of thermococcales and methanococcales aCPSF1
revealed a dual activity with an endoribonucleolytic activity at
single-stranded CA site and a 5′-to-3′ exoribonucleolytic activ-
ity restricted to 5′-monophosphorylated RNA substrates (Levy
et al. 2011; Phung et al. 2013). These activities are compara-
ble to those displayed by the eukaryal CPSF73 (see Dominski,
Carpousis and Clouet-d’Orval 2013 for review). Remarkably, an
aCPSF1 member is encoded in each single archaeal genome
(Fig. 1). Together, these observations suggest that the dual ac-
tivities of aCPSF1 are at the centre of critical and conserved
metabolic pathways important for the archaeal cell physiolo-
gies which remain to be determined. In addition, a small group
of β-CASP proteins, aCPSF1b, closely related to aCPSF1 but lack-
ing the N-terminal extension (Phung et al. 2013), is restricted to
the Methanococci group in which no 3′-to-5′ exoribonucleolytic
machineries could be detected by homology searches (Fig. 1).
A distantly related sequence is also present in Korarchaeum
cryptofilum OPF8.
aCPSF2 (CPSF73, EC 3.1.4.1) The aCPSF2 group was identified
as a cluster of less conserved sequences compared to the
aCPSF1 cluster (Phung et al. 2013; Clouet-d’Orval et al. 2015)
(Table 1B, Fig. 4B). Members of this group, consistently found
in the TACK/Proteaoarchaeota and more sporadically in Eu-
ryarchaeota, are architecturally restricted to the β-CASP/β-
lactamase core domains except for the S. solfataricus member
which possess an N-terminal extension (for reviews, see Domin-
ski, Carpousis and Clouet-d’Orval 2013; Clouet-d’Orval et al.
2015). To date, no aCPSF2 structures have been reported (amodel
is shown in Fig. 4B), and curiously enough, the 5′-to-3′ ribonucle-
olytic activity detected in vitro for Sulfolobalesmembers requires
Mg2+ ions in contrast to other β-CASP ribonucleases (Levy et al.
2011). In S. acidocaldarius, the gene encoding aCPSF2 is not es-
sential and its deletion is not associated with a modification of
the growth rate (Märtens et al. 2013), meaning that, in these con-
ditions, the exoribonuclease aCPSF2 does not affect the overall
cellular metabolism.
aRNase J (EC 3.1.13.B1) More than a decade ago, homologues
of bacterial RNase J were proposed to be encoded in archaeal
genomes (Even et al. 2005). It is now clear that archaeal RNase
J (aRNase J) exists throughout most Euryarchaea with the ex-
ception of the Diafoarchaea and Archeoglobi groups (Fig. 1,
Table 1B). In contrast to bacterial RNase J proteins which har-
bour a CTD, aRNase J enzymes are restricted to the β-CASP/β-
lactamase core domains (Fig. 4B) (Clouet-d’Orval et al. 2010). An
aRNase J 5′-to-3′ exoribonucleolytic activity was first identified
for recombinant proteins from Thermococci and Methanococci.
In vitro, these enzymes show a high processivity, no detectable
endoribonucleolytic activity under the conditions tested and
a greatly reduced activity in degrading RNA substrates with
5′-triphosphate ends (Clouet-d’Orval et al. 2010; Levy et al.
2011). Recently, the first RNA-free and RNA-bound structures of
aRNase J from Methanolobus psychrophilus provided detailed
mechanistic insights. Furthermore, the unique conserved ar-
chaeal loops I and II were found to be involved in the in
vitro ribonucleolytic activity and in RNA interaction of aRNase
J (Clouet-d’Orval et al. 2010; Zheng et al. 2017). Finally, dis-
tinct dimerisation/tetramerisation patterns were observed for
archaeal and bacterial RNase Js (Zheng et al. 2017).
In conclusion, the roles of archaeal β-CASP ribonucleases in
specific biological mRNA decay and RNA quality control mecha-
nisms remain to be elucidated. The challenge will be to iden-
tify how β-CASP ribonucleases are specifically recruited and
if they are part of multiprotein complexes as are their bac-
terial and eukaryal counterparts. The expected outcome will
clarify the roles in archaeal cell physiology of 5′-to-3′ exo- and
endo-ribonucleolytic activities carried by this conserved enzyme
family.
Archaeal sRNA-binding proteins
In RNA biology processes, the RNA-associated proteins of the
Sm/Hfq and ribosomal L7Ae superfamilies, sometimes called
RNA chaperones, have an important role in RNP complex as-
sembly and have emerged as key players in myriad of RNA-
processing pathways in Eukarya and Bacteria.
Archaeal Sm-like proteins
Members of the Sm-like/Hfq proteins form a superfamily of
RNA-binding proteins of ancient related origin (Mura et al. 2013).
They contain a common bipartite sequence, known as the Sm-
domain, consisting of two Sm motifs connected by a region
of variable length and motif. And while the proteins do not
show a high similarity at the primary structure level, they share
a tertiary structure and a multimeric quaternary architecture
that supports interactionswith partnermolecules. Another con-
served characteristic of the Sm and Sm-like proteins is their
preference for single-stranded uracil-rich RNAs. The ubiquitous
eukaryal Sm proteins and their Sm-like paralogues (>18 par-
alogues) are molecular scaffolds for the assembly of RNP com-
plexes. Theywere first identified in spliceosomal RNP complexes
where they associate with uridine-rich small nuclear RNAs. Hfq,
the bacterial branch of the Sm superfamily, was discovered 50
years ago as a host replication factor for the bacteriophage Qβ
(Franze de Fernandez, Eoyang and August 1968). In many bacte-
rial organisms, Hfq is perceived primarily as the core component
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of a global post-transcriptional network involving small regula-
tory RNAs (Nielsen et al. 2007). It is now proposed that homo-
logues exist in the three domains of life and several recent stud-
ies try to overcome the gaps in our knowledge on the relevance
of this RNA-associated protein family in Archaea.
Archaeal Sm-like/Hfq superfamily proteins were also de-
tected by database searches (Salgado-Garrido et al. 1999). While
their biological functions remain to be discovered, they were
fundamental in elucidating the biochemical and structural prop-
erties of their eukaryal counterparts. To unify the nomenclature,
the archaeal homologues have recently been termed SmAPs
(Mura et al. 2013). These proteins share the Sm-fold, common to
all members of the Sm superfamily even for highly divergent se-
quences, but in general do not contain any C-terminal extension
as observed in some eukaryotic Sm-like and some bacterial Hfq
(Mura et al. 2013) (Fig. 3C). Archaea often possess two SmAP par-
alogues, SmAP1 and SmAP2. In the euryarchaeal Pyrococcales
and Halophiles, only one Sm-like protein has been identified.
This is orthologous to SmAP1. There is a high-sequence simi-
larity between members of the SmAP1 family, with up to 60%
sequence identity (Törö et al. 2001). The identity level drops to
30% or less (Törö et al. 2001) between SmAP1 and SmAP2 pro-
teins from the same organism. Crenarcheota, like S. solfataricus
(Sso), S. tokodaii (Sto) and P. aerophilum (Pae), can possess an addi-
tional Sm-like paralogue, SmAP3 (Mura et al. 2003b, 2013). SmAP3
proteins are particular in possessing a longer CTD (Mura et al.
2003b). Finally, Methanococcus jannaschii (Mja) contains an Hfq-
like protein (Nielsen et al. 2007) rather than a conventional Sm-
like protein (Salgado-Garrido et al. 1999).
SmAP1 proteins The crystal structures of many archaeal SmAPs
have been resolved since the beginning of the 2000s. In partic-
ular, the crystal structures of SmAP1 cyclic homoheptamers of
crenarchaeota P. aerophilum (Pae-SmAP1/PDB code 1ISF) (Mura
et al. 2001), and of euryarchaeota A. fulgidus (Afu-SmAP1/PDB
code 1I4K) (Törö et al. 2001), P. abyssi (Pab-SmAP1/PDB code 1H64)
(Törö et al. 2002) and M. thermautitrophicum (Mth-SmAP1/PDB
code 1IS1) (Collins et al. 2001) (Fig. 3C) strengthen the proposed
model for human Sm core domain (Kambach, Walke and Nagai
1999) by providing the first atomic resolution of Sm monomers
in an intact ring.
SmAP1monomers adopt a barrel-type structure consisting of
an N-terminal α-helix followed by a strongly bent five-stranded
β-sheet (Collins et al. 2001; Mura et al. 2001; Törö et al. 2001, 2002).
The highly curved nature of the β-sheet allows the formation
of a compact hydrophobic core. The cyclic heptameric ring,
composed of seven monomers (7-mer), involves interactions
between the β4 and β5-strands of adjacent monomers to form
a continuous β-sheet in the oligomer. The loop L4 that links the
strands β3 and β4 and that define the distal face varies more
in length and amino acid sequence than any other loops. Most
SmAP1s exhibit a short loop L4 when compared to eukaryotic
Sm-like proteins and do not include extended N- and C-termini,
with the exception of Mth-SmAP1 that contains a slightly
longer N-terminal sequence when compared to other archaeal
proteins (Collins et al. 2001). The cyclic heptameric complex is
extremely stable and can resist denaturing conditions, even in
the absence of RNA, as shown for eukaryotic Sm-like but not
Sm proteins. The residues in loops L2, L3 and L5 lie towards
the central cavity of the ring and residues located in loops L3
and L5 form a conserved uridine-binding pocket (Törö et al.
2001), also called internal binding site (Thore et al. 2003). This
central cavity is surrounded by a positively charged region on
the loop L4/distal face (Törö et al. 2001; Thore et al. 2003). Beyond
their capacity to form cyclic heptameric rings, SmAP1 proteins
can also assemble into two stacked heptameric rings and,
like Pae- and Mth-SmAP1s, can also polymerise into fibrillary
ultrastructures (Mura et al. 2003a, b). This oligomeric plasticity
of SmAPs, which is observed across the entire protein family
and may have unsuspected biological significance, will not be
further developed in this review (see Mura et al. 2013 for review).
Both Afu- and Pab-SmAP1 proteins were shown to preferen-
tially bind U-rich RNA molecules (Törö et al. 2001; Thore et al.
2003). Binding of U5 or U7 oligonucleotides by Afu-SmAP1 (PDB
code 1I5L) (Törö et al. 2001) or Pab-SmAP1 (PDB 1M8V) (Törö
et al. 2002; Thore et al. 2003), respectively, does not induce major
structural changes and involves the conserved His37, Asn39 and
Arg63 residues of the internal binding site of the samemonomer.
A second binding site, the external binding site, was identified
in the crystal structure of the Pab-SmAP1/U7 complex (Thore
et al. 2003). This site consists of the residues Arg4 from the N-
terminal α-helix and Tyr34 from the β2-strand of twomonomers
of two cyclic heptamers in head-to-head orientation. The Tyr34
residue is absolutely conserved in all the archaeal SmAP1 pro-
teins (Thore et al. 2003). Its substitution by a valine does not af-
fect Pba-SmAP1 binding to an oligo(U), but it strongly reduced
binding to the Eukaryotic Sm consensus ‘AAUUUUUGG’ RNA.
These results suggest an interplay between the twoRNA-binding
sites where the external binding site stabilises additional nu-
cleotides after a specific recognition of the U-rich sequence by
the internal binding site (Thore et al. 2003).
SmAP2 proteins Crystal structures of SmAP2 proteins from S. sol-
fataricus ((Märtens et al. 2017); PDB code 4XQ3) and A. fulgidus
((Törö et al. 2002); PDB code 1LJO) have also been resolved. Afu-
SmAP2 has essentially the same monomer fold as Afu-SmAP1
and harbours the conserved uridine-binding pocket (with the
exception of His37 which is replaced by Tyr), suggesting a com-
mon RNA-binding mode for both proteins. Band-shift experi-
ments confirmed that Afu-SmAP2 has a clear preference for
U-rich sequence (Achsel, Stark and Lührmann 2001). However,
conversely to Afu-SmAP1, the oligomerisation of Afu-SmAP2
is strongly dependent on the pH and the presence of RNA
molecules. Indeed, while the electron micrographs of an Afu-
SmAP2/U10 complex show that in the presence of an oligo(U),
Afu-SmAP2 can assemble into a cyclic heptameric ring (Achsel,
Stark and Lührmann 2001), at acidic pH and in the absence of
RNA, Afu-SmAP2s form a cyclic hexameric (6-mer) structure in
the crystals that is not stable (Törö et al. 2002). The opposite
charge distribution of the L4/distal face that is predominantly
positive in Afu-SmAP1 and negative in Afu-SmAP2 creates dif-
ferences in the ionic interactions betweenmonomers that could
explain the different oligomerisation behaviour of Afu-SmAP1
and 2 (Törö et al. 2002). Nonetheless, while Sso-SmAP1 and -
SmAP2 also exhibit similar opposite charge distribution, Sso-
SmAP2 proteins were shown to assemble into cyclic heptameric
rings in the crystals (Märtens et al. 2015). Finally, another clear
difference between free Afu-SmAP1 heptamers and Afu-SmAP2
hexamers is the diameter of the central cavity of the Afu-SmAP2
(≈8Å) that is smaller than that of SmAP1 proteins (10–15Å) and
that will not allow RNA bindingwithout significant structural re-
arrangement (Törö et al. 2002). As suggested by the electron mi-
crographs of Afu-SmAP2/U10 complexes, it was proposed that
assembly around a U-rich RNA sequence may lead to the forma-
tion of an Afu-Sm2 heptamer (Törö et al. 2002).
SmAP3 proteins SmAP3 from P. aerophilum (Pae-SmAP3) contains
the conserved Sm-domain linked to a novel CTD of nearly 70
Downloaded from https://academic.oup.com/femsre/advance-article-abstract/doi/10.1093/femsre/fuy016/4978421
by SCD - Universite Toulouse III user
on 18 July 2018
14 FEMS Microbiology Reviews, 2018, Vol. 42, No. 0
residues. The crystal structure of Pae-SmAP3 shows that these
additional residues form a compact CTD with a novel mixed α/β
fold (Mura et al. 2003b). The strong sequence conservation of
Pae-, Sto- and Sso-SmAP3 CTDs suggests that they will have a
similar structure (Mura et al. 2003b). A comparative structural
analysis found weak structural similarity between the CTD of
Pae-SmAP3 and a CTD of yeast TATA-box binding protein (Mura
et al. 2003b). Although it is unclear how the CTD of SmAP3
wouldmodify its function (biochemical or structural), it suggests
that SmAP3s could have novel nucleic acid binding properties
and may be used for physiological functions entirely unrelated
to RNA metabolism (Mura et al. 2003b). Moreover, Pae-SmAP3
monomers assemble into an unexpected 14-mer structure com-
posed of two heptamers with different conformations (apical or
equatorial) that is perforated by a cylindrical pore and is bound
to 14 cadmium ions (Mura et al. 2003b).
Interestingly, it was shown that Sso-SmAP1, Sso-SmAP2
and Sso-SmAP3 can co-precipitate, suggesting that in vivo,
the Sso-SmAPs could assemble into hetero-oligomers (Märtens
et al. 2017). Similar behaviour was also previously observed for
Afu-SmAP1 and Afu-SmAP2 (Törö et al. 2001). While hetero-
oligomeric SmAP assemblies remain to be characterised in
Archaea, a differential composition could impact their biologi-
cal functions as shown for eukaryal Sm-like hetero-heptamers
(Mura et al. 2013).
Hfq-like proteins A homologue of bacterial Hfq was identified in
the genome of M. jannashii which does not contain an open
reading frame encoding a SmAP protein (Salgado-Garrido et al.
1999; Nielsen et al. 2007; Mura et al. 2013). Like bacterial Hfq, Mja-
Hfq contains the conserved Hfq Sm2 motif (YKHAI consensus)
but possesses a shorter C-terminal tail and N-terminal α-helix
compared to Hfq homologues of Escherichia coli (Eco) and Staphy-
lococcus aureus (Nielsen et al. 2007; Mura et al. 2013). The charge
distribution on loop L4 of Eco-Hfq and Mja-Hfq is also different
asMja-Hfq L4 is predominantly negatively charged (Nielsen et al.
2007; Mura et al. 2013). The resolution of Mja-Hfq crystal struc-
ture (PDB code 2QTX) identified a cyclic hexameric complex also
characteristic of Hfq proteins (Nielsen et al. 2007). Mja-Hfq pre-
serves the conserved uridine-binding pocket (also named distal
binding site) but the distal adenine-binding site and lateral RNA-
binding site show considerable structural changes compared
to bacterial Hfq (Nikulin et al. 2017). Despite these differences,
Mja-Hfq is able to partially complement the pleiotropic pheno-
types of Hfq knockout mutants in E. coli (Sittka et al. 2009) and
Salmonella enterica (Nielsen et al. 2007). Moreover, Mja-Hfq forms
a ternary complex with the Spot42 sRNA and its sucCmRNA tar-
get in vitro (Nielsen et al. 2007). Finally, Hfq homologues were
also discovered on four Thermococcales plasmids and three un-
related Methanococcales plasmids (Krupovic et al. 2013). These
archaeal Hfq proteins are particular and contain an additional N-
terminal C2H2-type zinc finger domain suggesting an additional
potential role in DNA or RNA binding (Krupovic et al. 2013).
Archaeal L7Ae ribosomal protein
L7Ae is a member of the L7Ae/L30 protein family found in
both Archaea and Eukarya. The members of the L7Ae/L30 pro-
tein family share the capacity to bind K-turn RNA motifs (Mao,
White and Williamson 1999; Ban et al. 2000; Kuhn, Tran and
Maxwell 2002) (Fig. 3A). Archaeal L7Ae is homologous to the
human 15.5kD protein and yeast Snu13 small nucleolar RNP core
proteins and shares their capacity to bind the K-turn of C/D and
H/ACA-box sRNAs (Kuhn, Tran and Maxwell 2002; Rozhdestven-
sky et al. 2003). In contrast to 15.5kD/Snu13 proteins, L7Ae also
has the ability to recognise Kink-loop (K-loop) motifs (Vidovic
et al. 2000; Hamma and Ferré-D’Amaré 2004; Nolivos, Carpousis
and Clouet-d’Orval 2005; Li and Ye 2006; Soss and Flynn 2007;
Gagnon et al. 2010). An alignment of several archaeal L7Ae and
eukaryotic 15.5 kD proteins uncovered a highly conserved RNA-
binding region containing amino acid residues important for the
binding of K-turn motifs (Gagnon et al. 2010).
The archaeal L7Ae protein is a component of the large riboso-
mal subunit of Haloarcula marismortui (Ban et al. 2000) and serves
as a core protein of the C/D and H/ACA box sRNP nucleotide
modification complexes (Kuhn, Tran and Maxwell 2002; Tang
et al. 2002; Rozhdestvensky et al. 2003; Charron et al. 2004a; Baker
et al. 2005; Gagnon et al. 2010). It is also part of the archaeal RNase
P complex (Kouzuma et al. 2003; Fukuhara et al. 2006; Lai et al.
2014; Oshima et al. 2016) (see section ‘Ubiquitous endoribonu-
cleases’). Moreover, recent evidence also suggests that L7Ae can
regulate translation by direct binding to the 5′-untranslated re-
gions of some messengers, including its own transcript (Daume
et al. 2017). Finally, an in silico approach in P. abyssi identified
three unknown small ncRNAs containing K-turnmotifs as inter-
acting partners of L7Ae (Phok et al. 2011). Together, the presence
of L7Ae in RNase P, C/D and H/ACA box sRNPs and ribosome in
Archaea offer fascinating prospects for future integrative studies
in understanding coordination in the regulation of macromolec-
ular machineries involved in specific facets of translation.
Processing pathways of archaeal ncRNAs
Maturation of tRNAs
Maturation of tRNAs is a highly conserved process in all
three domains of life. The tRNA sequence is transcribed as a
longer precursor (pre-tRNA) containing a 5′-leader and a 3′-
end trailer sequence (Fig. 5A). Thus release of the mature tRNA
requires processing at both transcript ends, and often post-
transcriptional addition of a 3′-CCA-end. Furthermore, extensive
nucleoside modifications and, in some cases, removal of introns
are needed.
The number of tRNA genes in archaeal genomes ranges
from 36 in M. smithii to 61 in M. bakeri (Chan and Lowe 2009,
http://gtrnadb.ucsc.edu/). The archaeal tRNA genes are either
encoded as single transcriptional units in operons together with
other tRNAs or in polycistronic units in combination with other
transcripts such as ribosomal and messenger RNAs. A recent
analysis of transcriptional start sites in H. volcanii identified in-
dividual sites for 39 of 52 tRNAs (Babski et al. 2016), whereas in
M. thermoautotrophicus 10 of 39 tRNAs are apparently single-gene
transcriptional units and two operons exist with five transcrip-
tionally linked tRNAs (Smith et al. 1997).
Remarkably, archaeal tDNA can adopt a variety of non-
canonical arrangements. In N. equitans six tRNA genes are split
with their 5′-halves containing a sequence stretch at their 3′ end
that can base pair with the sequence preceding the cognate 3′-
halves to form a non-canonical BHB motif (Fig. 3B). After recog-
nition by EndA, both halves are joined in a trans-splicing reac-
tion that releases a mature tRNA (Randau et al. 2005). Disrupted
tRNAs are not only found in reduced-genome archaea but also
exist in free-living Crenarchaeota such as Caldivirga maquilingen-
sis, Aeropyrum pernix, Staphylothermus marinus, Staphylothermus
hellenicus and Thermosphera aggregans (Chan, Cozen and Lowe
2011). Interestingly, the location of the disruption corresponds in
most cases to the canonical site of tRNA introns between posi-
ton 37 and 38 (Fig. 5B) although it can also be positioned between
nucleotides 30/31 or 59/60 in some Staphylothermus species, N.
equitans and Thermofilum pendens, respectively (Chan, Cozen and
Downloaded from https://academic.oup.com/femsre/advance-article-abstract/doi/10.1093/femsre/fuy016/4978421
by SCD - Universite Toulouse III user
on 18 July 2018
Clouet-d’Orval et al. 15
Figure 5. Processing pathways of transfer RNA precursors. (A) Maturation of a tRNA precursor in Archaea. The tRNA precursor is processed at the 5′-end by RNase P,
while the 3′-end is generated by RNase Z cleavage. If not encoded by the tDNA, the CCA triplet is added by the tRNA nucleotidyl-transferase. If an intron (brown) is
presentwithin the tRNA, the Bulge-Helix-Bulge RNA (BHB)motif formed at the exon-intron junctions is recognised and cleaved by EndA. Subsequently, the tRNA-halves
are joined by the RtcB RNA ligase and the intron is circularised. tRNA maturation is finalised by nucleoside modifications at various positions (black and grey dots).
The order of processing events given here is deduced from work in H. volcanii, different processing orders have been observed as explained in the text. For references
and further details, see section ‘Maturation of tRNAs’. (B) Intron positions in archaeal tRNAs. The secondary structure of a tRNA is shown with the tRNA universal
numbering (Sprinzl et al. 1987). Filled circles indicate the nucleotide located 5′ to the insertion site (including tRNA interruptions found in split-tRNAs). Positions
conserved across phyla are indicated in grey, and sites specific for Thermoproteales are given in blue. Larger circles indicate positions with high frequency (more than
10) according to Sugahara et al. (2008), Fujishima et al. (2009, 2011).
Lowe 2011). In C. maquilingensis, tRNA genes are even split into
three segments (Fujishima et al. 2009). Finally, as an extreme case
of fragmented tDNAs, permutated tRNA genes have been found
where both tRNA-halves are part of one operon but the 3′-half
precedes the 5′ portion (Chan, Cozen and Lowe 2011). Generation
of the full-length tRNA depends on a BHB motif encoded by the
termini of the pre-tRNA. Upon splicing, the two halves are joined
into circular intermediates that are subsequently opened by the
action of RNase P and RNase Z to form a mature tRNA (Chan,
Cozen and Lowe 2011). Altogether, the archaeal tDNA landscape
codes for amultitude of tRNA-precursor variants, each requiring
specific maturation pathways (Fujishima and Kanai 2014).
5′-end tRNA processing The 5′-leader sequence of a pre-tRNA is
removed in all organisms by the universal RNase P (Figs 1 and
5A). RNase P substrate recognition relies on distinct structural
characteristics of the conserved tRNA 3D structure. Especially
critical is the so called ‘elbow’ where D- and T-loop nucleotides
interact via base-stacking to form a hydrophobic surface (Zhang
and Ferré-D’Amaré 2016). As shown for bacterial RNase P, the
distance along the T-arm-acceptor-stem-axis correctly positions
the cleavage site (Reiter et al. 2010). Other determinants are the
+1 nucleotide of mature tRNA, the discriminator nucleotide at
position 73 and the pre-tRNA-leader (Kirsebom 2007 and refer-
ences therein).
3′-end tRNA processing Processing of the pre-tRNA 3′ end is catal-
ysed by the universal endonuclease RNase Z (Figs 1 and 5A).
RNase Z recognises key substructures of the tRNA molecule, es-
pecially the T-arm and acceptor stem and cleaves directly af-
ter the discriminator base in most cases (see section‘Ubiquitous
endoribonucleases’). In the majority of Archaea (e.g. H. volcanii,
T. acidophilum or N. equitans), the CCA-end essential for amino
acid attachment, accurate positioning for peptide-bond forma-
tion and tRNA quality control (Wilusz et al. 2011) is not encoded
in the tDNA (Hartmann et al. 2009). Therefore, the CCA-motif
is added by the nucleotidyl-transferase after RNase Z cleav-
age. Consequently, tRNA molecules with post-transcriptionally
added CCA-ends should not be substrates for RNase Z since this
would result in an endless cycle of CCA-addition and cleavage
(Minagawa et al. 2004). Indeed, the presence of a CCA in the
3′-trailer inhibits cleavage by T. acidophilum RNase Z, whereas
RNase Z enzymes from P. aerophilum and M. jannaschii process
CCA-containing trailers in vitro (Schiffer, Rösch and Marchfelder
2003; Minagawa et al. 2004; Späth et al. 2008). Both species are
examples for the uncommon case of archaeal genomes encod-
ing a mixed population of tDNAs with varying portions of en-
coded and non-encoded CCA-ends (Marck and Grosjean 2002).
Whether CCA removal is prevented by a protein factor or fast
amino acetylation in vivo waits to be determined. Currently, no
information is available on the mode of 3′-processing in the
rare cases of archaeal species such as A. pernix or P. furious that
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encode only CCA-containing tRNA genes (Marck and Grosjean
2002). Pyrococcus furiosus RNase Z has only been studied in vitro
and in combination with non-CCA substrates (Hölzle et al. 2008;
Späth et al. 2008). However, the bacterial RNase Z in Thermotoga
maritima, where almost all tDNAs encode the CCA triplet, does
not process at the discriminator base but after the CCA due to
differences in substrate positioning by this bacterial RNase Z
(Minagawa et al. 2004; Ishii et al. 2005). In bacterial systems, with
encoded CCA-ends, a common 3′-end maturation pathway is
an exonucleolytic processing (Li and Deutscher 1996). But what
holds true for archaeal systems with CCA-encoding tDNAs still
awaits to be determined.
The post-transcriptional addition of the CCA-end is achieved
by the enzyme ATP(CTP):tRNA nucleotidyltransferase (EC
2.7.7.25) also termed the CCA-adding-enzyme or tRNA terminal
transferase (Deutscher 1990) (Fig. 5A). It catalyses the template
and primer-independent addition of nucleotides and is either
essential if CCA is not encoded in the tDNA or required for
maintenance of CCA integrity (Zhu and Deutscher 1987; Aebi
et al. 1990). The terminal transferase is conserved in all domains
of life but two classes distinct in sequence and especially
structure exist: class I enzymes are present in Archaea and
class II enzymes found in Eukarya and Bacteria (Yue, Maizels
and Weiner 1996). Both classes share only a homologous
N-terminal catalytic core, whereas the other domains (neck,
body and tail) differ structurally as well as in their arrangement
resulting in a distinct overall architecture: U shaped in the
class I of A. fulgidus opposed to the sea-horse shape of class II
enzymes (Okabe et al. 2003). Co-crystallisation of the A. fulgidus
class I terminal transferase dimer with different substrates
shows that the tRNA T-arm-acceptor-stem-half is recognised
by a complementary shaped cleft in the body and tail domain
(Tomita et al. 2006). The tRNA elbow is contacted by the tail
domain placing the discriminator base between head and
neck domain fixing the 3′-end within the active site (Zhang
and Ferré-D’Amaré 2016). All interactions except for the base
at position 72 are to the phosphate-sugar-backbone of tRNA
allowing for sequence-independent recognition (Xiong and
Steitz 2004). The specificity of the nucleotide-binding pocket
of the A. fulgidus terminal transferase is not a function of the
protein residues alone but co-catalytically adapted by influence
of the growing 3′-terminus during CCA-addition resulting in
switching from CTP to ATP specificity for the final nucleotide
transfer (Tomita et al. 2006; Pan, Xiong and Steitz 2010). A
growing body of evidence suggests that the terminal transferase
can add more than one CCA to a tRNA or tRNA-like 3′-end
acting as a degradation signal in the course of RNA surveillance
(Wilusz et al. 2011). Indeed, as shown for the A. fulgidus terminal
transferase in vitro, the tRNA is twisted and compressed by
movement of the head domain after the first CCA-addition and
if the tRNA structure is destabilised a bulge will form upon
torsion and a second CCA cycle could ensue (Kuhn et al. 2015).
tRNA intron splicing On average, 15% of archaeal tRNAs contain
introns ranging in size from 11 to 129 nucleotides (Yoshihisa
2014). This ranges from 48% intron-containing tRNAs in Crenar-
chaeota and almost 70% in Thermoproteales. Multiple introns
are encoded in 17% of all intron-containing tRNAs as for ex-
ample in T. pendens or P. calidifontis tRNAs (Marck and Grosjean
2003; Sugahara et al. 2008; Yoshihisa 2014). However, tRNA in-
trons are present across all domains of life and their canoni-
cal position is between nucleotide 37 and 38 in the anticodon
loop. In Archaea, they have been found at more than 30 non-
canonical positions along the entire tRNA molecule (Marck and
Grosjean 2003) (Fig. 5B). Introns are mostly located between the
D-arm and the anticodon loop in archaeal species but also in
the 3′-half in Thermoproteales (Fujishima et al. 2010). Archaea
do not possess self-splicing group I introns but use an archaea-
specific splicing mechanism that requires an enzyme with ho-
mology to parts of the eukaryotic tRNA splicing endonuclease
(Table 2) (Lykke-Andersen et al. 1997; Li, Trotta andAbelson 1998).
Archaeal introns are characterised by BHBmotifs recognised and
cleaved by the EndA (Thompson and Daniels 1990) (described
in section ‘Ubiquitous endoribonucleases’). The BHB motif or a
variant thereof is the necessary and sufficient determinant for
a splicing reaction in Archaea (Fig. 3B). The arbitrary location of
archaeal introns and tRNA splits is only possible because of this
‘motif-only’ definition of splice sites. Non-canonical BHB motifs
recognised by variant forms of EndA are often associated with
tRNA introns at non-canonical positions or split-tRNAs (Marck
and Grosjean 2003; Hirata et al. 2012) (Fig. 3B).
After cleavage by EndA, the exons are joined by the RNA lig-
ase and the intron is released as a circularised form (Fig. 5A). BHB
motifs formed by sequences adjacent to the junction in split-
tRNAs trigger a trans splicing reaction used to combine the in-
dividually encoded tRNA-halves (see above, Randau et al. 2005;
Chan, Cozen and Lowe 2011). The 3′-phosphate RNA splicing lig-
ase was only recently purified from M. kandleri and assigned to
the RtcB protein family (Englert et al. 2011). A tRNA ligation ac-
tivity was demonstrated for P. aerophilum RtcB in vitro and the P.
horikoshii RtcB structure revealed a novel active centre compo-
sition and structural fold (Englert et al. 2012). RtcB homologues
are found across all domains even in bacteria although bacterial
tRNAs contain self-splicing group I introns. Thus, the bacterial
RtcB homologue cannot catalyse a splicing-associated ligation
reaction but might be used to generate circular RNAs (see sec-
tion ‘Small non-coding box C/D and box H/ACA guide RNA bio-
genesis’).
Post-transcriptional tRNA chemical modifications Natural RNA
molecules contain over 100 post-transcriptional modified
nucleosides, needed for cellular functions of RNAs in all three
domains of life (see Agris 2015; Agris et al. 2017; Väre et al. 2017
for a review). Chemical modifications of the canonical adeno-
sine, guanosine, cytidine and uridine nucleosides are generated
enzymatically during the maturation processes of major RNA
species (tRNA, rRNA and mRNA). Briefly, modifications include
pseudouridine formation, methylations, deamination, car-
bamoylation, acetylation, carboxylation and addition of amino
acids, all of which can be found in two dedicated databases
(RNAMDB, http://rna-mdb.cas.albany.edu/RNAmods/ (Cantara
et al. 2011) and Modomics http://modomics.genesilico.pl/
(Machnicka et al. 2013)). RNA modification biosynthesis requires
simple but also sequential and multiple enzymatic activities.
With a large variety of post-transcriptionally modified nu-
cleosides, tRNAs are the most extensively chemically modified
RNA entity (17% of the nucleosides in average) with 22 modified
nucleosides universally retrieved in all organisms (Motorin and
Helm 2011; El Yacoubi, Bailly and de Crécy-Lagard 2012; Grosjean
and Westhof 2016) (Fig. 5A). Some of these modifications have
been shown to facilitate RNA folding, structure and conforma-
tional dynamics. More precisely, in Archaea, at least 47 different
modifications have been identified with some of them, such as
archaeosine or agmatidine, being specific to this domain of life
(Grosjean et al. 2008; Phillips and de Crécy-Lagard 2011). The nu-
merous and diverse chemical moieties in tRNAs affect global 3D
conformation by providing unique recognition determinants im-
portant for effective tRNAs decoding ability (see Väre et al. 2017
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for a review). Indeed, chemical moieties at position 34 (wobble
base) and 37 (dangling base) in the tRNAs anticodon loop expand
the genetic code by stabilising codon–anticodon pairs (Grosjean,
de Crécy-Lagard and Marck 2010; Grosjean and Westhof 2016).
As an example, the universal N6-threonylcarbamoyl adenosine
(t6A37), which occurs exclusively at the position 31 of all tRNAs
decoding ANN codons (N 14 A, C, U or G), facilitates tRNA bind-
ing to the ribosome and prevents frameshifting in the course of
translation (see Pichard-Kostuch et al. 2017 for a review).
Order of tRNA-processing events? A recent dissection ofM. kandleri
RNA-seq data pin points the identification of tRNA precursors
before and after the unique C8-to-U8 editing activity and en-
ables the determination of the order of tRNA-processing events
(Su, Tripp and Randau 2013). According to this, pre-tRNA is first
processed at its 3′-end followed by a cleavage at the 5′-end, be-
fore nucleotide modifications are introduced and C-to-U edit-
ing occurs, followed by final removal of introns (Su, Tripp and
Randau 2013). In contrast, in vitro studies show that a precur-
sor containing a 5′-leader sequence or an intron is only pro-
cessed by the recombinant RNase Z from P. furiosus but not by
the H. volcanii one (Späth et al. 2008). Furthermore, a yeast tRNA
precursor expressed in H. volcanii cells undergoes 5′- before 3′-
processing (Palmer, Nieuwlandt and Daniels 1994). However, un-
published results from the Marchfelder lab demonstrate that
upon depletion of RNase P in H. volcanii cells, the 5′-end but not
the 3′end tRNA maturation is impaired. The order of the tRNA-
processing events is therefore not clearly defined and a certain
degree of flexibility exists. The expanding number of archaeal
whole-transcriptome analyses will certainly facilitate our un-
derstanding of the degree of this plasticity.
Ribosomal RNA biogenesis
Ribosomes function in protein synthesis in all domains of
life and are universally conserved macromolecular machineries
composed of rRNAs and specific sets of ribosomal proteins. Eu-
karyal and bacterial ribosome biogenesis pathways are complex
and involve RNA processing and ribosomal protein assembly
that require a series of specific enzymes and assembly factors
acting in coordinated andmultilayeredmanner. Only a few steps
in the archaeal pathways have been currently identified, but the
larger part remains to be explored (for a review, see Ferreira-
Cerca 2017) (Fig. 6). Despite the universal conserved status of
the RNAmoieties of the ribosomewith a common core structure
across all domains of life, domain-specific rRNA expansion seg-
ments mostly localised at the ribosome periphery are present in
Archaea and Eukarya (Petrov et al. 2014). Indeed analysis of 16S
rRNA sequences led to the recognition of Archaea as a separate
domain of life (Woese, Kandler and Wheelis 1990; Albers et al.
2013; Gulen et al. 2016). In addition, ribosomal proteins vary in
size and number across the three domains with 32 universal-
and more than 60 domain-specific ribosomal proteins (Márquez
et al. 2011) (for a review, see Ferreira-Cerca 2017). Typically ar-
chaeal ribosomes sediment at 70S and are composed of the 23S,
16S and 5S rRNAs.
Diversity of rRNA operons in archaeal genomes Across all domains
of life, rRNA encoding genes are organised in rrn operons
(Lafontaine and Tollervey 2001). The majority of archaeal
genomes possess only one rrn operon. However, up to four oper-
ons, scattered on the chromosome, are present in some eu-
ryarchaeal species such as M. vannielii or Halolamina sediminis
(Acinas et al. 2004; Stoddard et al. 2015). The rrn operon organ-
isation differs across archaeal lineages, and disrupted and im-
balanced rDNA arrangements can be found. In general, eur-
yarchaeal rDNA typically comprises the 16S and 23S rRNA genes
linked by an internal transcribed spacer (ITS) and the 5S rRNA
gene framed by 5′- and 3′-external transcribed spacers (ETS)
(Klug et al. 2007). The ITS typically encodes a tRNAAla as found
in themodel EuryarchaeotaM. mazei or H. volcanii (Deppenmeier
et al. 2002; Hartman et al. 2010) (Fig. 6A). The 3′-flanking ETS oc-
casionally encodes an additional tRNA as in H. volcanii and Halo-
quadratum walsbyi the tRNACys (Bolhuis et al. 2006; Hartman et al.
2010) and the 5′-ETS of M. fervidus rrn operon contains the 7S
RNA and tRNASer genes (Haas, Daniels and Reeve 1989). Often,
crenarchaeal rrn operons donot encode tRNAs in their intergenic
sequences and encode the 5S rRNA in a separate transcriptional
unit elsewhere in the genome as in S. acidocaldarius or T. tenax
(Durovic and Dennis 1994; She et al. 2001; Siebers et al. 2011).
Analysis of available genomic data shows that this arrangement
of coupled 16S-23S rRNA and separate 5S transcription without
interspersed tRNAs is also common throughout the TACK super-
phylum in Candidatus Korarchaeum cryptofilum OPF8, Cenarchaeum
symbiosum, Candidatus Caldiarchaeum subterraneum and P. furiosus
(Hallam et al. 2006; Elkins et al. 2008; Nunoura et al. 2011; Ikeda
et al. 2017). In some specific cases, archaeal genomes possess a
completely different rDNA organisation as for instance inM. jan-
naschii where one rrn operon encodes all three rRNAs, while the
other ismissing the 5S rRNA (Bult et al. 1996) or inN. equitans and
T. acidophilum where all three rRNAs are transcribed separately
(Ree and Zimmermann 1990; Waters et al. 2003).
Processing of primary rRNA into mature 16S and 23S rRNAs Riboso-
mal RNAs are part of a precursor transcript (pre-rRNA), which is
matured into the functional rRNAs in a series of steps. In Bacte-
ria and Eukarya, those pathways involve the coordinated action
of endo- and exoribonucleases as well as RNA modification ma-
chinerieswhich have been best characterised in E. coli and S. cere-
visiae (Deutscher 2009; Henras et al. 2015). In Archaea, these steps
have been investigated by analyses of processing products and
intermediates identified by nuclease protection assays, primer
extensions and cDNA analyses and in vitro processing experi-
ments (Chant and Dennis 1986; Durovic and Dennis 1994; Den-
nis, Ziesche and Mylvaganam 1998; Ciammaruconi and Londei
2001; Tang et al. 2002). As a general feature in Bacteria, primary
polycistronic rRNA precursors contain flanking inverted repeat
regions at the 5′-leader and 3′-trailer sequences of the respective
16S and 23S rRNA precursors (16S and 23S pre-rRNAs, respec-
tively) (Deutscher 2009). These repeats form extended helical
structureswhich are cleaved by the bacterial RNase III within the
double-stranded region to produce the 16S and 23S pre-rRNAs.
In Archaea, these stems contain a BHB motif recognised by the
splicing endonuclease EndA (Fig. 6B) as occurs in the tRNA splic-
ing reaction (Chant and Dennis 1986; Thompson and Daniels
1990). Hence, the 16S and 23S pre-rRNAs are circularised and
the ETS and ITS sequences adjacent to the BHBmotif are ligated
as shown in S. solfataricus, S. acidocaldarius, H. salinarum and A.
fulgidus (Tang et al. 2002; Danan et al. 2012). The circular 16S and
23S pre-rRNAs are quickly opened by endoribonucleolytic cleav-
ages and trimmed by unidentified endo- and exo-ribonucleases,
respectively, to yield the mature transcripts (Chant and Dennis
1986; Tang et al. 2002). The 5′-end appears to be matured faster
than the 3′-end, which might reflect a sequential assembly of
the ribosome or a sequential formation of structural elements
needed for processing (Chant and Dennis 1986; Dennis, Ziesche
and Mylvaganam 1998).
In addition, a second pathway for the direct generation of the
mature 5′-end via an endoribonucleolytic activity was described
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Figure 6. Processing pathways of ribosomal RNA precursors. (A) Structure of two archaeal rrn operons. The structure of the rrn operons of H. volcanii (Euryarchaeon)
and S. acidocaldarius (a representative of the TACK superphylum) are given at the top and the bottom, respectively. In both structures, the 16S and 23S rRNAs are
co-transcribed as large precursors. The rrn genes (black boxes) are flanked by external transcribed spacers (ETS) at the 5′- and 3′-end and separated by an internal
transcribed spacer (ITS). While in genomes of the TACK phyla, the 5S rRNA is encoded separately, in euryarchaeal genomes, the 5S rRNA gene is located downstream of
the 23S rRNA gene. In most Euryarchaea, the ITS1 encodes tRNAAla and in some cases the 3′ETS codes for tRNACys (dark grey boxes). In H. volcanii, a tRNA-like structure
(also in dark grey) is encoded immediately upstream of the 5S rRNA. Sequences flanking the 16S and 23S rRNA sequences (marked by light grey boxes) can fold into
Bulge-Helix-Bulge RNA (BHB) motifs. (B) Archaeal rRNA processing steps. The rRNA precursor molecule (H. volcanii pre-rRNA is depicted as example) is processed by
various nucleases. Some activities remain elusive (indicated by a question mark), while others have been characterised (indicated by scissors). The inverted repeats
flanking the large rRNA genes fold into BHB motifs processed by EndA. After ligation by the RNA ligase, the circular 16S and 23S precursors are further matured by
unidentified activities yielding the mature rRNAs. Based on in vitro experiments, it was proposed that the 16S rRNA 3′-end is processed by Nob1. The tRNAs encoded
in the ITS and 3′-ETS are processed by RNase Z and RNase P. The tRNA-like structure at the 5′-end of 5S rRNA is processed by RNase Z to release the mature 5S rRNA
5′-end. However, the 5S rRNA 3′-end maturation pathway is still unsolved. Cleavages have also been observed within tRNAs. For references and further details, see
section ‘Ribosomal RNA biogenesis’.
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inH.marismortui for both pre-rRNAs (Dennis, Ziesche andMylva-
ganam 1998). This splicing-independent maturation of the 23S
rRNA plays a minor role, whereas the release of the 16S rRNA
by endoribonucleolytic cleavage is an obligatory outcome event
in the context of the H. marismortui rRNA operon since EndA-
processing stems aremissing (Dennis, Ziesche andMylvaganam
1998).
With the exception of EndA activity, archaeal exo- and endo-
ribonucleolytic activities which generate mature 16S and 23S
rRNA remain to be discovered. However, more recently, con-
served homologues of the eukaryal endonuclease Nob1 respon-
sible for end cleavage in the yeast 18S rRNA maturation path-
way were identified in most archaeal genomes (Fatica, Tollervey
and Dlakić 2004) (Fig. 1, Table 2). Analysis of P. horikoshii Nob1 re-
vealed not only a conserved domain structure but also a similar
in vitro cleavage specificity against a pre-16S like substrate re-
sulting in the exact mature 3′-end of 16S rRNA (Veith et al. 2012).
Processing of resulting 5′EST/ITS/3′EST products The
5′EST/ITS/3′EST ligation by-product, containing tRNAs and
generated after the processing by EndA, is further processed
by the enzymes involved in tRNA processing such as RNase
Z and RNase P at the tRNA or tRNA-like structures present
(Chant and Dennis 1986; Tang et al. 2002) (Fig. 6B). Processing by
RNase P is a late event occurring subsequent to pre-16S rRNA
excision and after the initiation of tRNA 3′-processing (Chant
and Dennis 1986; Dennis, Ziesche and Mylvaganam 1998).
Moreover, the tRNA included in the 3′-EST is also released by
the tRNA-processing enzymes. In H. salinarum, the processing of
tRNACys is unordered, but the processing of the tRNACys 5′-end
precedes 5S rRNA 3′-end maturation (Chant and Dennis 1986).
Finally, tRNAs of archaeal rRNA operons are sometimes subject
to endoribonucleolytic cleavage within their body as suggested
in H. salinarum and H. marismortui (Chant and Dennis 1986;
Dennis, Ziesche and Mylvaganam 1998).
Processing of mature 5S rRNAs Processing stems are not involved
in 5S pre-rRNA release. In H. salinarum and H. marismortui, 5S
pre-rRNA formation is rapidly followed by maturation into 5S
rRNA (Chant and Dennis 1986; Dennis, Ziesche andMylvaganam
1998). Moreover, analysis of 5S pre-rRNA-processing steps in
H. volcanii cell extracts led to the identification of RNase Z as the
endonuclease activity responsible for 5′-end maturation (Hölzle
et al. 2008) (Fig. 6B). The region upstream of the 5S pre-rRNA
transcript is able to fold into a tRNA-like structure comprising
a D-replacement loop, a shortened acceptor stem as well as a
shortened T-arm. In silico data show that the D- and T-arm-like
regions can pair as in the canonical tRNA structure, giving rise
to the tRNA elbow conformation recognised by RNase Z (Hölzle
et al. 2008; Zhang and Ferré-D’Amaré 2016). In vitro, cleavage of
the 5S pre-rRNA tRNA-like structure at the 3′-end releases the H.
volcanii 5S rRNAmature 5′-end as the cognate trailer (Hölzle et al.
2008). Therefore, RNase Z is not only implicated in rRNA pro-
cessing to generate mature tRNAs encoded within the ITS and
ETS regions, but is also able to mature the 5′-end of 5S rRNA.
Finally, the recent circRNA-seq approach of Sorek and collabo-
rators identified 5S rRNA circular intermediate forms in S. solfa-
taricus (Danan et al. 2012). However, whether the circular form is
associated with the 5S rRNA-processing pathway has not been
determined yet (Danan et al. 2012).
A recent study links the protein FAU-1, previously described
as a RNA-binding protein, to pre-5S and 16S rRNA processing in
P. furiosus and T. kodakarensis (Ikeda et al. 2017). The FAU-1 protein
appears also to be important in the quality control of themature
23S and 16S transcripts (Mackie 2013; Sulthana, Basturea and
Deutscher 2016). FAU-1 proteins of both Thermococcales were
shown to process a 5S rRNA precursor in vitro, preferentially at
UA sites (Ikeda et al. 2017). Moreover, deletion of the gene in T.
kodakarensis impaired cell growth and appeared to alter degra-
dation patterns of the 23S and 16S rRNAs (Ikeda et al. 2017).
Homing introns within archaeal 16S and 23S pre-rRNAs In Cre-
narcheota and Aigarchaeota, 16S pre-rRNAs may contain in-
trons (Nomura, Sako and Uchida 1998; Morinaga, Nomura and
Sako 2002; Itoh, Nomura and Sako 2003; Nunoura et al. 2011).
This is also the case for the 23S pre-rRNA of Desulfurococcales
and Thermoproteales (Itoh, Nomura and Sako 2003). The most
numerous and diverse set of introns is found in the genera
Thermoproteus, Pyrobaculum and Caldivirga. However, the intron
distributionwithin species is very variable and exhibits a biogeo-
graphic rather than phylogenetic distribution (Jay and Inskeep
2015). The rRNA introns, like tRNA introns, contain BHB motifs
that ensure their removal by the EndA splicing endoribonucle-
ase during rRNA processing (Lykke-Andersen et al. 1997).
Despite some short and non-coding introns, archaeal pre-
rRNA introns are generally rather long (often >700 nt) and
mostly contain one or more genes that encode the homing en-
donuclease characterised by the LAGLI-DADG motif (Morinaga,
Nomura and Sako 2002; Stoddard 2005). The sequence-specific
homing endonuclease allows mobility of the intron by reinte-
gration at compatible intron-less homing sites. The recognition
sequences for archaeal homing endonucleases are pseudo-
palindromic or asymmetric sites, mostly found in conserved re-
gions of the rRNA (Stoddard 2005). The rRNA introns are stably
maintained within the cells and have also been identified as cir-
cularised RNAs e.g. in Desulfurococcus mobilis and P. aerophilum
(Kjems and Garrett 1988; Burggraf et al. 1993).
Post-transcriptional rRNA chemical modifications An increasing
number of post-transcriptional chemical modifications are
present on rRNAs from Bacteria to Eukarya. Indeed base mod-
ifications, such as adenosine methylation, 2’-hydroxyl group
methylation and conversion of uridine residues to pseudouri-
dine by base rotation, occur during ribosome biogenesis (for re-
view, see Ferreira-Cerca 2017). These nucleoside chemical modi-
fications are proposed to fine-tune the ribosome biogenesis and
functions (Sloan et al. 2017). In hyperthermophiles archaea, the
observed number of modifications is close to those reported of
eukaryotic rRNAs (Grosjean, de Crécy-Lagard and Marck 2010;
Dennis et al. 2015; Sloan et al. 2017). In contrast, a reduced set is
observed in halophilic archaea. As an example, in S. solfataricus,
67 2’-hydroxyl group ribose methylations were reported com-
pared to only 4 in H. volcanii (Grosjean et al. 2008; Dennis et al.
2015). The functional significance of this disparity is not yet un-
derstood.
The most ubiquitous modifications are pseudouridine (iso-
mer of uridine) and 2’-O-ribose methylation. These facilitate
RNA folding, structure and conformational dynamics (Mo-
torin and Helm 2011). In Archaea and Eukarya, both modifica-
tions are governed by two independent mechanisms, an RNA-
independent reaction and anRNA-dependent reaction (De Zoysa
and Yu 2017). The first involves single protein enzymes called
pseudouridine synthases and methyl-transferases that alone
recognise the substrate and catalyse the isomerisation of uri-
dine to pseudouridine and the transfer of a methyl group at
the 2′O-ribose, respectively. The second are RNA-guided pseu-
douridylation and methylation by box H/ACA and box C/D RNP
complexes, respectively. Briefly the archaeal C/D box sRNA is
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characterised by short sequence motifs, two sets of box C and
C’ (RUGAUGA) and box D and D’ (CUGA) sequences, which fold
into the widespread K-turn or K-loop structural motifs that is
recognised by L7Ae (Fig. 3A) (Klein et al. 2001; Rozhdestvensky
et al. 2003; Nolivos, Carpousis and Clouet-d’Orval 2005). In ad-
dition, two other proteins, Nop5 and the methyltransferase fib-
rillarin are recruited to generate an active RNP complex (Omer
et al. 2002; Bortolin, Bachellerie and Clouet-d’Orval 2003). The ar-
chaeal H/ACA box sRNAs is composed of one, two or threeH/ACA
motifs. Each archaeal H/ACA stem-loop structure contains K-
turn or K-loop structuralmotifs which binds L7Ae. The complete
archaeal H/ACA sRNPs contain three other proteins: the pseu-
douridine synthetase aCbf5 and aNop10 and aGar1 required to
reinforce aCBF5 activity (Charpentier, Muller and Branlant 2005;
Muller et al. 2008). The RNA component of the complex serves
as a guide that base pairs with the RNA substrate and directs
the enzyme (aCbf5 or aNop1) to carry out the pseudouridine for-
mation or methyl transfer at a specific site. In Archaea, riboso-
mal and tRNA nucleosides can bemodified by these RNA-guided
pathways.
Interestingly, in Archaea, the RNA-dependent reactions
involve more than 100 small box guide RNAs that target specific
sites of rRNAs (Muller et al. 2008). In addition, these small-guide
RNAs have been suggested to serve as ‘RNA chaperones’ in
facilitating rRNA folding (Bachellerie et al. 1995; Steitz and
Tycowski 1995; Dennis et al. 2015). However, in a subset of
Archaea, the same modification can either be synthetised from
protein-based or RNA-guide systems (Clouet-d’Orval, Gaspin
and Mougin 2005). This is the case for the dimethylation of
the two universally conserved adenosines located at the 3′-end
of the 16S rRNA, generally dependent on the protein-based
enzyme, RsmA/KsgA/Dim1, but alternatively can use an sRNA-
guide system as in N. equitans (Seistrup et al. 2017). Moreover,
the widespread methylation at position U2552 of the 23S rRNA
is mostly performed by the bacterial-like methyltransferase
RlmE/RrmJ in most Euryarchaea with the exception of Ther-
mococcales and Crenarchaea, in which the C/D box sR25 is in
charge of guiding methylation at this position in the absence of
RlmE/RrmJ homologues (Dennis et al. 2015).
CRISPR RNA processing
Another type of ncRNA has sparked great interest in recent
years. Long thought of as non-coding junk DNA, the long re-
peat arrays found in most archaeal and bacterial genomes have
now been identified as part of a specific and hereditary defence
mechanism based on RNPs: the CRISPR-Cas system (for recent
reviews, see van der Oost et al. 2014; Makarova et al. 2015; Koonin
and Makarova 2017). Key players of this system are the small cr-
RNAs and the Cas proteins (Makarova et al. 2015) (Fig. 7A). CRISPR
loci encode recurring sequence elements interspaced by unique
spacer sequences matching foreign genetic elements that are
transcribed into the crRNA (Bolotin et al. 2005; Mojica et al. 2009).
The associated cas genes encode the proteins needed for the de-
fence reaction (Makarova et al. 2015), which commences in three
functional stages: adaptation, processing, interference (see Rath
et al. 2015; Mohanraju et al. 2016 for reviews). During adaptation
parts of the nucleic acid of an invading genetic element are in-
tegrated into the CRISPR loci as new spacers. In the processing
stage, a precursor RNA transcribed from the CRISPR locus is gen-
erated and subsequently processed within the repeat sequences
separating the individual spacers (Fig. 7A). The resulting crRNA
is integrated into the effector complex and used during the third
stage to sequence specifically base pair with the re-invading nu-
cleic acid, which is subsequently cleaved and degraded.
Despite their common functional principle, CRISPR-Cas sys-
tems are quite diverse. A plethora of individual types (termed
I–VI) and an even broader variety of subtypes exhibiting specific
differences both in composition and functional aspects exist
(for an overview, see van der Oost et al. 2014; Makarova et al.
2015; Koonin and Makarova 2017). Currently, all CRISPR-Cas
systems are divided into two classes, the main difference being
that class 1 systems have a multiprotein effector complex
(Cascade-, Csm-, or Cmr-complex) while the effector complex
of class 2 systems consists of a single Cas protein (Cas9, Cas12
and Cas13). Archaea generally possess class 1 CRISPR systems,
whereas Bacteria may also contain class 2 systems (Vestergaard,
Garrett and Shah 2014; Makarova et al. 2015). Recently, the first,
and to date, only example of an archaeal class 2 system (type V)
with the single effector Cas protein Cas12a has been described
for Candidatus Methanomethylophilus alvus (Makarova et al. 2015).
Processing of the pre-crRNA precursor is quite uniform
amongst different types of CRISPR-Cas systems and involves Cas
proteins (see Charpentier et al. 2015 for a review). Maturation of
class 1 system crRNAs depends on the activity of the Cas6 en-
doribonuclease family (described in section‘Ubiquitous endori-
bonucleases’) (Charpentier et al. 2015), with the exception of the
type I-C system which depends on Cas5d (Garside et al. 2012;
Nam et al. 2012). Cas6 binds pre-crRNA within the repeat re-
gion that often encodes palindromic motifs. If the repeats can
stably fold into a hairpin, binding of Cas6 is governed by the
structural element as seen in type I-D, I-E and I-F systems (Char-
pentier et al. 2015). Unstructured repeats with an only weak fold-
ing potential as in type I-A, I-B and III rely on sequence ele-
ments for Cas6 binding that in turnmay transiently stabilise the
hairpin-fold (Wang et al. 2011; Shao and Li 2013; Niewoehner,
Jinek and Doudna 2014). The mature crRNA contains a single
spacer sequence flanked by repeat-derived 5′- and 3′-handles.
The 5′-handle is commonly eight nucleotides long whereas the
size of the 3′-handle is quite variable as repeat length varies
across species (Brouns et al. 2008; Carte et al. 2008; Lange et al.
2013). After Cas6 processing, a second trimming step by a yet
unidentified nuclease further reduces the 3′-handle length via a
ruler-dependent mechanism in type III systems (Hatoum-Aslan,
Maniv andMarraffini 2011; Zhang et al. 2012; Tamulaitis, Venclo-
vas and Siksnys 2017). Similar trimming also occurs for type I-
A, I-B and I-D systems in H. volcanii, Clostridium thermocellum, M.
maripaludis, T. tenax and Synechocystis sp. PCC6803 (Richter et al.
2012; Scholz et al. 2013; Plagens et al. 2014; Maier, Dyall-Smith
and Marchfelder 2015). Interestingly, systems in which the cr-
RNA seems to be further trimmed after processing by Cas6 pos-
sess repeat sequences for which no folding or only weak folding
is predicted. Cas6 is only loosely bound to these handles and
does not permanently (or not at all) associate with the effector
complexes thereby rendering the 3′-handle accessible (Charpen-
tier et al. 2015; Li 2015).
Small non-coding box C/D and box H/ACA guide RNA biogenesis
As mentioned above, 2’-O-ribose methylations are abundant in
archaeal rRNAs with a prevalence in thermophilic species (Den-
nis et al. 2015). In contrast, only few pseudouridinylations have
been detected in archaeal RNAs so far. As a consequence, C/D
box sRNAs outnumber H/ACA sRNAs in archaeal genomes (see
Randau 2015 for a review). Indeed in silico analysis, immuno-
precipitation experiments and more recently high-throughput
RNA-seq datasets have revealed a plethora of C/D box sRNA se-
quences in various archaeal phyla like Ignicoccus hospitalis, M.
maripaludis, M. kandleri, N. equitans, P. calidifontis, S. acidocaldarius
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Figure 7. Processing pathways of CRISPR RNA and tRNA-derived fragment precursors. (A) crRNA maturation pathway. Components of the CRISPR-Cas system are
encoded by the CRISPR-locus and the cas gene cassette. The CRISPR locus is composed of individual spacer sequences matching previously encountered invaders (blue
boxes) interspaced by repeat sequences (black diamonds) and its transcription is governed by the promoter sequence contained in the leader region. The transcribed
precursor, the pre-crRNA, may fold into secondary structures within the repeats. These motifs are recognised and processed by Cas6, releasing the mature crRNAs
comprising an individual spacer sequence and repeat-derived 5′-and 3′-handles. Certain subtype-specific Cas proteins assemble together with the crRNA into cascade
complexes to eliminate the invader DNA. The simplified overview depicted here is based on a type I system, typically found in haloarchaeal species. For references and
further details, see section ‘CRISPR RNA processing’. (B) Generation of stable tRNA-derived fragments (tRFs). tRFs can be processed from mature tRNAs or precursor
tRNAs. Three forms of tRFs have been identified in Archaea (Gebetsberger and Polacek 2013): the 5′-tRF (red) stems from a cut in the D-loop of mature tRNA, whereas
3′-CCA tRFs (orange) are released via processing within the T-loop. In contrast, the 3′-U tRFs (blue) are generated from precursor tRNA processing and comprise the
precursor 3′-trailer.
and T. tenax (Gaspin et al. 2000; Omer et al. 2000; Phok et al. 2011;
Tripp et al. 2017 and references therein).
Comprehensive analyses revealed that only a fraction of ar-
chaeal C/D box sRNAs is flanked by an individual promoterwhile
co-transcriptional arrangements with neighbouring genes are
predominant (Tripp et al. 2017). But co-transcription with other
sequences requires subsequent processing events to generate
mature guide RNAs. In the case of C/D box sRNAs co-transcribed
with tRNAs as seen for the T. tenax tRNAPro orN. equitans tRNAVal,
the release of C/D box sRNAs occurs by processing via the tRNA-
processing enzymes (Randau 2012; Tripp et al. 2017). Neverthe-
less, the general process releasing mature C/D box RNAs is still
not understood. Although relaxed BHBmotifs were predicted for
some archaeal C/D box sRNAs, processing in S. acidocaldarius ap-
peared independent of flanking sequences (Berkemer et al. 2015;
Tripp et al. 2017). Maturation of archaeal small-guide RNAs could
also involve other archaeal endo- and exoribonucleases such as
the archaeal exosome and/or ribonucleases of the β-CASP family
(see section ‘Archaeal ribonuclease families’), reminiscent of the
eukaryotic guide sRNAmaturation pathway (Massenet, Bertrand
and Verheggen 2017). Finally, the most intriguing feature of ar-
chaeal small-guide RNA biogenesis is the discovery of significant
amounts of circularised C/D box sRNAs in M. kandleri, N. equi-
tans, P. furiosus and S. solfataricus (Starostina et al. 2004; Danan
et al. 2012; Randau 2012; Su, Tripp and Randau 2013). It is pro-
posed that circularisation stabilises RNAs in high-temperature
conditions (Starostina et al. 2004; Danan et al. 2012). In P. furio-
sus, the circular C/D box RNAs are shown to be integrated into
functional C/D box RNP complexes (Starostina et al. 2004). C/D
box sRNAs may also be embedded in tRNA intron sequences as
seen in the intron of tRNATrp which is conserved across most
Euryarchaeota (Clouet d’Orval et al. 2001; Weisel, Wagner and
Klug 2010). The C/D box sRNA is released by EndA and circu-
larised by the RtcB ligase as seen in H. volcanii and H. salinarum
(Clouet d’Orval et al. 2001; Weisel, Wagner and Klug 2010). How-
ever, in the majority of cases, C/D box sRNAs are not intron-
encoded and it remains to be determined how circularisation
occurs.
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Emerging classes of ncRNAs
Transfer RNA-derived fragments Fragments derived from tRNA se-
quences (tRNA-derived fragment or tRF), initially thought to be
intermediates of tRNA degradation, are now identified as func-
tional small ncRNAs (for reviews, see Keam and Hutvagner 2015;
Kumar, Kuscu and Dutta 2016) (Fig. 7B). Their function was ex-
tensively studied in Eukarya but they have also been described
in Bacteria and Archaea (Bernick et al. 2012; Gebetsberger et al.
2012; Heyer et al. 2012; Kumar et al. 2014).
Transfer RNA-derived fragments can be generated from tRNA
precursors or mature tRNAs. The amount of a given tRNA-
derived fragment does not correlate with the amount of the
tRNA progenitor implying that tRNA biogenesis and tRNA-
derived fragment-processing pathways are independently regu-
lated (Gebetsberger and Polacek 2013). Thenature of the process-
ing and regulatory factors generating tRNA-derived fragments
is not known (Keam and Hutvagner 2015). Upon endoribonu-
cleolytic cleavage, different classes of tRNA-derived fragments
can emerge depending on the processing site and the nature of
the precursor (Gebetsberger and Polacek 2013). Archaeal tRNA-
derived fragments from several Pyrobaculum species, N. equitans
and H. volcanii were found to encompass 5′-tRFs (derived from a
cleavagewithin the D-arm ofmature tRNA), 3′-CCA tRFs (derived
from a cleavage within the T-loop of mature tRNA) and 3′-U tRFs
(remainder of 3′-trailer of pre-tRNA) (Bernick et al. 2012; Gebets-
berger et al. 2012; Heyer et al. 2012; Randau 2012; Gebetsberger
and Polacek 2013). A detailed analysis of tRFs is only available for
H. volcanii (Gebetsberger et al. 2012). Transfer RNA-derived frag-
ments correspond to 11 of 51 tRNAs of H. volcanii with a major-
ity derived from tRNA 5′-ends in response to different stresses,
as also seen in eukaryotes (Gebetsberger et al. 2012; Heyer et al.
2012). In an in-depth functional analysis of the alkaline-stress
induced tRNAVal 5′-tRF (tRF[Val]) (Gebetsberger et al. 2012, 2017),
tRF[Val] was shown to co-purify with ribosomes and bind the
small ribosomal subunits in vitro, inhibiting translation (Gebets-
berger et al. 2012). tRF[Val] was also recently demonstrated to
bind the ribosome in proximity to the mRNA channel and to af-
fect the overall protein biosynthesis in archaeal, bacterial and
eukaryal ribosomes (Gebetsberger et al. 2017). Similar transla-
tional control by tRFs occurs in eukaryotic HeLa cells (Sobala and
Hutvagner 2013). tRFs are therefore potent regulators in all do-
mains of life but their full gene regulatory potential has yet to
be unravelled.
Circular RNAs Another emerging class of small ncRNAs with an
interesting biogenesis pathway are circular RNAs. They are rare
but present in all domains of life. Most archaeal circular RNAs
described are the result of the intron ligation step of the splic-
ing reaction. Some are intermediates of rRNA-processing events,
such as the circular precursors of 16S and 23S rRNAs (Tang et al.
2002; Danan et al. 2012) (section ‘Ribosomal RNAbiogenesis’). But
those transcripts are further processed and exert their biological
function in the form of a linear end product. In contrast stable
circular RNAs are generated by excision of the rRNA introns cod-
ing for homing endonucleases (Kjems and Garrett 1988; Burggraf
et al. 1993) (see section ‘Ribosomal RNA biogenesis’). In addition,
tRNA precursor splicing events also produce stable circular RNA
entities observed for the pre-tRNATrp of Euryarchaeota likeH. vol-
canii (see section ‘Ribosomal RNA biogenesis’).
A more systematic search for circular RNAs by the novel se-
quencing method, circ-RNA-seq, identified a plethora of circu-
lar RNAs in S. solfataricus, with a great diversity of sequences
corresponding to rRNA intermediates, tRNA introns and C/D
and H/ACA box RNAs, 7S SRP RNA and RNase P and open read-
ing frame-derived circular RNAs from 37 different genes (Danan
et al. 2012). In addition, a circular form of the 7S SRP RNA has
also recently been described for T. tenax where circularisation
restores the permuted sequence by processing via the splicing
machinery (Plagens et al. 2015). Nevertheless, the molecular
mechanisms that generate circular RNAs await discovery and
the biological function and significance of these circular forms
need to be experimentally tested. Circular RNAs have been pro-
posed to represent either processing intermediates or to be a
means of stabilisation and protection (Danan et al. 2012).
Messenger RNA turnover in Archaea—lessons from
Eukarya and Bacteria
For several decades, the post-transcriptional mechanisms by
which the level, the stability and the quality of mRNAs are finely
regulated have been an area of intense research interest and
have been reported in comprehensive reviews (see chapters in
Stoecklin and Mühlemann 2013). In essence, mRNA decay path-
ways are critical in defining timescales for cellular events by al-
lowing transient adaptation relative to a growth rate and rapid
responses to external stimuli to meet cellular requirements for
homeostasis. The stability of an mRNA is determined by cell-
specific set of ribonucleases, the sequence and structural fea-
tures of the mRNA molecule itself and related proteins or regu-
latory RNAs. In this regard, small ncRNAs, such as sRNA, miRNA
and siRNA, are critical and often mediate co-degradation, se-
questration or stabilisation of target mRNAs in a regulatory
hierarchy. In Archaea, in contrast to Bacteria and Eukarya, path-
ways controlling mRNA stability and quality are still poorly doc-
umented, even if several ribonuclease families carrying endo-,
5′-to-3′ and 3′-to-5′ exo-ribonucleolytic activities have been
identified (Fig. 1) (Clouet-d’Orval et al. 2015) (see section ‘Ar-
chaeal ribonuclease families’).
Overview of mRNA decay pathways in Bacteria and Eukarya
In Bacteria, mostmRNAs are polycistronic with concurrent tran-
scription and translation. A key event in their degradation is an
initial cleavage by an endonuclease which is followed by the ac-
tion of exoribonucleases (Fig. 8). This direct entry pathway con-
trols the turnover of most mRNAs and recruits the hydrolytic
endoribonucleases, RNase E in γ -proteobacteria and RNase Y
in most Firmicutes as well as in some δ- and ε-proteobacteria
(Laalami, Zig and Putzer 2014). Remarkably and despite their se-
quence disparity, both enzymes serve as assembly platforms for
other enzymes, such as RNAhelicases and exoribonucleases and
aremembrane bound (Bandyra et al. 2013; Hui, Foley and Belasco
2014; Redder 2016). In addition, 5′-end-dependent access path-
ways which sense the nature of the mRNA 5′-terminus involve
the recruitment of pyrophosphohydrolase enzymes of the Nudix
family which trigger deprotection or ‘decapping’ (as a diphos-
phate is removed) and leave a 5′-end monophosphate mRNA
which is a subsequent substrate for 5′-to-3′exoribonucleases,
such as RNase J in most Bacteria with the exception of the
γ -proteobacteria (Bandyra et al. 2013; Hui, Foley and Be-
lasco 2014). Their association in multienzyme complexes or
degradosome-likemachineries and their subcellular localisation
allow precise control of the mode of action of these potentially
highly destructive enzymes (Kaberdin, Singh and Lin-Chao 2011;
Deutscher 2015; Khemici et al. 2015) (Fig. 8). In the case of mRNA
lacking a termination codon, the stalled ribosomes are rescued
by amechanism known as trans-translation that involves a spe-
cialised bacterial RNA (tmRNA) with features of both tRNA and
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Figure 8. Schematic of the major mRNA quality control and decay pathways of the three domains of life. mRNA or precursor mRNA (pre-mRNA) (dark grey wavy line)
is transcribed from genomic DNA (double light grey wavy lines) by the RNA polymerase (RNAP for Bacteria, aRNAP for Archaea and RNAPII (RNA polymerase II) for
Eukarya). The 5′cap structure (m7G) and poly-A tail (AAAAAA) of eukaryal mRNA are shown. The endo-, 5′-to-3′ exo- and 3′-to-5′ exoribonucleases are represented as
red, blue and green ‘pacman’, respectively. In addition, the 3′-to-5′ exo machineries (archaeal and eukaryal exosome and bacterial PNPase) shown as green complexes
are formed of multiple subunits. The ribonuclease tool kit boxes are specified at the bottom of each panel. Some of these machineries in bacterial cell and eukaryotic
cytoplasm have been shown to be involved in the ribosome-rescue pathway. For clarity, mRNAs in polysomes are not represented. The mRNA processing and decay
pathways (framed within each panel) are specified: for bacteria, it includes the direct entry and bypass decays, 5′-end decay and sRNA mediated decay; for archaea,
an non-sense mediated decay (NMD) has been proposed; for Eukarya, in the nucleus, it includes cleavage and polyadenylation, splicing and RNA surveillance whereas
in the cytoplasm, it includes in addition to the classical decapping and deadenylation pathways, the micro-RNA and silencing RNA (miRNA/siRNA) decays, nonsense-
mediated decay (NMD), no-go decay (NGD) and nonstop decay (NSD).
mRNA and an escort protein (SmpB) which has been shown to
associate with bacterial RNase R in vitro (Inada 2013; Hui, Fo-
ley and Belasco 2014). More recently, in Firmicutes, a family
of ribosome-dependent endoribonuclease Rae1/YacP has been
proposed to play a role in a translation-related process with
overlapping similarities with classical toxin–antitoxin systems
involved in mediating bacterial stress responses (Leroy et al.
2017).
In contrast to bacterial mRNAs, eukaryal mRNAs are often
monocistronic, must transit the nuclearmembrane before being
translated and have longer half-lives. In this setting, the mat-
uration of eukaryal RNAPII-mRNA transcripts requires further
intricate processes, such as 5′-capping, 3′-addition of extensive
polyadenylation tracts, intron removal and chemical modifi-
cations. All of these sophisticated steps are orchestrated and
controlled by RNA surveillance and decay pathways which re-
cruit a number of multiprotein scaffolds (Chlebowski et al. 2013;
Nagarajan et al. 2013; Porrua and Libri 2013; Schweingruber et al.
2013; Inada 2017) (Fig. 8). Nuclear RNA (including cryptic stable
transcript and snoRNA) control quality pathways and cyto-
plasmic mRNA decay pathways rely on the exosome/Rrp6/Dis3
machineries with dual, endo- and 3′-to-5′ exoribonucleolytic ac-
tivities and on the ribonucleases from the XRN family with 5′-to-
3′ exoribonucleolytic activity (Chlebowski et al. 2013; Nagarajan
et al. 2013). These are associated with specific sets of co-factors
to identify and degrade deadenylated and decapped transcripts
(Stoecklin and Mühlemann 2013) (Fig. 8). The complexes are
also involved in co-translational quality control mechanisms
allowing elimination of a variety of aberrant mRNAs (errors in
transcription, processing or induced by stresses). In addition,
there are numerous quality control systems in place to differ-
entiate between paused ribosomes and terminally stalled ribo-
somes that need to be rescued. In Eukarya, three cytoplasmic
mRNA quality control systemsmonitor mRNAs for translational
errors: nonsense-mediated decay (NMD), non-stop decay (NSD)
and no-go decay (NGD) pathways (Inada 2013, 2017) (Fig. 8).
Messenger RNA half-lives
Earlier reviews specifically described half-lives of several ar-
chaeal mRNAs in different conditions (Evguenieva-Hackenberg
and Klug 2009, 2011). In general, it appeared that some archaeal
mRNAs have significantly longer average half-lives than most
mRNAs in Bacteria. Briefly, half-lives of several transcripts var-
ied from 7 to 57 min in M. vannielii (Hennigan and Reeve 1994),
from 2 to 20 min in S. solfataricus and S. acidocaldarius (Bini et al.
2002; Andersson et al. 2006) and from 4 to 80 min in H. mediter-
ranei (Jäger et al. 2002). More recently, a first global picture of
differential expression and half-lives for M. acetivorans provided
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evidence of drastic genome-wide shifts in RNA half-lives modu-
lated by carbon source and led to the conclusion that more than
half of metabolism genes are controlled by degradation (Peter-
son et al. 2016). Nevertheless, even if a number of cases of mRNA
cleavage have been documented in global analysis of mRNA de-
cay at single-gene resolution, available data are still fragmen-
tary. In M. jannaschii, evidence of directional 3′-to-5′ RNA degra-
dation comes from the accumulation of transcript 5′-ends from
upstream of protein-coding genes (Zhang and Olsen 2009). How-
ever, the core subunits of the archaeal exosome in Methanocco-
cales are missing (Fig. 1). This is also the case in the halophilic
euryarchaeon Halobacterium salinarumNRC-1 which instead pos-
sesses a bacterial-like RNase R (Fig. 1) with transcript stabilities
ranging from 5 min to more than 18 min (Hundt et al. 2007).
However, to date no specific mRNA-endoribonucleolytic cleav-
age signal that could initiate RNA decay has been identified even
though the aCPSF1 endoribonuclease is absolutely conserved in
complete annotated archaeal genomes (Figs 1 and 8) (see Clouet-
d’Orval et al. 2015 for a review).
Specific mRNA features
Regardless of the similarities between archaeal and eukaryal
transcription machineries, archaeal mRNAs show bacterial fea-
tures with mostly no introns, no 5′-methyl caps and no long
3′-poly A tails and potentially polycistronic structures (Fig. 8).
Nonetheless, in vitro and in vivo studies using the crenarchaeota
S. solfataricus showed evidence for cap-like structure in which
the archaeal translation initiation factor aIF2-γ subunit binds
to the RNA 5′-triphosphorylated ends and protects transcripts
from a 5′-end-dependent degradation pathway (Hasenöhrl et al.
2008; Arkhipova et al. 2015). In this instance, the aIF2-γ sub-
unit resembles the eukaryotic cap complex strongly suggesting
that a directional 5′-to-3′ degradation pathway may exist in ar-
chaeal cells. This is supported by the ubiquitous occurrence of
a 5′-to-3′ exoribonucleolytic activity carried by members of the
archaeal β-CASP family (Fig. 1). However, in Archaea, while 5′-
to-3′ exoribonucleases, namely aRNase J and aCPSF2, have been
identified to have a preference for monophosphorylated RNA
substrates in Euryarchaea and Crenarchaea (Clouet-d’Orval et al.
2010; Hasenöhrl, Konrat and Bläsi 2011), the molecular mecha-
nism of 5′-to-3′ mRNA decay remains unknown and an enzyme
capable of converting the 5′-triphosphorylated ends of their
mRNAs to monophosphates remains to be discovered. In eu-
karyotic cells, at least two mRNA decapping pyrophosphohy-
drolases of the Nudix superfamily, Dcp2 and Nudt16, remove
the 5′-cap structure (Arribas-Layton et al. 2013). In Bacteria, the
triphosphorylated 5′-termini are converted to monophosphory-
lated ends by the Nudix superfamily RppH (Celesnik, Deana and
Belasco 2007). Although Nudix hydrolases are widely distributed
among the three domains of life, archaeal Nudix hydrolaseswith
‘decapping’ activity have not yet been identified. Two of these
proteins from S. solfataricus were cloned and expressed in het-
erologous system but no pyrophosphohydrolase activity could
be detected in in vitro assays (Hasenöhrl, Konrat and Bläsi 2011).
It has been shown that large 5′-UTRs contribute to themRNA
stability of methanogenesis genes in M. mazei, (Cao et al. 2014).
This is in contrast to other Euryarchaeota and Crenarchaeota in
which leaderless transcripts are dominant (Babski et al. 2016),
and to eukaryal organisms in which mRNA stability is mainly
regulated by elements embedded in the transcript 3′-UTR (see
Geissler and Grimson 2016 for a review). Finally, in many cases
described above, mRNAs from genes known or predicted to be
transcribed in operons exhibited similar half-lives. This was
confirmed in amethanogenic archaeon by recent findings allow-
ing the genome-widemapping of the RNA-processing site (PSSs)
obtained by the specific sequencing of the 5′-monophosphate
transcripts that arise from processing events (Qi et al. 2017).
This approach detected overrepresented 5′-untranslated and in-
tergenic regions in the polycistronic operons encoding riboso-
mal proteins signifying that mechanisms of ribosomal protein
synthesis and stoichiometry may primarily consist of mRNA-
processing–mediated post-transcriptional regulation (Qi et al.
2017).
Furthermore, archaeal regulatory sRNAs are undoubtedly in-
volved inmany biological processes, includingmetabolic regula-
tion, adaptation to extreme conditions and stress response pre-
sumably by altering translation and stability of specific target
mRNAs as reported in Bacteria and Eukarya (Marchfelder et al.
2012; Babski et al. 2014). In the last decade, three classes of small
ncRNAs, namely intergenic, antisense and sense RNAs, that can
target either the 5′-UTRs or the 3′-UTRs of their respective target
mRNAs have been detected in several Crenarchaeota and Eur-
yarchaeota (Babski et al. 2014). These include A. fulgidus (Tang
et al. 2002), S. solfataricus (Tang et al. 2005), Halophiles (Soppa
et al. 2009; Straub et al. 2009; Fischer et al. 2011), M. psychrophilus
(Li et al. 2015), T. kodakarensis (Jäger et al. 2014), M. mazei (Jäger
et al. 2009) and P. abyssi (Phok et al. 2011; Toffano-Nioche et al.
2013). Some are differentially expressed with growth conditions
(Straub et al. 2009; Jaschinski et al. 2014). Nevertheless, a mystery
remains regardingmRNA decay directlymediated by sRNA since
no RNase III-like double-stranded endoribonuclease activity has
been detected so far in archaeal cells. It is conceivable that, in Ar-
chaea, the EndA activity cleaving within BHB motifs overcomes
the lack of double strand-specific RNase III-like activity.
Role of SmAPs in mRNA stability?
The SmAPs (described in section ‘Archaeal Sm-like proteins’)
could play important physiological functions in archaeal mRNA
stability. Indeed, while in Eukaryotes, Sm proteins serve as
molecular scaffold for RNP complex assembly, as exemplified by
their role in rRNA processing by small nucleolar RNPs, in Bacte-
ria, Hfq acts as an RNA chaperone, facilitating base-pairing in-
teractions between small regulatory ncRNAs (sRNAs) and their
mRNA targets, and directly influencing the structures of some
RNAs (Mura et al. 2013). However, the function of SmAP pro-
teins in archaeal cells is currently mostly unknown but first de-
tails have been uncovered in H. volcanii and S. solfataricus. The
smAP1 gene is very often encoded immediately upstream or
even overlapping the gene for 50S ribosomal protein L37e, sug-
gesting a conserved role in processing or stabilisation of rRNAs
(Mura et al. 2013). For the SmAP2 paralogue, in most Crenar-
chaeota and Thaumarchaeota, the gene lies directly upstream
of, and on the same strand as, a methionine adenosyl trans-
ferase gene that could be involved in DNA or RNA methylation.
Additionally, a role in tRNA processing or biogenesis was sug-
gested since A. fulgidus Afu-SmAP1 and Afu-SmAP2 (Törö et al.
2001) and Sso-SmAP1 and Sso-SmAP2 (Märtens et al. 2015) as-
sociate with the RNA molecule of RNase P. Moreover, the in-
teracting proteins and RNA substrates of Hvo-SmAP1 (Fischer
et al. 2010) and Sso-SmAP1 and Sso-SmAP2 (Märtens et al. 2015,
2017) identified by co-immunoprecipitation experiments hint at
possible SmAP biological functions. The candidate binding part-
ners belong to similar functional classes (rRNA and tRNA mod-
ification and processing, RNA decay and translation) like the
partners identified for bacterial Hfq and eukaryotic Sm-like pro-
teins (Fischer et al. 2010; Märtens et al. 2017). While most inter-
actions between SmAPs and candidate partners remain to be
confirmed, a direct interaction between the Sso-SmAP1 and
Downloaded from https://academic.oup.com/femsre/advance-article-abstract/doi/10.1093/femsre/fuy016/4978421
by SCD - Universite Toulouse III user
on 18 July 2018
Clouet-d’Orval et al. 25
Sso-SmAP2 and the exosomal subunit aDnaG, required for ef-
ficient polyadenylation of RNA substrates and that might be
required for membrane localisation of the Sso-aExosome, was
confirmed by affinity purification (Märtens et al. 2017). A link be-
tween the exosome and Sm-like proteins also exists in eukary-
otes (Luz et al. 2010). While intron-containing RNAs are enriched
with Sso-SmAP1, suggesting possible functions in tRNA/rRNA
processing, Sso-SmAP2 seems to bind predominantly to mR-
NAs and could therefore be involved in mRNA decay or stability
(Märtens et al. 2015). Finally, an H. volcanii strain deleted for the
Sm1 motif of Hvo-SmAP1 (sm1) that does not influence L37e
expression or affect cell growth was shown to exhibit enhanced
swarming (Maier et al. 2015). This observation is corroborated
by differential RNA-seq gene expression analysis. Transcripts
encoding proteins required for motility are upregulated in the
sm1mutant (Maier et al. 2015). Whether Hvo-SmAP1 is directly
involved in cell motility regulation or affects a downstream reg-
ulator like an sRNA remains to be determined (Maier et al. 2015).
Messenger RNA quality control pathway?
Controlling mRNA quality is another important challenge for
the cell to prevent the synthesis of harmful proteins derived
from aberrant mRNAs. As mentioned earlier, in Eukarya, three
different decay pathways stimulate the degradation of aberrant
mRNAs and the dissociation of ribosomes by recruiting mRNA
surveillance factors at the stalled ribosomes (Fig. 8). Recently,
it emerged that the structural basis of these mRNA surveillance
pathways could exist in Archaea. This is supported by the iden-
tification of an ubiquitous archaeal Pelota/Dom34-like protein
(aPelota) (Ragan et al. 1996) (described in section ‘Ubiquitous en-
doribonucleases’, Figs. 1 and 2C). Indeed, aPelota, in a complex
with the archaeal translation elongator factor EF1α, couldmimic
the tRNA EF-Tu complex bound to the A site of the ribosome
similarly to proposed ribosome disassembly pathways in Eu-
karya (Kobayashi et al. 2010; Saito et al. 2010; Becker et al. 2012).
A structural basis and a universal mechanism for archaeal and
eukaryal ribosome recycling were proposed from cryo-electron
microscopy reconstructions of eukaryotic and archaeal ribo-
some recycling complexes containing the ATPase ABCE1 and
the Pelota termination factor paralogue (Becker et al. 2012). This
is in agreement with early findings showing that the molecular
mimicry of tRNA in the distorted ‘A/T state’ conformation by
Pelota-like proteins enables the complex to efficiently detect and
enter the empty A site of the stalled ribosomewhich involves the
interaction of the positively charged patch of Pelota-like domain
A with the decoding centre (Kobayashi et al. 2010; Franckenberg,
Becker and Beckmann 2012). Future work should determine if
translation arrests induce endoribonucleolytic cleavages of the
aberrant mRNA by aPelota bound to the A site of the ribosome
and recruit other degradation factors, such as the exosome or
β-CASP enzymes with the 3′-to-5′ and 5′-to-3′ exoribonucle-
olytic activities, respectively, to eliminate the aberrant mRNA
fragments. A first clue towards the biological relevance of the
5′-to-3′ β-CASP ribonuclease of the aCPSF2 group comes from
transcriptome analyses of wild-type and aCPSF2-deleted S. aci-
docaldarius strains which reveal a global effect with differential
transcript abundance for 560 genes (Märtens et al. 2013). Other
indicationsmay come from genomic context analysis where the
gene encoding aCPSF1 in the majority of archaeal genomes is
adjacent to the gene encoding a proteasome subunit suggesting
interplay between RNA and protein-degrading machineries
(Koonin, Wolf and Aravind 2001). In addition, a study in H.
volcanii identified Hvo-aCPSF1 as intimately linked to partners
of the formation of thiolated tRNA (Lys)UUU which includes
homologues of ubiquitin-proteasome (Chavarria et al. 2014).
In conclusion, many open questions remain and coherent
pictures of mRNA decay and RNA quality control pathways are
still missing in Archaea (Fig. 8). Future work using improved ge-
netic tools for established model organisms coupled with spe-
cific high-throughput RNA sequencing technologies, globalmea-
surement of mRNA half-lives and comparative genomics will
certainly give an input to the field. The expected outcome will
definitely illuminate the roles of the conserved 3′-to-5′ exosome
machineries and β-CASP 5′-to-3′ exo/endoribonucleases in spe-
cific biological mRNA decay mechanisms.
CONCLUDING REMARKS
Despite the wealth of information gathered to date regarding
RNA maturation, processing, function and life cycles within ar-
chaeal cells, many open questions remain, and RNAmaturation
and degradation pathways in Archaea are for themost part still a
mystery. Several key steps of rRNA maturation, for instance, are
still far from being understood, and a comprehensive overview
of common principles and species-specific peculiarities is about
to emerge. Future in-depth landscape exploration of these path-
ways in different genomic contexts will certainly provide gen-
eral principles of ribosomal biogenesis and functional assem-
bly in Archaea and will highlight processing and assembly steps
shared betweenArchaea, Bacteria and Eukarya. In general,many
ribonucleases and other RNA-modifying enzymes are still ex-
pected to be discovered. Challenges will be to identify the key
events and to understand how the actors of RNA metabolism
are specifically recruited in pathways controlling archaeal RNA
life cycle.
Furthermore, it should not be forgotten that archaeal species
have very diverse ecological niches, and may have evolved spe-
cific and biochemically unique pathways, in addition to the con-
served ones, to maintain the integrity of their RNAs in extreme
conditions. Finally, deciphering RNA metabolism pathways at
work in the recently discovered archaeal lineages will enlarge
evolutionary perspectives in understanding the players acting
in RNA biology throughout the three distinct phylogenetic do-
mains, especially in the context of the recent lively debate that
oppose the standard three-domain (Woese, Kandler andWheelis
1990) to the two-domain (Eocyte) topology models of the tree
of life (Koonin 2015; Raymann, Brochier-Armanet and Gribaldo
2015; Adam et al. 2017; Da Cunha et al. 2017; Eme et al. 2017; Van
der Gulik, Hoff and Speijer 2017)
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Heyer R, Dörr M, Jellen-Ritter A et al. High throughput se-
quencing reveals a plethora of small RNAs including tRNA
derived fragments in Haloferax volcanii. RNA Biol 2012;9:
1011–8.
Hirata A, Fujishima K, Yamagami R et al. X-ray structure of the
fourth type of archaeal tRNA splicing endonuclease: insights
into the evolution of a novel three-unit composition and a
unique loop involved in broad substrate specificity. Nucleic
Acids Res 2012;40:10554–66.
Hirata A, Kitajima T, Hori H. Cleavage of intron from the stan-
dard or non-standard position of the precursor tRNA by
the splicing endonuclease of Aeropyrum pernix, a hyper-
thermophilic Crenarchaeon, involves a novel RNA recogni-
tion site in the Crenarchaea specific loop. Nucleic Acids Res
2011;39:9376–89.
Hochstrasser ML, Doudna JA. Cutting it close: CRISPR-associated
endoribonuclease structure and function. Trends Biochem Sci
2015;40:58–66.
Hölzle A, Fischer S, Heyer R et al. Maturation of the 5S rRNA 5’
end is catalyzed in vitro by the endonuclease tRNase Z in the
archaeon H. volcanii. RNA 2008;14:928–37.
Honda T, Hara T, Nan J et al.Archaeal homologs of human RNase
P protein pairs Pop5 with Rpp30 and Rpp21 with Rpp29 work
on distinct functional domains of the RNA subunit. Biosci
Biotechnol Biochem 2010;74:266–73.
Honda T, Kakuta Y, Kimura K et al. Structure of an archaeal ho-
molog of the human protein complex Rpp21-Rpp29 that is a
key core component for the assembly of active ribonuclease
P. J Mol Biol 2008;384:652–62.
Hou L, Klug G, Evguenieva-Hackenberg E. The archaeal DnaG
protein needs Csl4 for binding to the exosome and enhances
its interactionwith adenine-rich RNAs. RNA Biol 2013;10:415–
24.
Houri-Zeevi L, Rechavi O A matter of time: small rnas reg-
ulate the duration of epigenetic inheritance. Trends Genet
2017;33:46–57.
Howard MJ, Liu X, Lim WH et al. RNase P enzymes. RNA Biol
2013;10:909–14.
Huang L, Lilley DMJ. The molecular recognition of kink-turn
structure by the L7Ae class of proteins. RNA 2013;19:1703–10.
Huang L, Lilley DMJ. The kink turn, a key architectural element
in RNA structure. J Mol Biol 2016;428:790–801.
Hui MP, Foley PL, Belasco JG. Messenger RNA degradation in bac-
terial cells. Annu Rev Genet 2014;48:537–59.
Hundt S, Zaigler A, Lange C et al. Global analysis of mRNA de-
cay in Halobacterium salinarum NRC-1 at single-gene resolu-
tion using DNA microarrays. J Bacteriol 2007;189:6936–44.
Ikeda Y, Okada Y, Sato A et al. An archaeal RNA binding protein,
FAU-1, is a novel ribonuclease related to rRNA stability in Py-
rococcus and Thermococcus. Sci Rep 2017;7:12674.
Inada T. Quality control systems for aberrant mRNAs induced
by aberrant translation elongation and termination. Biochim
Biophys Acta 2013;1829:634–42.
Inada T. The ribosome as a platform for mRNA and nascent
polypeptide quality control. Trends Biochem Sci 2017;42:5–15.
Ishii R, Minagawa A, Takaku H et al. Crystal structure of the tRNA
3′ processing endoribonuclease tRNase Z from Thermotoga
maritima. J Biol Chem 2005;280:14138–44.
Ishii R, Minagawa A, Takaku H et al. The structure of the flexible
arm of Thermotoga maritima tRNase Z differs from those of
homologous enzymes. Acta Crystallogr F 2007;63:637–41.
Itoh T, Nomura N, Sako Y. Distribution of 16S rRNA introns
among the family Thermoproteaceae and their evolutionary
implications. Extremophiles 2003;7:229–33.
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Märtens B, Hou L, Amman F et al. The SmAP1/2 proteins of
the crenarchaeon Sulfolobus solfataricus interact with the exo-
some and stimulate A-rich tailing of transcripts.Nucleic Acids
Res 2017;45:7938–49.
Downloaded from https://academic.oup.com/femsre/advance-article-abstract/doi/10.1093/femsre/fuy016/4978421
by SCD - Universite Toulouse III user
on 18 July 2018
32 FEMS Microbiology Reviews, 2018, Vol. 42, No. 0
Massenet S, Bertrand E, Verheggen C. Assembly and trafficking
of box C/D and H/ACA snoRNPs. RNA Biol 2017;14:680–92.
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Nickel AI, Wäber NB, Gößringer M et al. Minimal and RNA-
free RNase P in Aquifex aeolicus. Proc Natl Acad Sci USA
2017;114:11121–6.
Nielsen JS, Bøggild A, Andersen CBF et al. An Hfq-like protein
in archaea: crystal structure and functional characteriza-
tion of the Sm protein from Methanococcus jannaschii. RNA
2007;13:2213–23.
Niewoehner O, Jinek M, Doudna JA. Evolution of CRISPR RNA
recognition and processing by Cas6 endonucleases. Nucleic
Acids Res 2014;42:1341–53.
Nikulin A, Mikhailina A, Lekontseva N et al. Characterization
of RNA-binding properties of the archaeal Hfq-like protein
from Methanococcus jannaschii. J Biomol Struct Dyn 2017;35:
1615–28.
Nishida Y, Ishikawa H, Baba S et al. Crystal structure of an ar-
chaeal cleavage and polyadenylation specificity factor sub-
unit from Pyrococcus horikoshii. Proteins 2010;78:2395–8.
Nissen P, Hansen J, Ban N et al. The structural basis of ribo-
some activity in peptide bond synthesis. Science 2000;289:
920–30.
Nolivos S, Carpousis AJ, Clouet-d’Orval B. The K-loop, a general
feature of the Pyrococcus C/D guide RNAs, is an RNA struc-
tural motif related to the K-turn. Nucleic Acids Res 2005;33:
6507–14.
Nomura N, Sako Y, Uchida A. Molecular characterization and
postsplicing fate of three introns within the single rRNA
operon of the hyperthermophilic archaeon Aeropyrum pernix
K1. J Bacteriol 1998;180:3635–43.
Numata T, Ishimatsu I, Kakuta Y et al. Crystal structure of
archaeal ribonuclease P protein Ph1771p from Pyrococcus
horikoshii OT3: an archaeal homolog of eukaryotic ribonucle-
ase P protein Rpp29. RNA 2004;10:1423–32.
Nunoura T, Takaki Y, Kakuta J et al. Insights into the evolution of
Archaea and eukaryotic protein modifier systems revealed
by the genome of a novel archaeal group. Nucleic Acids Res
2011;39:3204–23.
OkabeM, Tomita K, Ishitani R et al.Divergent evolutions of trinu-
cleotide polymerization revealed by an archaeal CCA-adding
enzyme structure. EMBO J 2003;22:5918–27.
Okuda M, Shiba T, Inaoka D-K et al. A conserved lysine residue
in the crenarchaea-specific loop is important for the crenar-
chaeal splicing endonuclease activity. J Mol Biol 2011;405:92–
104
OmerAD, LoweTM, Russell AG et al.Homologs of small nucleolar
RNAs in Archaea. Science 2000;288:517–22.
Omer AD, Ziesche S, Ebhardt H et al. In vitro reconstitution and
activity of a C/D box methylation guide ribonucleoprotein
complex. Proc Natl Acad Sci USA 2002;99:5289–94.
Oshima K, Kakiuchi Y, Tanaka Y et al. Structural basis for
recognition of a kink-turn motif by an archaeal homologue
of human RNase P protein Rpp38. Biochem Bioph Res Co
2016;474:541–6.
Palmer JR, Nieuwlandt DT, Daniels CJ. Expression of a yeast
intron-containing tRNA in the archaeon Haloferax volcanii. J
Bacteriol 1994;176:3820–3.
Pan B, Xiong Y, Steitz TA. How the CCA-adding enzyme se-
lects adenine over cytosine at position 76 of tRNA. Science
2010;330:937–40.
Pannucci JA, Haas ES, Hall TA et al. RNase P RNAs from some
Archaea are catalytically active. Proc Natl Acad Sci USA
1999;96:7803–8.
Park H-M, Shin M, Sun J et al. Crystal structure of a Cas6 paralo-
gous protein fromPyrococcus furiosus. Proteins 2012;80:1895–
900.
Peterson JR, Thor S, Kohler L et al.Genome-wide gene expression
and RNA half-life measurements allow predictions of regu-
lation and metabolic behavior in Methanosarcina acetivorans.
BMC Genomics 2016;17:924.
Downloaded from https://academic.oup.com/femsre/advance-article-abstract/doi/10.1093/femsre/fuy016/4978421
by SCD - Universite Toulouse III user
on 18 July 2018
Clouet-d’Orval et al. 33
Petrov AS, Bernier CR, Gulen B et al. Secondary structures of
rRNAs from all three domains of life. PLoS One 2014;9:e88222.
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Projet de thèse  
Les ribonucléases de types β-CASP ont été identifiées comme des enzymes ubiquitaires chez 
les Archées, cependant leurs rôles physiologiques dans le métabolisme de l’ARN ne sont pas 
encore définis. Dans mon équipe, nous cherchons à comprendre le rôle de la ribonucléase 5’-
3’ aRNase J dans les voies de processing de l’ARN. Le réseau d’interactions protéine-protéine 
établis d’aRNase J a permis de confirmer sa place au sein du métabolisme de l’ARN et a 
notamment mis en évidence la présence d’une protéine annotée comme étant une hélicase à 
ARN, ASH-Ski2 et la présence des sous unités de l’Exosome. 
Dans ce contexte, mes travaux ont consisté tout d’abord à répertorier les familles de RNases 
(structures et fonction) connues chez les Archées pour la rédaction d’une revue 
(INTRODUCTION, PARTIE III- Publication 1). Ils ont permis d’élargir le réseau d’interactions 
d’aRNase J et ASH-Ski2 en établissant les interactomes des sous unités de l’exosome Rrp41 et 
Csl4 (RESULTATS, PARTIE II – Résultats non publiés) et de valider et caractériser les interactions 
aRNase J/ASH-Ski2, aRNase J/Exosome (RESULTATS, PARTIE III – Résultats publiés – 
Publication 2) et aRNase J, ASH-Ski2 /Ribosome (RESULTATS, PARTIE III – Résultats non 
publiés) chez les Thermococcales.  Nous avons ensuite décrit l’activité enzymatique de 
l’hélicase ASH-Ski2 (RESULTATS, PARTIE IV – Article en préparation) et finalement initier la 
caractérisation biophysique des protéines aRNase J et ASH-Ski2 dans le but de résoudre leur 
structure (RESULTATS, PARTIE V).  
Les résultats obtenus, par des approches de protéomiques, biochimiques et enzymatiques, 
montrent que l’aRNase J est engagée spécifiquement avec l’hélicase ASH-Ski2 et l’exosome à 
ARN à proximité du ribosome (Résultats publiés – Publication 1 - Phung et al 2020) et que ASH-
Ski2 est une hélicase à ARN, avec une polarité 3’- 5’ dont l’activité prépondérante est 
l’assemblage de brins (activité annealing) (Rédaction en cours : Batista et al, en préparation). 
L’ensemble des données obtenues qui sont confortées par des approches phylogénomiques, 
offrent de nouvelles perspectives quant à l’identification de nouvelles machineries 












I. Construction des vecteurs d’expression 
Tous les vecteurs utilisés (construits ou déjà disponibles) dans ces travaux sont listés dans le 
tableau 4. Les oligos qui ont permis de construire les vecteurs sont listés dans le tableau 5.  
GENES  PROTEINES  pet15b pet11b PetDuet 
pab1751  aRNase J   √ √ 
 aRNase J Δ1  √  
 aRNase J Δ2  √  
pab2313 ASH-Ski2 √ √ √ 
 ASH-Ski2 ΔN √ √  
 ASH-Ski2 ΔC √ √  
 ASH-Ski2-C124A √ √  
 ASH-Ski2-C98A √   
 ASH-Ski2-C98A-C124A √   
 ASH-Ski2 DomN √ √  
 ASH-Ski2 DomN C124A √ √  
 ASH-Ski2 DomN C98A √   
pab0592 Hel308 √ √  
pab2314 Csl4 √ √  
 Csl4 ΔN √   
 Csl4 ΔC √   
 Csl4-F121A √   
 Csl4-F129A √   
pab0420 Rrp41 √ √  
Tableau 4. Vecteurs utilisés dans cette étude. En noir, les vecteurs disponibles dans l’équipe, 
en rose ceux construits pendant ces travaux.  
 
OLIGONUCLEOTIDES SEQUENCES  
T7 Prom TAATACGACTCACTATAGGGGA 
T7 Ter GCTAGTTATTGCTCAGCGGT 
For pET15b CATATGGCTGCCGCGCGGC 
Rev pET15b / pET11b GGATCCGGCTGCTAACAAAGCC 
For pET11b CATATGTATATCTCCTTCTTAAAGTT 
For pETDuet  CTTATACTTAACTAATATACTAAGATGG 
Rev pETDuet  GTAAAGAAACCGCTGCTGCGAAATT 
For aRNaseJ pET11b GGAGATATACATATGTGGGAGGAGATAAACATGATCA 
Rev aRNaseJ pET11b TTAGCAGCCGGATCCTCATCCCTCCAATGAGCCAG 
For aRNase J petDuet TTAGTTAAGTATAAGAAGGAGATATACATATGTG 
Rev aRNase J petDuet CAGCGGTTTCTTTACTTAGCAGCCGGATCCTCATC 
For ASH-Ski2 pET15b CGCGGCAGCCATATGCTATTCGTTATTCGCCCAGGGAGG 
Rev ASH-Ski2 pET15b AGCCGGATCCTCGAGTTATGGTTTTCTTTCTCTCCTCACCTT 
For ASH-Ski2 pET11b GGAGATATACATATGATGCTATTCGTTATTCGCCCAG 
Rev ASH-Ski2 pET11b TTAGCAGCCGGATCCTTATGGTTTTCTTTCTCTCCTCA 
For ASH-Ski2 petDuet ATCTCGATCCCGCGAAATTAAT 
Rev ASH-Ski2 petDuet CTCGAATTCGGATCCTTATGGTTTTCTTTCTC 
For ASH-Ski2ΔN-ter (194- 855) pET15b CCGCGCGGCAGCCATATGACGATTGACGAGCTGGAT 
Rev ASH-Ski2ΔC-ter (1-573) pET15b AGCCGGATCCTCGAGTTAAGAGGTTAGCAATTTCAAGGCCAC 





For Hel308 pET15b CGCGGCAGCCATATGATGAAAGTTGGAGAGCTAAACG 
RevHel308 pET15b TTAGCAGCCGGATCCTTATGGGTTCAGGAAATAGTCC 
For Csl4 pET15b  CGCGGCAGCCATATGTTGGAGGAAGGTGAGGAGAG 
Rev Csl4 pET15b TTAGCAGCCGGATCC TCATAGCTTCACCTTCCTGTA 
For Csl4 pET11b GGAGATATACATATGTTGGAGGAAGGTGAGGAGAG 
For Csl4ΔN-ter pET15b AGGATCCTTTGTCGTCAACTGAATC 
Rev Csl4ΔC-ter pET15b CCTCCAATACCTAAGAAAGGGGA 
For Rrp41 pET15b CGCGGCAGCCATATGATGATGGAGAAGCCAGAGGG 
Rev Rrp41 pET15b TTAGCAGCCGGATCCTCACTCACTTCCCTCAACCT 
For aRNase J Δ1 pET15b GATTAGAACCCTGTCGAGCCTTATTC 
Rev aRNase J Δ1 pET15b GACCTTAGGAAGCTCGGTGCAATAC 
For aRNase J Δ2 pET15b TAAGACCCTAGATCCCTTCATC 
Rev aRNase J Δ2 pET15b CTAAAGGAAGTTTCCCAAGCTA 
For ASH-Ski2 C124A GAGAGTACATAGCCGAGAGATGTG 
Rev ASH-Ski2 C124A CACATCTCTCGGCTATGTACTCTC 
For ASH-Ski2 C98A AGGCCAGTCTGGCCAGGCTCTGT 
Rev ASH-Ski2 C98A ACAGAGCCTGGCCAGACTGGCCT 
For Csl4 F121A GTTAAGGACGGCGCCGTTGAGGATTTAAGGAA 
Rev Csl4 F121A TAAATCCTCAACGGCGCCGTCCTTAACTTGAG 





1. Clonage avec le kit InFusion® (Ozyme) 
Les vecteurs sont amplifiés par PCR inverse avec l’enzyme Prime Star max (Ozyme) en 
présence de 10ng d’ADN plasmidique et de 0.3µM des couples d’oligonucléotides appropriés 
(Programme thermocycler : [98°C (15’) ; 56°C (15’’) ; 72°C (1’30’’)]*35cycles). La réaction PCR 
est incubée à 37°C en présence de 20 unités de DpnI (ThermoScientific) pendant 1h afin 
d’éliminer la matrice. Les gènes codant pour les protéines ASH-Ski2, aRNase J, Hel308, Rrp41, 
et Csl4 sont amplifiés par PCR à partir d’ADN génomique de Pyroccocus abyssi avec 1 unité de 
Phusion (High-Fidelity DNA polymerase de Finnzymes), 0,2mM de dNTPs et 0.5µM des couples 
d’oligonucléotides (Programme thermocycleur: [98°C (30’’) ; 58°C (30’’) ; 72°C (1’)]*35cycles). 
Pour permettre l’assemblage des produits PCR dans la réaction InFusion®, les oligonucléotides 
permettant l’amplification des séquences codantes sont synthétisés pour intégrer, à leurs 
extrémités 5’, 15 nucléotides complémentaires aux extrémités des vecteurs. Les réactions 
InFusion® sont réalisées comme recommandé par le fournisseur avec des quantités 
équimolaires de produits PCR. La totalité de la réaction est transformée par choc thermique 
dans 50µL de bactéries Stellar® chimio-compétentes (Ozyme) et les transformants sont 
sélectionnés en présence d’ampicilline (100µg/ml) après 1h d’expression phénotypique à 
37°C. L’intégration des inserts dans les vecteurs est vérifiée par PCR sur colonies avec les 
oligonucléotides T7 Prom et T7 Ter. Les inserts sont vérifiés par séquençage avec le même 
couple d’oligonucléotides (Société MWG Eurofin). 
 
2. Clonage par PCR inverse  
La méthode utilisée pour construire les vecteurs d’expression contenant les gènes ASH-
Ski2∆N, ASH-Ski2∆C, ASH-Ski2∆NC, ASH-Ski2 DomN, aRNase J Δ1, aRNase J Δ2, Csl4∆N et 
Csl4∆C consiste à exclure une partie du gène WT par PCR inverse en utilisant des 
oligonucléotides phosphorylés en 5’ de part et d’autre du domaine à éliminer. Les vecteurs 
sont amplifiés par PCR inverse avec l’enzyme Prime Star max (Ozyme) en présence de 10ng 
d’ADN plasmidique et de 0.3µM des couples d’oligonucléotides phosphorylés appropriés 
(Programme thermocycler : [98°C (15’) ; 56°C (15’’) ; 72°C (1’30’’)]*35cycles). La réaction PCR 
est incubée à 37°C en présence de 20 unités de DpnI (ThermoScientific) pendant 1h afin 
d’éliminer la matrice. Les vecteurs sont circularisés en utilisant 30 unités de T4 DNA ligase 





dans 50µL de bactéries DH5α électro-compétentes et les transformants sont sélectionnés en 
présence d’ampicilline (100µg/ml) après 1h d’expression phénotypique à 37°C. Les inserts 
mutés sont vérifiés par séquençage avec le couple d’oligonucléotides T7 Prom et T7 Ter 
(Société MWG Eurofin). 
 
3. Mutagénèse dirigée 
Les vecteurs pet11b et pet15b exprimant les protéines recombinantes ASH-Ski2 C98A, ASH-
Ski2 C124A, ASH-Ski2 C98A-C124A, ASH-Ski2 DomN C98A, ASH-Ski2 DomN C124A, Csl4 F121A 
et Csl4 F129A sont construits par mutagénèse dirigée avec le kit QuikChangeXL® (Agilent) 
comme recommandé par le fournisseur. 10ng de plasmide pet11b ou pet15b exprimant ASH-
Ski2, ASH-Ski2-DomN ou Csl4 sont mis en présence de 2,5 unités de Pfu Ultra HF et de 125ng 
des couples d’oligonucléotides contenant la mutation ponctuelle à introduire (Programme 
thermocyleur : [95°C (50’’) ; 60°C (50’’) ; 68°C (12’)] *18cycles). La réaction PCR est incubée à 
37°C en présence de 20 unités de DpnI (ThermoScientific) pendant 1h afin d’éliminer la 
matrice. La totalité de la réaction est transformée par choc thermique dans 45µL de bactérie 
de XL10-Gold® chimio-compétentes (Agilent) et les transformants sont sélectionnés en 
présence d’ampicilline (100µg/ml). L’intégration des mutations est confirmée par séquençage 
avec les oligonucléotides T7 Prom et T7 Ter (Société MWG Eurofin).  
 
II. Production des protéines recombinantes 
Les tampons sont listés dans le tableau 6.  
Tampons  Composition  
LB  5g/L yeast extract; 10g/L NaCl; 10g/L Tryptone; 20mg/mL Thymine pH 7 
PBS 1X 137mM NaCl; 2,7mM KCl; 10mM Na2HPO4; 1,8mM KH2PO4 
Tampon NA 50mM Tris-HCl pH 7.5; 150mM NaCl; 10% Glycerol 
Tampon IM  20mM NaP pH 7.4; 300mM NaCl; 10% Glycerol 
Tampon GF  HEPES pH 7.8; 300 ou 500mM NaCl; 10% Glycérol 
Tampon COP 20mM HEPES 7.4, NaCl 300mM, 5mM MgCl2, 0,1mM ZnCl2, 0,2mM ATP 
Tampon ATPase  50mM Hepes pH 7.5; 50mM KCl; 5mM MgCl2; 2mM DTT 
Tampon SSC 1X 150mM NaCl; 15mM NaCi 
Tampon Hélicase 1X 25mM Tris-HCl pH 8, 50mM NaAc, 5mM MgCl2, 2.5mM β-Mercaptoethanol 
Tampon STOP  0.1% SDS, 8mM EDTA, 0.1mg/ml protéinase K, 4% glycérol, 0.02% Bromophénol bleu 





1. Surexpression des protéines recombinantes 
Les vecteurs pETs sont transformés dans la souche d’expression E.coli BL21 (DE3) codon+ par 
électroporation. Les transformants sont sélectionnés en présence d’ampicilline (100µg/ml) et 
de chloramphénicol (30µg/ml). Des cultures de nuit, diluées au 1/100° dans du milieu LB (Luria 
Berthani, 5g/L d’extrait de levure, 10g/L NaCl, 10g/L Tryptone, 20mg/mL Thymine pH 7) 
contenant de l’ampicilline et du chloramphénicol, sont cultivées à 37°C sous agitation 
(180rpm) jusqu’à atteindre une DO = 0,6 à 600nm. La production de protéines est induite par 
l’ajout de 0,1mM d’IPTG pendant 3h à 30°C. Les cellules sont culotées par centrifugation 
(15min, 6000rpm à 4°C (rotor JA-14)). Après un lavage avec du PBS 1X (137mM NaCl, 2.7mM 
KCl, 10mM Na2HPO4, 1.8mM KH2PO4), les culots de cellules obtenus après une nouvelle 
centrifugation (15min, 5000rpm à 4°C (rotor J.S 5.3)) sont congelés à -20°C pour conservation. 
 
2. Lyse et préparation de l’extrait brut 
Les culots cellulaires surexprimant les protéines d’intérêt sont resuspendus dans 10mL de 
tampon NA (50mM Tris HCl pH 7.5, 150mM NaCl, 10% glycérol) ou IA (20mM NaP pH 7.4, 
300mM NaCl, 10% glycerol) supplémenté de lysosyme (1mg/ml) et d’une demi pastille 
d’inhibiteur de protéases (cOmplete™ Roche) et subissent trois cycles de [5x10sec] de 
sonication (50% cycle) (Bioblock scientific, Vibra Cell). Un traitement RNase A (20ng/mL), 
RNase T1 (1000 unités/µl) et DNase I (20ng/mL) est réalisé à 37°C pendant 30min. Après un 
chauffage de 70°C pendant 20min, la clarification de l’extrait brut est effectuée par 
centrifugation (20 min, 15 000g à 4°C (rotor JA-20)). Le surnageant obtenu est ensuite filtré 
(0.22µm). La suite de la purification a été réalisée en FPLC (Fast Protein Liquid 
Chromatography) sur un système Akta à température ambiante. 
 
3. Purification des protéines sans étiquette : Pab-aRNase J, Pab-Hel308, Pab-
ASH-Ski2 et ses variants 
L’extrait cellulaire est dilué à une concentration finale de 150mM en NaCl et est injecté sur 
une colonne Heparin de 1ml (HiTrap™ Heparin HP GE Healthcare) préalablement équilibrée 
dans le tampon NA (50mM Tris HCl pH 7.5, 150mM NaCl, 10% glycérol) et placée sur un 
système Akta FPLC (Fast Protein Liquid Chromatography) à température ambiante. Après une 





à 1M de NaCl. Ces étapes sont communes à la purification de Pab-aRNase J, Pab-Hel308, Pab-
ASH-Ski2 et ses variants. Une étape de purification supplémentaire est nécessaire pour Pab-
Hel308, Pab-ASH-Ski2 et ses variants. Les fractions des pics correspondant aux protéines 
d’intérêts sont diluées (Cf 150mM NaCl) et injectées sur une colonne Q-HP (GE Healthcare) 
pour Hel308 ou SP-HP (GE Healthcare) pour Pab-ASH-Ski2 et ses variants. Le même 
programme est appliqué. La pureté des fractions protéiques est visualisée après migration sur 
un gel SDS-PAGE 4-15% (BioRad) et révélations au bleu de coomassie (Quick Coomassie, 
CliniSciences). 
Dans le cas où les protéines purifiées sont destinées à des essais de cristallisation : les fractions 
protéiques (3 à 5ml d’échantillon) sont déposées sur une colonne HiLoad 16/60 Superdex 200 
PG (Limites de fractionnement : 10 000 -600 000Da) préalablement équilibrée dans un tampon 
GF (50mM HEPES pH 6.8, 300 à 500mM NaCl, 10% glycérol). Les fractions contenant la 
protéine pure sont concentrées par centrifugation différentielle sur membrane semi 
perméable (entre 3 et 10min à 5000g) à l’aide du système vivaspin20 dont la membrane (seuil 
de coupure (MWCO) =20 000 ou 50 000Da) a été préalablement rincée avec du tampon GF. 
La concentration a été suivie par analyse de l’absorbance à 280nm, le rapport DO260/DO280 
a été vérifié pour estimer le degré de pureté (0.6 atteste d’une solution de protéine pure, 
dépourvue d’acides nucléiques). 
 
4. Purification des protéines avec étiquette Histidine: Pab-aRNase J-(His)6, 
(His)6-Pab-Rrp41, (His)6-Pab-Csl4, (His)6-Pab-ASH-Ski2 et ses variants  
L’extrait cellulaire est injecté sur une colonne de Nickel de 1ml (HisTrap™ GE Healthcare) 
préalablement équilibrée dans le tampon IM (20mM NaP pH 7.4, 300mM NaCl, 10% glycerol) 
et disposée sur un système Akta FPLC à température ambiante. Après un lavage à 10 et 20mM 
d’Imidazole, l’élution est réalisée avec un gradient linéaire d’Imidazole (50 à 500mM). Les 
fractions contenant les protéines d’intérêt sont ensuite diluées à 150mM NaCl est déposées 
sur une colonne SP-HP (GE Healthcare) pour Csl4 et Heparin (GE Healthcare) pour Rrp41, ASH-
Ski2 et ses variants. La pureté des fractions protéiques est visualisée après migration sur un 







5. Quantification des protéines  
La concentration des protéines est déterminée à partir d’une gamme BSA (0,16 à 2,5mg/ml) 
sur un gel SDS-PAGE 4-15% (Biorad) coloré au Sypro Orange. Les protéines ont été visualisées 
sur un Bioimager et quantifiées sur le logiciel MultiGauge. 
 
6. Conservation des protéines 
Les protéines sont dialysées (Slide-A-Lyser®,Thermo Scientific) dans le tampon GF (50mM 
HEPES pH 7.8, 300 ou 500mM NaCl, 10% Glycérol) et conservées à 16°C ou aliquotées et 
congelées à -80°C. 
 
III. Pull down pour établir les réseaux d’interactions des protéines 
(His)6-Pab-Rrp41 et (His)6-Pab-Csl4  
1. Pull down  
Cette méthode consiste à incuber une protéine recombinante avec une étiquette Histidine 
fixée sur des billes de Nickel avec un extrait cellulaire de P. abyssi. Les pulls down sont réalisés 
en triplicat avec des extraits cellulaires de P. abyssi cultivés en phase exponentielle de 
croissance en bioréacteurs dans des conditions physiologiques (95° C, pH 6.5, anaerobie) au 
Laboratoire Ifremer (D. Flament ; Brest). Les culots de cellules de P. abyssi sont resuspendus 
dans du PBS 1X (poids/volume 1/3), supplémenté de 300mM de NaCl et d’un mix d’inhibiteurs 
de protéase (cOmplete™ Roche). Après sonication (VibraCell Biolock Scientific) l’extrait est 
clarifié par centrifugation (10 000g, 60min, 4°C) et supplémenté de 10mM MgCl2. Les 
protéines purifiées Csl4 et Rrp41 avec une étiquette Histidine sont utilisées comme appât. 
20µg de protéines appâts sont immobilisées dans 0,6mg de billes magnétiques de Cobalt 
(Dynabeads, Invitrogen). Le complexe billes-appât est incubé avec 2mg d’extrait de P. abyssi 
sous rotation durant une nuit à température ambiante. Pour éliminer les interactions médiées 
par les molécules d’ADN ou ARN, cette étape est réalisée en présence d’un mixe DNase/RNase 
(10µg/ml de RNase A et DNase I). Les complexes de protéines formés in vitro sont séparés sur 
un portoir magnétique et lavés avec du PBS 1X (3*200µl). Un control est aussi réalisé sous les 
mêmes conditions en utilisant des billes de cobalt sans appât. Les protéines sont éluées dans 






2. Analyse protéomique 
Les analyses de spectrométrie de masses sont réalisées à Pris Sud-Ouest PAPPSO 
(http://papso.inra.fr). Après une courte migration sur gel SDS-PAGE (Criterion XT - Precast gel 
– BioRad), les bandes de protéines sont découpées et envoyées à la plateforme PAPPSO. Le 
traitement des bandes est décrit dans la publication (Branson and Freitas 2016). Les données 
sont traitées pour identifier les signaux des interactions spécifiques. La globalité des spectres 
spécifiques est normalisée entre les séries de réplicas. Un cut-off de 2 spectres normalisés est 
utilisé comme signal MS minimum pour la validation des hits du réseau. Les spectres 
normalisés sont ensuite moyennés entre réplicas et références versus control pour calculer le 
nombre de « spectres référencés ». Le calcul du score de « l’index spécifique » est le ratio des 
spectres normalisés versus les contrôles. L’«index de spécificité » varie de 0 à 1 (avec un 
maximum de seuil = 1), plus la valeur est proche de 0 meilleure est la spécificité. Les réseaux 
d’interactions sont construits sur le logiciel Cytoscape.  
 
IV. Test d’interactions in vitro 
1. Co-purification de mélange de culots protéiques recombinés sur colonne de 
Nickel en système FPLC 
Deux culots cellulaires de 400ml sont repris dans 10mL de tampon IA (20mM NaP pH 7.4, 
300mM NaCl, 10% glycerol) supplémenté de lysosyme (1mg/ml) et d’une demi pastille 
d’inhibiteur de protéases (cOmplete™ Roche) et sont conservés sur glace pendant toutes les 
étapes. Trois cycles de [5x10sec] de sonication (50% cycle) sont ensuite réalisés. Après deux 
cycles de 20min de chauffage à 70°C, la clarification des extraits bruts est effectuée par 
centrifugation (20 min, 15 000g, 4°C). Dans certains cas, un traitement à la RNase A (20ng/mL), 
RNase T1 (1000 unités) et DNase I (20ng/mL) a été fait à 37°C pendant 30min entre les 2 étapes 
de chauffages. Le surnageant obtenu est filtré (0.22µm). La purification par affinité est réalisée 
en FPLC (Fast Protein Liquid Chromatography) sur un système Akta à 4°C, en déposant l’extrait 
cellulaire filtré sur une colonne de 1ml de Nickel (HisTrap™ GE Healthcare) préalablement 
équilibrée dans le tampon IA (20mM NaP pH 7.4, 300mM NaCl, 10% glycerol). Les élutions 





sont séparées sur un gel SDS-PAGE 4-15% (BioRad) puis colorée au bleu de Coomassie (Quick 
Coomassie, CliniSciences) ou analysées en Western Blot.  
 
2. Co-purification de mélange de protéines recombinantes purifiées sur 
colonne de Nickel en système FPLC  
Un mélange contenant les protéines recombinantes pures Pab-aRNase J (9µM) et (His)6-Pab-
ASH-Ski2 DomN (3µM) ont été chauffées 20min à 70°C dans un tampon COP (20mM HEPES 
7.4, NaCl 300mM, 5mM MgCl2, 0,1mM ZnCl2, 0,2mM ATP). Le mélange est injecté sur une 
colonne de Nickel (HisTrap™ GE Healthcare) préalablement équilibrée dans le tampon IA 
(20mM NaP pH 7.4, 300mM NaCl, 10% glycerol) et placée sur un système Akta FPLC à 
température ambiante. Les élutions sont obtenues avec un gradient linaires d’Imidazole (50 à 
500mM). Les fractions protéiques sont séparées sur un gel SDS-PAGE 4-15% (BioRad) puis 
colorée au bleu de Coomassie (Quick Coomassie, CliniSciences) ou analysées en Western Blot.  
 
3. Co-purification de mélange de protéines purifiées sur bille de Nickel  
Un mélange de 200µl contenant la protéine recombinante purifiée (His)6-Pab-ASH-Ski2 
(150pmol), la sous unité 30S purifiée du ribosome de P.abyssi (30pmol) (La sous unité 30S a 
été purifié selon la méthode expliquée dans (Coureux et al. 2016) et  un ARNm 5'-
GGCAAGGAGGUAAAAAUGUUCAA-3' (150pmol) dans du tampon NI (10mM HEPES 7.5; 10mM 
MgAc, 150mM NH4Cl, 3mM β-Mercaptoethanol) sont chauffés 5min à 50°C puis incubés dans 
une colonne en plastique (ThermoScientific™) avec 25µl de résine de Nickel (Ni-NTA 
ThermoScientific™) 15min à température ambiante. Après lavage un avec 250µl de tampon NI 
puis 250µl de tampon NI supplémenté de 30mM d’Imidazole, l’élution 1 et 2 sont réalisées 
avec respectivement 35 et 50µl de tampon NI supplémenté de 250mM d’Imidazole. Les 
protéines sont visualisées après séparation dans un gel SDS-PAGE 16% et coloration au bleu 
de Coomassie.  
 
4. Mélange de protéines purifiées en système HPLC 
150pmol de Pab-aRNase J ou Pab-ASH-Ski2, 30pmol de la sous unité 30S du ribosome de P. 
abyssi et 150pmol d’un ARNm 5'-GGCAAGGAGGUAAAAAUGUUCAA-3' sont chauffées 5min à 





placée sur un système HPLC (High performance liquid chromatography) à température 
ambiante et équilibrée dans un tampon (10mM HEPES 7.5, 10mM MgAc, 6mM β-
Mercaptoethanol, 150 ou 300mM NH4Cl). Les fractions des pics correspondants aux protéines 
sont récupérées puis concentrées avant d’être déposées sur un gel SDS-PAGE 16% et coloré 
au bleu de Coomassie.  
 
V. Tests enzymatiques  
Les substrats sont décrits dans le tableau 7. 
Nom Séquence Taille (Nt) 
S1 5'-ATCGATAGTCTCTAGACAGCATGTCCTAGCAAGCCAGAATTCGGCAGCGT-3' 50 
US1 5'-AUCGAUAGUCUCUAGACAGCAUGUCCUAGCAAGCCAGAAUUCGGCAGCGU-3' 50 
5RS1 5'-GGACATGCTGTCTAGAGACTATCGAT-3' 26 
U5RS1 5'-GGACAUGCUGUCUAGAGACUAUCGAU-3' 26 
3RS1 5'-ACGCTGCCGAATTCTGGCTTGCTAGG-3' 26 
U3RS1 5'-ACGCUGCCGAAUUCUGGCUUGCUAGG-3' 26 
S1/5RS1 5'-ATCGATAGTCTCTAGACAGCATGTCCTAGCAAGCCAGAATTCGGCAGCGT-3'  
 3'-TAGCTATCAGAGATCTGTCGTACAGG-5'  
S1/U5RS1 5'-ATCGATAGTCTCTAGACAGCATGTCCTAGCAAGCCAGAATTCGGCAGCGT-3'  
 3'-UAGCUAUCAGAGAUCUGUCGUACAGG-5'  
US1/U5RS1 5'-AUCGAUAGUCUCUAGACAGCAUGUCCUAGCAAGCCAGAAUUCGGCAGCGU-3'  
 3'-UAGCUAUCAGAGAUCUGUCGUACAGG-5'  






1. Radiomarquage des substrats 
Les substrats S1, 5RS1, U5RS1 et U3RS1 sont phosphorylés en 5’ avec 50µCi d’ATP [γ32] en 
utilisant 5 unités de T4 polynucléotide kinase (ThermoScientific) durant 1h à 37°C. Le substrat 
radiomarqué US1 est obtenu par transcription in vitro de l’ADN S1 additionné d’un promoteur 
T7 en utilisant le kit MEGAscript (Ambion) selon les recommandations du fournisseur et en 
présence de 50µCi d’UTP [α32]. Les duplexes US1/U5RS1 et US1/U3RS1 sont obtenus par 
incubation des simples brins à 90°C pendant 5min dans un tampon SSC 1X (150mM NaCl, 
15mM NaCi) suivi d’une étape de refroidissement lente à température ambiante. Les duplexes 
sont dessalés sur une colonne (Micro-bio Spin, Biorad).  
 
2. Test ATPase  
250nM de la protéine recombinante pure est pré-incubée 10min à 60°C en présence ou non 
d’un extrait d’ARN totaux de P.abyssi dans le tampon ATPase (50mM Hepes pH 7.5, 50mM 
KCl, 5mM MgCl2, 2mM DTT). La réaction est initiée par l’ajout d’ATP (2mM d’ATP et 0.75µCi 
[γ32] ATP (6000 Ci/mmol)) et est incubée à 65°C. 2µl de réaction sont collectés à 0, 5, 10, 30 
et 60min et déposés sur une membrane TLC (Thin Layer Chromatography). Après migration 
dans un tampon KH2PO4, la membrane TLC est séchée et placée toute la nuit dans une cassette 
en présence d’un écran photo-stimulable (BAS-MS Imaging Plates-Fujifilm). Les écrans sont 
scannés par un phospho-imager (Typhoon Trio-Amersham Biosciences) avec une résolution 
de 100microns. La quantification de l’ATP hydrolysé a été réalisée avec le logiciel MultiGauge. 
 
3. Test d’affinité pour les acides nucléiques 
Une gamme de dilution de la protéine est réalisée (de 0 à 350nM) et est pré-incubée à 60°C 
pendant 10min. Un mixe composé de 0.5nM de substrats marqués et de tampon hélicase 1X 
(25mM Tris-HCl pH 8, 50mM NaAc, 5mM MgCl2, 2.5mM β-Mercaptoethanol) est ajouté à la 
solution protéique dans un volume final de 50µl. Après 15min d’incubation à 30°C, la réaction 
est stoppée dans la glace. Les réactions sont déposées et filtrées à travers une membrane de 
nitrocellulose (traitée au préalable avec 0.5M de KOH puis dans du tampon hélicase 1X) et une 
membrane de Nylon (traitée au préalable avec du tampon hélicase 1X) dans un Slot-Blot. Les 
membranes sont séchées et placées dans une cassette en présence d’un écran phospho-





phospho-imager (Typhoon Trio-Amersham Biosciences) avec une résolution de 100microns. 
La quantification des dépôts est faite avec le logiciel MultiGauge. Les courbes et l’analyse des 
Kd sont réalisés à l’aide du logiciel GraphPad Prism 7. 
 
4. Test d’appariement et déroulement des brins d’acides nucléiques  
4.1 Déroulement de duplexes d’acides nucléiques (Unwinding)  
Une solution Starting contenant de l’ATP (5mM), MgCl2 (5mM) et un oligo trap froid (U5RS1 
ou U3RS1, 200nM) et une solution de Réaction composée du duplexe ARN/ARN radiomarqué 
(US1/U5RS1* ou US1/U3RS1*, 5nM), de la protéine (250nM) et de tampon Hélicase 1X (25mM 
Tris-HCl pH 8, 50mM NaAc, 5mM MgCl2, 2.5mM β-Mercaptoethanol) sont pré-incubés 5min 
à 65°C. La réaction unwinding est déclenchée par l’ajout de la solution Starting  à la solution 
de Réaction. Une cinétique est réalisée à 65°C en prélevant 5µl du mélange à 0, 2, 5, 10 et 
20min puis ajoutée à 1.25µl de tampon STOP 1X (0.1% SDS, 8mM EDTA, 0.1mg/ml protéinase 
K, 4% glycérol, 0.02% Bromophénol bleu). Un contrôle sans protéine est réalisé pour chaque 
duplexe. Les substrats simples brins sont séparés des duplexes par électrophorèse dans un gel 
acrylamide 8% contenant 0.1% de SDS à 160V pendant 1h. Le gel est séché et placé dans une 
cassette contenant un écran phospho-stimulable (BAS-MS Imaging Plates-Fujifilm) o/n. Les 
écrans sont scannés par un phospho-imager (Typhoon Trio-Amersham Biosciences) avec une 
résolution de 200microns. La quantification des bandes des substrats simples brins et des 
duplexes est faite avec le logiciel MultiGauge. Les courbes sont réalisées avec le logiciel 
GraphPad Prism 7. 
 
4.2 Appariement de brin d’acides nucléiques (Annealing) 
Une solution de Réaction contenant le brin d’ARN (US1) ou ADN (S1) froid (5nM), du MgCl2 
(5mM) et du tampon Hélicase 1X est pré-incubée séparément de la protéine (3µM) pendant 
5min à 65°C. Le brin d’ADN (5RS1*) ou ARN (U5RS1*) radiomarqué (5nM) est ajouté à la 
solution réaction avec la protéine. Une cinétique est réalisée à 65°C en prélevant 5µl du 
mélange à différents temps puis ajoutée à 1.25µl de tampon STOP 1X (0.1% SDS, 8mM EDTA, 
0.1mg/ml protéinase K, 4% glycérol, 0.02% Bromophénol bleu). Un contrôle sans protéine est 
réalisé pour chaque duplexe. Les substrats simples brins sont séparés des duplexes par 





est séché et placé dans une cassette contenant un écran phospho-stimulable (BAS-MS Imaging 
Plates-Fujifilm) o/n. Les écrans sont scannés par un phospho-imager (Typhoon Trio-Amersham 
Biosciences) avec une résolution de 200microns. La quantification des bandes des substrats 
simples brins et des duplexes est faite avec le logiciel MultiGauge. Les courbes sont réalisées 
avec le logiciel GraphPad Prism 7. 
 
VI. Tests Biophysiques et structurales  
1. Diffusion dynamique de la lumière en solution (Dynamic Light Scattering)  
Les solutions de protéines pures sont centrifugées (16°C, 5 à 10min à 10000g) afin d’éliminer 
les agrégats. 8µl du surnageant est déposé dans une cuvette (cuvettes jetables de 4μl – 
référenceWyatt-  ou cuvette Quartz de 1 µl qui permettent de faire des mesures en variant la 
température de 15°C à 100°C), elles-mêmes disposées ensuite dans l’appareil de DLS 
(NanoStar, Wyat Technology, 663nm). Pour chaque protéine, 10 acquisitions de 5sec sont 
réalisées à 20.5°C après avoir fait une mesure du tampon comme contrôle (absence de signal 
de diffusion). Les fluctuations d’intensité mesurées et la fonction d’autocorrélation sont 
analysées par le logiciel DYNAMICS V7 et permet d’extraire différents paramètres : le 
coefficient de diffusion, le pourcentage de polydispersité et le rayon hydrodynamique de 
l’espèce en solution. 
 
2. SEC-MALS (Size Exclusion Chromatography – Multi Angle Light Scattering) 
Les solutions de protéines pures sont centrifugées (16°C, 5 à 10min à 10000g) afin d’éliminer 
les agrégats. 10 à 160µl de surnageant (1.5mg/ml à 5mg/ml) sont analysés sur une colonne 
Superdex Increase S200 5/150 (GE Healthcare) par diffusion statique de la lumière. La colonne 
est équilibrée dans le tampon GF (filtré 0.1 µm) sur un système chromatographique Infinity 
1260 LC (Agilent Technology). Les données sont collectées sur un système MALS (Wyatt 
Technology) à 8 angles (DAWN HELEOS-II) couplé à un réfractomètre (Optilab T-rEX). Les 
échantillons sont injectés sur la colonne et la séparation réalisée à un débit de 0.35 ml/min à 
18°C. Les résultats sont analysés avec le logiciel ASTRA 6.1 (Wyatt Technology) et permet la 
mesure de la masse molaire, du rayon hydrodynamique et ainsi de connaître l’état 







3. Fluorimétrie à balayage différentiel (Differential Scanning Fluorimetry) 
La Fluorimétrie à balayage différentiel est utilisée pour caractériser la stabilité thermique des 
protéines et déterminer les conditions dans lesquelles les protéines sont les plus stables. Un 
crible préliminaire est réalisé pour les protéines aRNase J et ASH-Ski2. Les mesures sont 
réalisées en triplicats en plaque 96 puits (Hard Shell, Bio-Rad) à 3 concentrations en protéines 
(2, 5 et 10µM), 3 concentrations en NaCl (200, 400 et 800mM) et 3 concentrations en SYPRO® 
Orange (10×) (Invitrogen) (2X, 5X et 10X) avec un volume final de 20µl par puits. Les transitions 
thermiques sont monitorées avec un système CFX96 (Real-time PCR, Bio-Rad) et les mélanges 
soumis à un gradient de température de 20 à 100°C par incrément de 0.3°C. Les courbes de 
dénaturation des protéines sont obtenues sur le logiciel CFX Manager (v 3.1) et les 
températures de fusion (Tm) identifiées aux points d’inflexion des courbes de fluorescence 
f(T). Un crible commercial (Fundament, Jena Bioscience) est ensuite réalisé pour aRNase J. 
15µl de chaque solution du crible ont été prélevés et disposés sur une plaque de 96 puits avec 
10µM d’aRNase J, 10X de sypro orange dans un tampon avec 400mM de NaCl en volume final 
de 26µl. La plaque a ensuite subi le même gradient de température et les courbes de 
dénaturation sont obtenues de la même façon que ci-dessus. 
 
4. Essais de cristallisation  
Les essais de cristallisation sont réalisés par la méthode de diffusion de vapeur en goutte assise 
dans des boîtes de 96 puits (MRC 2 Well Crystallization Plate, MDL) à l’aide du robot 
Mosquito®LCP (TTPLabtech). Différents cribles commerciaux sont réalisés (Qiagen) et listés 
dans le tableau 8. Dans chaque goutte, 200 à 250nl de solution protéique et 150 à 200nl de la 
solution d’agent précipitant du puits (80µl) correspondant sont déposés. Les boîtes sont 
scellées et stockées à 12°C dans un automate de visualisation (FORMULATRIX) ; les images des 











Tableau 8. Cribles de cristallisation testés pour les protéines Pab-ASH-Ski2, Pab-ASH-Ski2ΔC, 
Pab-ASH-Ski2-DomN et Pab-aRNase J.  
 
Protéine Cribles de cristallisation  
Pab-ASH-Ski2 DomN 
+/- Pab-aRNase J  







































5. Modélisation structurale des protéines 
Les structures connues des protéines sont récupérées dans la banque de données des 
protéines PDB (Protein Data Bank) et modélisées dans le logiciel Discovery studio. Les 
structures des protéines non résolues à ce jour sont prédites et modélisées dans le serveur 
Phyre2 (Protein Homology/analogY Recognition Engine V 2.0). Phyre2 utilise des méthodes de 
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ABSTRACT
A network of RNA helicases, endoribonucleases and
exoribonucleases regulates the quantity and quality
of cellular RNAs. To date, mechanistic studies fo-
cussed on bacterial and eukaryal systems due to the
challenge of identifying the main drivers of RNA de-
cay and processing in Archaea. Here, our data sup-
port that aRNase J, a 5′-3′ exoribonuclease of the -
CASP family conserved in Euryarchaeota, engages
specifically with a Ski2-like helicase and the RNA ex-
osome to potentially exert control over RNA surveil-
lance, at the vicinity of the ribosome. Proteomic land-
scapes and direct protein–protein interaction analy-
ses, strengthened by comprehensive phylogenomic
studies demonstrated that aRNase J interplay with
ASH-Ski2 and a cap exosome subunit. Finally, Ther-
mococcus barophilus whole-cell extract fractiona-
tion experiments provide evidences that an aRNase
J/ASH-Ski2 complex might exist in vivo and hint at an
association of aRNase J with the ribosome that is em-
phasised in absence of ASH-Ski2. Whilst aRNase J
homologues are found among bacteria, the RNA exo-
some and the Ski2-like RNA helicase have eukaryotic
homologues, underlining the mosaic aspect of ar-
chaeal RNA machines. Altogether, these results sug-
gest a fundamental role of -CASP RNase/helicase
complex in archaeal RNA metabolism.
INTRODUCTION
Post-transcriptional regulation of gene expression demands
accurate and timely RNA processing and decay to ensure
coordinated cellular behaviours and fate decisions. There-
fore, understanding RNA metabolic pathways and identi-
fying RNA processing machineries, composed in general
of ribonucleases (RNases) and ancillary enzymes such as
RNA helicases, are major challenges in RNA biology. Cur-
rently, the best-understood RNA-dedicated pathways at the
molecular level are those of Bacteria and Eukarya. In con-
trast, in Archaea, these molecular processes have been over-
looked and are far from being understood.
Archaea, micro-organisms with signature sequences re-
ported in all terrestrial and in human microbiome (1), have
attracted considerable attention because of the orthologous
relationships existing between their information processing
machineries and those of eukaryotes (2–8). Regarding RNA
machineries, it is worth mentioning that the archaeal 70S
ribosome appears to be a simplified orthologous version
of the eukaryal 80S ribosome with a reduced protein num-
ber (9,10) and that the archaeal RNA polymerase (RNAP)
shares several features with eukaryal RNAPII such as sim-
ilarities in amino acid sequences and of structures (11,12).
Furthermore, most archaeal genomes contain genes encod-
ing an evolutionary-conserved phosphorolytic 3′-5′ RNA-
degrading machinery, the RNA exosome (13), with the ex-
ception of Halophiles and some methanogens that possess
homologues of bacterial RNase R (14,15). In addition to
its ribonucleolytic activity, the archaeal RNA exosome pos-
sesses a 3′-end RNA-tailing activity (14). This machinery,
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which shares high sequence and structure similarity with its
eukaryotic counterpart, is constituted of a central catalytic
core of three dimers of Rrp41-Rrp42 forming an hexamer
ring with the three Rrp41 subunits carrying the catalytic ac-
tivity (16–18). On the top, an RNA-binding platform com-
posed of a trimer of Rrp4 and/or Csl4 subunits that has
high affinity for A-rich RNA sequences and that is required
for effective RNA degradation form the RNA exosome cap
(19–22). In addition, a protein annotated as DnaG, com-
posed of a primase domain, is part of the RNA exosome
cap through an interaction with Csl4 (23). To date, the con-
tribution of the archaeal RNA exosome to specific biologi-
cal pathways is still unknown and it remains to determine if
archaeal cells harbour dedicated RNA exosomes, with het-
erogeneous and/or homogenous trimer cap composition in
vivo.
The -CASP RNases appear as versatile ancient enzymes
with dual endo- and 5′-3′ exo-ribonucleolytic activities that
act to control RNA maturation and stability in Bacteria and
Eukarya (24,25). Our previous studies identified and char-
acterized three major groups of archaeal -CASP RNases:
aCPSF1 and aCPSF2 orthologous to the eukaryal Cleav-
age & Polyadenylation Specific factor CPSF73 and aRNase
J orthologous to bacterial RNase J (26). This composite set-
ting raises the question of the role of each -CASP group in
archaeal RNA homeostasis as well as the evolutionary ori-
gin of this family of enzyme among the three domains of life.
In recent highlights on this mosaic system, we proposed po-
tential functions within RNA-degradation machineries in
Archaea (15,27).
In Eukarya and Bacteria, as a general common thread,
both mRNA decay and translation are intimately coor-
dinated. These involve, after decapping/deprotection and
deadenylation, the 5′-3′ exoribonucleolytic activity supplied
by the eukaryal Xrn1 or bacterial RNase J exo-RNases,
which is complemented by the 3′-5′ exoribonucleolytic ac-
tivity supplied by the eukaryal RNA exosome or bac-
terial PNPase, respectively (28,29). Conserved 5′-3′ exo-
ribonucleolytic activities are crucial in mRNA homeosta-
sis in all eukaryotic and most bacterial cells. In archaeal
cells, the 5′-3′ exoribonucleolytic activity is also conserved
and is carried by aRNase J and aCPSF2. The role of this
activity has been little studied (30,31) and it remains to be
clarified in which specific RNA decay and processing path-
ways it is involved. aRNase J and aCPSF2 exo-RNases have
been identified being highly processive and having a pref-
erence for mono-phosphorylated RNA substrates in Eur-
yarchaeota and Crenarchaeota, respectively (32,33). In ad-
dition, a directional 5′-3′ RNA decay pathway was pro-
posed to be at play in the crenarchaeal Sulfolobus solfatari-
cus cells. In vitro and in vivo studies evidenced cap-like struc-
ture of translation initiation factor (aIF2- ), protecting
RNA 5′-triphosphorylated ends from a 5′-end-dependent
decay (30,33–34).
In this study, we focus on aRNase J as we identified this
enzyme to be encoded in most of the Euryarchaeota phy-
lum (26,32,35–36). Deciphering the physiological functions
and relevance of 5′-3′ ribonucleolytic activity of the aR-
Nase J is a mandatory step towards understanding its im-
pact on cellular RNA homeostasis in euryarchaeal cells. Us-
ing combined biochemical, proteomics and genetics cou-
pled with phylogenomic analyses, we show that aRNase J
forms a widely-conserved multi-protein complex with the
archaeal specific helicase of the Ski2 family, ASH-Ski2 and
we present evidences that, in Thermococcales cells, the aR-
Nase J cross-talks with the RNA exosome. Moreover, our
mutational analyses pinpoint functionally important do-
mains involved in the aRNase J/ASH-Ski2 and aRNase
J/Csl4 protein–protein interactions, respectively. Finally,
we observed that a potential aRNase J–ribosome interac-
tion exists and that could physically link 5′-3′ mRNA decay
to translation in Euryarchaeota.
Altogether, our work builds the first blocks of complexes
and networks involved in RNA-metabolic pathways in Eur-
yarchaea as we propose that aRNase J participates in RNA
decay routes in the vicinity of the ribosome, in coordina-
tion with the ASH-Ski2 helicase and/or the RNA exosome,
pointing a close relationship between the RNA exosome
and Ski2-like helicase in Euryarchaea. The mosaic setting
of players around the 5′-3′ exo-RNase aRNase J, which is
orthologous to bacterial RNase J, give a milestone towards
the conservation of general principles of RNA-processing
across the three domains of life since the ASH-Ski2 and
RNA exosome have homologues found in Eukarya.
MATERIALS AND METHODS
Vectors and Oligonucleotides
The supplementary Tables S1 and 2 summarize T7-
promotor-driven pET vectors and oligonucleotides used in
this study. All constructions were obtained by assembling
polymerase chain reaction fragments using InFusion®
cloning kit (Takara). Using appropriate sets of oligonu-
cleotides, pET vectors were amplified with the PrimeS-
TAR Max DNA polymerase (Takara) and the coding se-
quence of Pyrococcus abyssi aRNase J (PAB1751), ASH-
Ski2 (PAB2313), Hel308 (PAB0592), DnaG (PAB0316),
Rrp41 (PAB0420), Rrp4 (PAB0419) and Csl4 (PAB2314)
were amplified from genomic DNA using the Phusion
High-Fidelity DNA polymerase (ThermoFisherScientific).
The pET vectors expressing the ASH-C124A, Csl4-F121A
and Csl4-F129A variants were generated by site-directed
mutagenesis of their wild-type counterparts with appropri-
ate sets of oligonucleotides using the QuikChange II XL Kit
(Stratagene) as recommended.
Thermococcus barophilus strains
The chromosomal copy of the TERMP 01768 (encoding
Tba-ASH-Ski2) and the TERMP 00146 (encoding Tba-
aRNase J) were deleted by the pop-in/pop-out method
to generate the Thermococcus barophilus ASH-Ski2 and
aRNase J strains, respectively using published protocol
(37,38).
Production and purification of bait proteins
Escherichia coli BL21-CodonPlus (DE3) cells freshly trans-
formed with pET15-aRNase J, pET15-ASH-Ski2, pET21-
ASH-Ski2, pET15-Csl4 or pET15-Rrp41 vectors (Supple-
mentary Table S1) were grown in 400 ml of LB medium at
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at an OD600nm of 0.6 by the addition of 0.1 mM IPTG (Iso-
propyl -D-1-thiogalactopyranoside). After 3 h of induc-
tion at 30◦C, the cells were collected, suspended in 10 ml of
lysis buffer (50 mM NaPhosphate, 300 mM NaCl, 10 mM
Imidazole) supplemented with 1 mg.ml−1 of lysozyme and
a mix of ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA)-free pro-
tease inhibitor (cOmpleteTM, Roche) and lysed by sonica-
tion (4×[5*10 s], 50% cycle, VibraCell Biolock Scientific).
When mentioned, the cleared extracts, obtained by cen-
trifuging the crude extracts (20 000 g 4◦C, 20 min), were
treated with a mix of RNase A (20 g.ml−1), RNase T1
(1U.l−1) and DNase I (20 g.ml−1) containing 10 mM of
MgCl2 for 30 min at 37◦C. After a heating step at 70◦C
for 20 min, the extracts were furthered clarified by cen-
trifugation (20 000 g, 4◦C, 20 min). The recombinant pro-
teins were two-step purified from the soluble fractions to
near homogeneity using FPLC (Fast Protein Liquid Chro-
matography, Äkta-purifier10, GE-Healthcare): first, by a
nickel-attached HiTrap chelating column (HisTrap 1 ml,
GE-Healthcare) with a linear gradient of 100–500 mM im-
idazole; secondly, by a heparin column (HiTrap Heparin
1 ml, GE-Healthcare) with a linear gradient of 300 mM
to 1 M NaCl. The eluted fractions containing His-tagged
proteins were pooled and dialyzed overnight against 500 ml
of dialysis buffer (20 mM HEPES pH 7.5, 300 mM NaCl,
1 mM DTT (Dithiothréitol), 10% glycerol buffer).
Co-purification by chromatography affinity
Cells expressing His-tagged bait proteins were produced
as described above. Cells expressing untagged prey pro-
teins were obtained after transforming E. coli BL21-
CodonPlus (DE3) cells with pET11-aRNase J, pET11-
ASH-Ski2, pET11-Csl4 or pET11-Pab-Rrp41 vectors (Sup-
plementary Table S1) and using the same conditions for
growth and induction. Two cell pellets from 200 ml of cul-
tures expressing either bait or prey protein were mixed upon
lysis (as before). The bait proteins alone or in complex with
the prey proteins were purified by nickel affinity chromatog-
raphy using Ni2+-NTA column matrices (HisTrap 1 ml, GE-
Healthcare). The elution was obtained with a linear 100–
500 mM imidazole gradient after washing steps at 10 and
50 mM of imidazole. For each couple of bait/prey that were
tested, the co-purification assays were at least performed
twice either in presence or absence of RNase/DNase treat-
ment (as above). The proteins from recovered fractions were
analysed by Western blotting (4–15% Mini PROTEAN®
TGX Stain-Free™ Gels & Trans-blot® Turbo™ Nitrocellu-
lose Transfer Pack, BioRad). The bait proteins were probed
using a His Tag HRP-conjugated antibody (Ozyme) di-
luted 5000-fold. The prey proteins were probed using poly-
clonal antibodies against Pab-aRNase J, Pab-ASH-Ski2,
Pab-Csl4, Pab-Rrp41, Pab-DnaG or Pab-aCPSF1 (custom
polyclonal antibodies, Eurogentec) diluted 10 000-fold and
an anti-rabbit IgG HRP conjugate (Promega) diluted 5000-
fold.
Pull-down by affinity purification assays
The pull-down assays were performed in triplicate with clar-
ified whole-cells extract of P. abyssi cultivated on exponen-
tial growth phase in bioreactors under physiological condi-
tions (95◦C, pH 6.5, anaerobic). The cell extracts were pre-
pared as described in (39). Briefly, P. abyssi pelleted cells
were re-suspended in 1/3 w/v of 1× phosphate-buffered
saline (PBS) buffer (Euromedex), supplemented with 300
mM of NaCl and a mix of EDTA-free protease inhibitor
(cOmpleteTM, Roche). After sonication (VibraCell Biolock
Scientific), the crude extracts were clarified by centrifuga-
tion (20 000 g, 30 min, 4◦C). Purified His-tagged proteins
were used as baits in clarified whole-cell extract of P. abyssi.
Briefly, 20 g of bait proteins were immobilized on 0.6
mg of cobalt-coated magnetic beads (Dynabeads, Invitro-
gen). The complex baits-beads were further incubated with
2 mg of P. abyssi extract under rotation for 2 h at room
temperature. The protein complexes formed in vitro were
separated on a magnet and washed extensively with PBS
buffer (3*4 ml and 2*1 ml). A second round of pull-down
assays was performed with an additional step to eliminate
non-specific interaction via DNA or RNA molecules by
incubating the protein complexes with an RNase/DNase
mix (10 g.ml−1 of RNase A and DNase I) for 30 min
at room temperature before applying the magnetic force.
A control was also performed under identical conditions
using cobalt-coated beads alone instead of the baits-beads
complexes. Purified protein complexes were eluted in 25 l
of XT sample buffer (BioRad) containing 2 l of 20× re-
ducing buffer at 95◦C for 10 min and separated by sodium
dodecyl sulphate-polyacrylamide gelelectrophoresis (SDS-
PAGE) short migration on 12% SDS-PAGE (Criterion XT
Precast gels–BioRad). After a short migration, the proteins
were extracted by cutting out each protein track into one
piece followed by shotgun proteomic analyses. For western
blot analyses, protein complexes were separated by SDS-
PAGE on 4–20% pre-cast Bis-Tris gel (NuPAGE Life tech-
nology).
Proteomic analysis
The mass spectrometry analyses were performed at Paris
Sud Ouest PAPPSO proteomics core facility (http://papso.
inra.fr). Briefly, after a short run on a SDS-PAGE gel, bands
of proteins were excised from the gel. In-gel tryptic digestion
was performed 6 h at 37◦C with 100 ng of modified trypsine
(Promega) dissolved in 50 mM NH4CO3. Peptides were ex-
tracted with 0.1% trifluoroacetic acid (TFA) and 50% ace-
tonitrile (ACN). Extracted peptides were dried and sus-
pended in 30 l of 0.05% HCOOH, and 2% ACN. A total
of 4 l of samples were then loaded on a NanoLC-Ultra sys-
tem (Eksigent). Eluted peptides were analysed on-line with
a QExactive mass spectrometer (Thermo Scientific Elec-
tron) using a nanoelectrospray interface. Peptide ions were
analysed using Xcalibur 2.1 with data-dependent acquisi-
tion steps. Peptides were identified with X!TandemPipeline
open source software by spectrum matching approach. The
mass spectrometry proteomics data have been deposited to
the ProteomeXchange Consortium via the PRIDE partner
repository with the dataset identifier PXD015856”.
The MS data were processed in order to identify spe-
cific interaction signals. Global specific spectra from sam-
ples were normalized, as described in (40), between repli-
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minimum MS signal for network hit validation. Normal-
ized spectra were then averaged between replicates and ref-
erenced versus control to calculate the number of ‘Refer-
enced Spectra’. Calculation of the ‘Specificity Index’ score
is the ratio of the averaged normalized spectra in control
versus assay. The ‘Specificity Index’ varies from 0 to 1 (with
a maximum threshold of 1) as the specificity decreases. For
the AP-MS experiments with aRNase J as bait, nuclease
and nuclease-free assays were run in triplicate, whereas for
ASH-Ski2 the same analyses were performed in 4 replicates.
For aRNase J n = 6 for the controls and for ASH-Ski2 n =
8 for the controls. For ASH-Ski2, we took only into consid-
eration hit proteins detected independently in both His-Tag
orientations. The effect of nuclease has been identified as:
Nucl. Effect = 100 × Spectra No Nuclease − Spectra Nuclease
Spectra No Nuclease
Diagram networks have been created using Cytoscape
3.7.2 software (41).
Multiple sequence alignments and phylogenetic tree construc-
tions
The complete archaeal and bacterial genome entries were
retrieved from the EBI (European Bioinformatics Insti-
tute). The collection of helicases from super-families SF1
and SF2 were identified by RPS-Blast of Pfam domains
DEAD (PF00270) or Helicase C (PF00271) among a set of
completely sequenced non-redundant genomes composed
of 114 archaeal genomes and 1105 bacterial genomes. A
total of 17 661 helicases were identified and further com-
pared to each other using the BlastP program. Partition-
ing of the all-vs-all Blast results was achieved using the
Markov Cluster Algorithm (42) and resulted in 84 clus-
ters of >5 orthologous archaeal helicases. The archaeal se-
quences were collected and corresponded to occurrences
with COG1202 for ASH-Ski2. We also collected an initial
set of proteins using COG profile annotations (COG1096
for Csl4 and COG0689 for Rrp41) from complete archaeal
genomes. Hidden Markov model (hmm) profiles were built
for each family and used with hmmsearch (HMMER pack-
age, (43)) to identify homologues in our archaeal proteome
sample. In addition, to identify potential unannotated genes
and pseudogenes, we performed tblastn searches.
The archaeal phylogenetic tree was inferred from a con-
catenated dataset of 81 protein families obtained from COG
annotation. If multiple copies occurred in a genome, all par-
alogues were removed. The sequence alignments for each
family were created using the MUSCLE program (44) with
the default parameters. We used the trimAl program (45)
to remove spurious sequences and poorly aligned positions
and to analyse the quality of the alignments according to
gap numbers and residue conservation in the columns of
the alignments. These parsed alignments were concatenated
to produce a single alignment of 17 827 residues. When
a species did not have a record for a family, the miss-
ing sequence was replaced by gaps in the alignment. The
maximum-likelihood tree was computed with PhyML (46)
and the optimal combinations of parameters was selected
using ProtTest3 program (47). The LG model of sequence
evolution was used and the gamma-distributed substitution
rate variation was approximated by eight discrete categories
with shape parameter and proportion of invariant sites esti-
mated from the data. The statistical branch support was in-
ferred with the parametric bootstrap. The archaeal Ski2-like
helicase alignment was built by Mafft incorporating local
pairwise refinement (L-INS-i) up to 2000 iteration (maxiter-
ate 2000) (48) and trimmed with trimAL as described above.
The archaeal ASH-Ski2 helicase tree was computed with
the same approach as that of the species tree except that the
gamma-distributed substitution rate variation was approx-
imated by four discrete categories. Both trees (species and
Ski2-like helicases) were arbitrarily rooted and were drawn
with the online version of iTOL (49).
Sucrose gradient fractionation of cell extracts
Pyrococcus abyssi and T. barophilus cells were grown at 92◦C
and 85◦C, respectively, in continuous culture in a 5-l Gazlift
bioreactor in MES medium under anaerobic conditions at
pH 6.8 (50). Cells were maintained in exponential growth
phase between 2 and 4*108 cells per ml. After cell culture
harvesting at 8◦C, Cells were pelleted by centrifugation (10
000 g, 20 min at 4◦C) and washed two times with a sterile
sea salt solution at 30 g.l−1. Dry cell pellets were stored at
−80◦C. A total of 200 mg of cell pellet was re-suspended in
1/3 w/v of buffer TK buffer (20 mM Tris–HCl, 100 mM
KCl, 10 mM MgCl2, 1 mM DTT) containing a cocktail
of EDTA-free protease inhibitor (cOmpleteTM, Roche) or
TK-EDTA buffer (TK buffer supplemented with 20 mM
EDTA). Whole-cell extracts were prepared by sonication
(10*10 s, 50% cycle, VibraCell-Bioblock scientific). Lysates
were cleared at 21 000 g for 30 min. Approximately 10 mg of
whole-cell extract protein were layered on a linear 10–30%
sucrose gradient prepared in TK or TK-EDTA buffers and
centrifuged for 5 h at 35 000 rpm at 4◦C in Beckman-Avanti
XPN-80 SW41 rotor. It was not possible to determine the
positions of 30S and 50S ribosomal subunits by classical
A254 scanning with the ISCO UA-6 gradient fraction col-
lector due to the inherent colorimetry of the P. abyssi and
T. barophilus cellular extract. For each gradient, 21 fractions
of 500 l were collected. A total of 250 l of each fraction
were precipitated with of 45 l of 100% trichloacetic acid
(TCA). After 30min at −20◦C, samples were centrifuged 30
min at 16 000 g at 4◦C. The protein pellets were washed with
500 l of glacial acetone (16 000 g, 15 min at 4◦C), dried
and re-suspended in 20 l of 20 mM Tris–HCL pH 8. After
adding 4 l of 6× loading buffer (375 mM Tris–HCL pH
6.8, 12% SDS, 30% -mercaptoethanol, 0.6% Bromophe-
nol Blue, 36% glycerol), samples were heated at 95◦C for 10
min before proceeding to SDS-PAGE.
Relative quantification of ribosomal RNAs by Slot Blot
A total of 20l of each fraction collected from sucrose gra-
dient, equally diluted beforehand to set the fraction with
the highest nucleic acid content at a concentration of 2.5
ng.l−1, was added to 55 l of denaturation buffer (2.2 M
formaldehyde, 50% deionized formamide, 0.5 mM EDTA,
10 mM MOPS, 4 mM NaCl) and incubated at 65◦C for
5 min. Each 75 l-sample was spotted on a nylon mem-
brane (Amersham Hybond-XL; GE Healthcare) by vac-
uum filtration (PR648-HoeferTM Slot Blot). After UV-
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5′-end P32-labelled oligonucleotides in Roti-Hybrid-Quick
buffer (Roth) and washed three times at 42◦C for 15 min
with SSC buffer (SSC 20×: 3M NaCl, 300 mM sodium cit-
rate, pH 7) containing 0.1% of SDS (5×, 1× and 0.1×, re-
spectively). Sequences of antisense oligonucleotides used to
detect T. barophilus 16S and 23S rRNAs are listed in Supple-
mentary Table S2. Radioactive signals were visualized on a
phoshorImager (Typhoon Trio-Amersham-Bioscience) and
quantified using MultiGauge software (Fujifilm).
RESULTS
The protein–protein interaction network of aRNase J in-
cludes key components of RNA metabolism
To explore the protein interaction network of the eur-
yarchaeal aRNase J, we carried out affinity purification cou-
pled to mass spectrometry (AP-MS) analyses in P. abyssi
cell extracts, as already described (39). Recombinant aR-
Nase J from P. abyssi, with C-terminal (His)6-tag (aRNase
J-His), was produced, purified and used as baits for AP-
MS experiments. In order to discriminate specific protein
interaction from column background, we performed mock
AP-MS analyses with P. abyssi cell extracts in absence of
protein bait. In addition, to determine if some interactions
are mediated through RNA or DNA, we implemented a nu-
clease treatment after incubating the cell extract with the
bait. The co-purified partners were identified by bottom-
up proteomic techniques coupled with mass spectrome-
try. We used an algorithm that prioritizes the specificity
of the interaction to classify partners identified in tripli-
cate AP-MS. The list from the most to the least specific
is displayed on Supplementary Table S3. Remarkably, we
found that aRNase J is at the centre of a protein interac-
tion network that includes proteins with central functions
in physiological processes. The pie chart, shown on Figure
1A (left panel), categorizes these processes. A large major-
ity (64%) of the protein partners of aRNase J-His are an-
notated as involved in RNA metabolism from transcrip-
tion (RNA polymerase subunits), RNA modification (C/D
guide RNP components) and RNA decay (RNA exosome)
to translation (ribosomal proteins and translation initiation
factors). Amongst protein partners, 14 were detected with a
high-specific score in the aRNase J pull-downs whereas no
spectra signal were sensed in the controls for these candi-
dates (values of 0 in Supplementary Table S3). Remarkably,
the Rrp41 and Rrp42 catalytic core subunits and the Rrp4
cap subunit of the RNA exosome were retrieved among the
foremost of the fourteen highly significant protein partners
(Supplementary Table S3). Both subunits of the RNA poly-
merase (RpoA1/A2) were also detected with highly signif-
icant scores. Ribosomal proteins and components of the
C/D box guide RNP complex are also part of the aRNase
J network (51,52). Remarkably, these exploratory analyses
reveal PAB2313, a putative ATP-dependent RNA helicase,
as a potential partner of aRNase J-His.
In addition, proteins known to be involved in DNA main-
tenance processes, like RPA41, were also recovered as sig-
nificant partners (Supplementary Table S3). RPA41 cor-
responds to the large subunit of the RPA complex that
binds to single-stranded DNA. Interestingly, a physical in-
teraction between RPA41 and the RNA polymerase has
been previously demonstrated in P. abyssi (39). It was re-
vealed that the RPA complex enhance transcription rate
in vitro, probably via RPA41 interacting with the non-
template strand of the elongating complex. In this light, the
presence of RPA subunit in the interaction network of aR-
Nase J could be considered as a further evidence for the in-
volvement of aRNase J in RNA metabolism.
Finally, to spotlight protein complexes of aRNase J net-
work, we built a protein interaction map of aRNase-His
based on the spectral index of Supplementary Table S3 (Fig-
ure 1B). In light of this network, we propose that the 5′-3′
exonuclease aRNase J cross-talks with RNA machineries of
the cell.
The P. abyssi ASH-Ski2 helicase shares a common network
with P. abyssi aRNase J RNase and the RNA exosome
Interestingly, in the network of aRNase J, we retrieved
PAB2313, a putative RNA helicase, that appears to be a
member of the Ski2-like helicase family (53) renowned for
their crucial role in RNA decay in eukaryotic cells (54) and
we named it ASH-Ski2. To gain further experimental evi-
dence of a coordinated action of aRNase J and ASH-Ski2,
we performed new rounds of AP-MS analyses in duplicate
with recombinant C- and N-terminal (His)6-tagged versions
of P. abyssi ASH-Ski2 as baits, respectively, and obtained
an exhaustive list of partners (Supplementary Table S4).
The ASH-Ski2 partner pie chart shows that a large major-
ity (73%) of identified proteins are annotated as players of
RNA metabolism and translation. Indeed, out of 34 in to-
tal, 12 ribosomal proteins and four subunits of the RNA
exosome are identified as specific partners (Figure 1A, right
panel and Supplementary Table S4). Notably, aRNase J is
ranked as the first candidate of the ASH-Ski2 partner list of
Supplementary Table S4. aRNase J is detected, both with a
high-specific score and reference spectra in assays treated
or not with nucleases. Furthermore, 21 protein partners
are common to both aRNase J and ASH-Ski2 networks
(Figure 1B). This highlights a tight cross-talk of aRNase
J and ASH-Ski2 in P. abyssi cells. It should be noted that
several partners of ASH-Ski2 are affected by the nuclease-
treatment when compared to aRNase J, which includes the
RNA polymerase subunits but also the RNA exosome sub-
units.
To ensure that aRNase J and ASH-Ski2 are part of the
protein interaction network of the RNA exosome, we per-
formed additional pull-down assays, in duplicate, using a
purified N-tagged His-Rrp41 of P. abyssi as bait. Amongst
the pull-downed proteins of the Rrp41 subunit, by west-
ern blotting, we specifically detected endogenous Csl4 and
DnaG cap subunits, aRNase J and ASH-Ski2, but not the
endo-RNase aCPSF1 (Figure 2). Altogether with the lim-
itation that the pull-down was performed with the sole
Rrp41 subunit and not with a re-formed complex with the
Rrp42 core and Csl4/Rrp4 cap subunits, these results sup-
port a potential interplay between aRNase J, ASH-Ski2 and
components of the archaeal RNA exosome in P. abyssi cells.
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Figure 1. (A) Functional classification pie charts of proteins identified by pulldown-MS/MS approach using recombinant aRNase J and ASH-Ski2 as baits,
respectively. (B) Network of protein partners for aRNase J and ASH-Ski2. The aRNase J and ASH-Ski2 baits are labelled in yellow. Network backbone
is represented in black lines except for ASH-Ski2 and aRNase J for which reciprocal interactions are in red. Common partners of ASH-Ski2 and aRNase
J are indicated in pink whereas specific partners are indicated in blue. Bolded circle indicate highly specific hits, absence in all control runs, with a ‘spectra
index’ of 0 (see Supplementary Tables S3 and 4).
The archaeal ASH-Ski2 members share identical taxonomic
distribution as aRNase J members
To gain insights into the relationship that exists between ar-
chaeal aRNase J and ASH-Ski2 members as well as with
the RNA exosome subunits, we compared their taxonomic
distributions amongst the archaeal phylogeny. To do so,
we first upgraded a phylogenomic study of the superfam-
ily of the archaeal SF2 helicase (53) in order to accurately
identify the Ski2 family of helicases encoded in archaeal
genomes. In contrast to the role of eukaryotic Ski2-like
RNA helicases in RNA homeostasis, reports on the func-
tions of archaeal Ski2-like helicase family members are still
scarce. As a common theme throughout SF2 helicase fam-
ilies, the unique characteristics of Ski2-like family mem-
bers are mainly derived from accessory domains that dec-
orate the helicase core and provide additional functionali-
ties (55,56). Ski2-like helicase structures demonstrate that
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Figure 2. Pull down assays using the recombinant (His)-Rrp41 protein as bait in whole-cell extracts of Pyrococcus abyssi; FT corresponds to the flow
through, P to the pull-downed fraction and M to the protein ladder. Each fraction was analysed by Coomassie blue staining of SDS-PAGE (left panel)
and by western blotting using specific antibodies for aRNase J, ASH-Ski2, DnaG, Csl4 and aCPSF1 (right panel). To highlight the pull-downed proteins,
the relative signals were average from two independent assays as indicated below each panel.
four domain assembly of two RecA domains, a winged he-
lix domain and a ratchet domain (54,57). By performing
RPS Blast searches, we retrieved all archaeal Ski2-like he-
licase member sequences from 147 non-redundant com-
pletely sequenced archaeal genomes. In addition to Hel308
members, characterized by the COG 1204 and documented
with enzymatic features of DNA helicases (54,58–61), we
also retrieved the ASH-Ski2 group, characterized by the
COG 1202 (53). Interestingly ASH-Ski2 members hold an
additional N-terminal domain in which four strictly con-
served cysteines have the propensity to form a zinc-finger-
like motif (62) (Figure 3A). ASH-Ski2 members are spe-
cific of euryarchaeal phylogenetic groups with the Lokiar-
chaeum as an exception (Figure 3B). Remarkably aRNase J
and ASH-Ski2 members present similar occurrence, which
is restricted to most euryarchaeal groups, with the excep-
tion of the archeoglobales and thermoplasmatales. Fur-
thermore, the co-evolution of aRNase J and ASH-Ski2
members shown by the comprehensive congruence of aR-
Nase J and ASH-Ski2 phylogenetic trees, with only few ob-
served leaf displacements within taxonomic groups, rein-
forces their potential functional interplay (Supplementary
Figure S1). Altogether, protein networks combined with
our phylogenomics analyses argue for a coordinated action
of aRNase J and ASH-Ski2 in specific cellular processes in
Euryarchaeota.
Subsequently, we compared the taxonomic distribution
of aRNase J, ASH-Ski2 and the RNA exosome Rrp41 and
Csl4 subunits along the archaeal phylogeny (Figure 3B).
Like in our previous studies (15,27), we showed that the
RNA exosome is not present throughout the whole archaeal
taxonomy and that aRNase J, as well as ASH-Ski2, do
not follow the taxonomic distribution of RNA exosome
components. Indeed, it is absent from the Halobacteria
and Methanomicrobiales members for which the 3′-5′ exo-
ribonucleolytic activity is carried by another enzyme, the
aRNase R (14,15). In the Methanococci group, no enzyme
with equivalent activity could be, so far, detected by com-
parative genomics.
aRNase J forms a stable complex with the helicase-like ASH-
Ski2, in vitro
To investigate a direct interaction between aRNase J and
ASH-Ski2, we used an in vitro co-purification assay on
nickel affinity chromatography to test pairwise interactions.
A recombinant (His)6-tagged bait (His-ASH-Ski2) and an
untagged prey (aRNase J) from P. abyssi were expressed in-
dependently in E. coli cells using the pET15b and pET11b
expression vectors, respectively (Supplementary Table S1).
Cells over-expressing the recombinant (His)6-tagged bait or
the untagged prey proteins were mixed in a 1:1 ratio prior
the lysis step. After nucleic acids removal with a cocktail of
nucleases, most of the proteins from E. coli were eliminated
at 70◦C for a specific enrichment of the thermo-resistant
proteins from P. abyssi. The clarified cellular extracts were
then injected on a nickel column to retain the bait His-ASH-
Ski2 protein and its potential interacting partners. Washing
steps with low imidazole concentrations served at remov-
ing weakly bound contaminants. The bait and the retained
interacting proteins were eluted with a linear gradient of
imidazole. The protein content of each recovered fractions
was analysed by SDS-PAGE. The specific presence of aR-
Nase J and His-ASH-Ski2 was revealed by western blot-
ting using specific antibodies as shown in Figure 4A. As
expected, aRNase J co-elutes with His-ASH-Ski2 even af-
ter nucleic acids removal. This establishes that, at high tem-
perature and ionic strength (300 mM NaCl), aRNase J and
His-ASH-Ski2 associate to form a stable complex that is
not mediated through RNA or DNA molecules (Figure 4A,
top panel). As a control, to demonstrate that protein co-
purification is a consequence of complex formation rather
than non-specific interactions with the column matrices, we
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Figure 3. (A) Schematic protein domain architecture of the ASH-Ski2 group. The common SF2 core is composed of the RecA1 and RecA2 subdomains
(Pfam DEAD & Helicase C) in orange, of the C-terminal domain in green and of the N-terminal domain in grey. The strictly conserved cysteine residues
of the N-terminal domain are represented. (B) Taxonomic distributions of ASH-Ski2, aRNase J and Rrp41/Csl4 from the RNA exosome among archaeal
genomes. Their occurrence is plotted and juxtaposed to the archaeal specie tree. Taxonomic orders and Pfam domains are colour coded. Darker and lighter
shades indicate multiple copies and pseudogenes, respectively.
are not intrinsically retained on Ni2+-NTA column matri-
ces (Supplementary Figure S2A). Despite the robustness
of these data, we cannot completely exclude a stabilization
of an ASH-Ski2 /aRNase J complex by remaining E. coli
proteins like ribosomal proteins that are highly abundant.
However, we have additional evidence supporting an inter-
action between aRNase J and ASH-Ski2. By comparing the
sedimentation profiles (5–25% sucrose gradient) of each in-
dividual purified protein to the one obtained with a mixture
of both (Supplementary Figure S2B), we showed that the
sedimentation profile of aRNase J is affected by the pres-
ence of ASH-Ski2. Indeed, whilst the sedimentation profile
of aRNase J alone most likely corresponds to its homote-
trameric form as observed for Methanolobus psychrophilus
aRNase J in solution (63), in presence of ASH-Ski2, a sig-
nificant proportion of aRNase J is shifted to fractions of
different molecular weight. This shift is most likely due to
an interaction with ASH-Ski2 that is found in the same frac-
tions as aRNase J.
To uncover which protein domain of ASH-Ski2 is specif-
ically involved in the formation of a complex with aRNase
J, variants of His-ASH-Ski2 were used as baits for the un-
tagged prey aRNase J. Pairwise interactions were tested as
previously described performing in vitro co-purification as-
says (Figure 4A, lower panels). Our results indicate that the
accessory C-terminal domain of ASH-Ski2 (His-C) is not
required in establishing an in vitro interaction with aRNase
J as the elution profile is comparable to the one with full-
length ASH-Ski2. In contrast, the accessory N-terminal do-
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Figure 4. In vitro co-purification assay of aRNase J challenged by His-ASH-Ski2 and His-Hel308. (A) Schematic representation of the protein domain
architecture of ASH-Ski2 from Pyrococcus abyssi and affinity co-purification assays on nickel chromatography column of recombinant untagged aRNase
J with His-ASH-Ski2 and its variants. The full-length protein (His-WT), deleted for the C-terminal (His-C) and N-terminal (His-N) domains or
harbouring a punctual substitution of the conserved cysteine residue into alanine (His-C124A) were used as baits. The fractions were analysed by western
blotting using an His-Tag or a specific antibody against aRNase J. S: supernatant loaded on the affinity Nickel column; FT: flow through; 10 mM (lanes
1–3) and 50 mM (lanes 4–6) imidazole washing steps; Elution with an Imidazole gradient from 100 to 500 mM (lanes 7–12). Experiments performed with
nuclease treatment (+Nt) are indicated on the left of each panel. (B) Assays as performed in (A) with the wild-type N-terminal domain DomN (His-WT)
or containing the C124A substitution (His-C124A) of ASH-Ski2. (C) Assays as carried in (A) but with His-Hel308 as the protein bait.
teraction since aRNase J does not co-elute with the N
variant of ASH-Ski2. Finally, we showed that the acces-
sory N-terminal domain of ASH-Ski2 expressed alone (His-
DomN) is sufficient to establish an in vitro interaction with
aRNase J (Figure 4B, top panel).
The sequence alignment of the N-terminal domains of
archaeal ASH-Ski2 highlights the presence of four strictly
conserved cysteines with the propensity to form a zinc
finger-like motif (Figure 4A). To test whether this motif
is critical for the interaction between ASH-Ski2 and aR-
Nase J, we substituted the C124 residue of full-length His-
ASH-Ski2 and His-DomN by an alanine (A) and we chal-
lenged their capacity to retain aRNase J on Ni2+-NTA col-
umn as before. Our results show that the conserved C124
residue is critical in establishing or in stabilizing an inter-
action between the full-length or DomN of ASH-Ski2 and
aRNase J (Figure 4A and B, lower panels). Indeed, the
single C124A substitution is sufficient in destabilizing this
interaction.
Finally, to confirm the specificity of the interaction be-
tween aRNase J and ASH-Ski2, we performed similar in
vitro co-purification assays using aRNase J as a prey and
His-Hel308, another Ski2-like helicase encoded in the P.
abyssi genome, as bait. In this configuration, aRNase J is
not retained on the Ni2+-NTA column matrices (Figure 4C)
meaning that aRNase J specifically interacts with ASH-
Ski2. This result is not surprising as members of the Hel308
family do not possess the N-terminal zinc finger-like motif
extension.
aRNase J forms a complex with the exosome cap-subunit
Csl4 in vitro
We also tested the pairwise interactions between aRNase J
or ASH-Ski2 and RNA exosome subunits that are among
the most retrieved proteins with aRNase J and ASH-Ski2
in the AP-MS analyses (Figure 1B; Supplementary Tables
S3 and 4). The results of the in vitro co-purification assays
performed as described above are summarized in Figure
5A. First, we challenged the catalytic subunit His-Rrp41
as bait with aRNase J or ASH-Ski2 as preys. Only aR-
Nase J could be recovered in the elution fractions together
with His-Rrp41. The Rrp41/aRNase J complex is nucleic
acid-dependent since its formation is sensitive to nuclease
treatment (Figure 5B). Then, we challenged the exosome
cap subunits His-Rrp4, DnaG-His or His-Csl4 as baits with
aRNase J or ASH-Ski2 as preys. In our conditions, nei-
ther Rrp4 nor DnaG were found to interact with aRNase
J (Supplementary Figure S2C) or Rrp4, DnaG nor Csl4
with ASH-Ski2 (Supplementary Figure S2D). In contrast,
the exosome cap-subunit Csl4 is able to form a complex
with aRNase J that is not sensitive to nuclease treatment
and therefore is not mediated by nucleic acids (Figure 5C).
To go further in the characterization of this association,
we then searched for the protein domains of Csl4 that are
involved in the formation of the Csl4/aRNase J complex.
Whilst the N-terminal domain of Csl4 (N) is not required,
its C-terminal domain (C) is critical for the formation of







niveristé Paul Sabatier user on 11 M
arch 2020
10 Nucleic Acids Research, 2020
Figure 5. In vitro interaction of ASH-Ski2 and aRNase J with the RNA exosome subunits. (A) Schematic representation of the RNA exosome machine and
of the pairwise interactions detected in this study. Plain arrows indicate interactions resistant to nuclease treatment. Dotted arrows indicate interactions
sensitive to nuclease treatment. The in vitro co-purification assays of ASH-Ski2 or aRNase J challenged by His-Csl4 are shown in (B) and (C), respectively.
The schematic representation of the protein domain architecture of Csl4 is shown (see also Supplementary Figure S3B). Wild-type Csl4 (His-WT) and
variants with a deletion of the C-terminal (His-C) or N-terminal (His-N) or a punctual substitution of phenylalanine 121 in alanine in the S1 domain
(His-F121A) were used as baits. Legend details are as in Figure 4.
To highlight specifically conserved residues in Csl4 se-
quences that are co-distributed with aRNase J, we derived
weblogos from multiple alignments of Csl4 co-distributed
or not with aRNase J. Several positions (including F/Y121
and F129, numbering according to the P. abyssi sequence)
in the S1 domain of Csl4 could be identified as highly
conserved in Csl4 sequences in the context of the co-
distribution with aRNase J (Supplementary Figure S3A).
Strikingly, the phenylalanine residues, F121 and F129, lo-
cated on the central S1 domain of Csl4 and solvent-exposed
in the P. abyssi Csl4 structural model (Supplementary Fig-
ure S3B) are also key for the association with aRNase J
(Figure 5C).
aRNase J and ASH-Ski2 and the RNA exosome co-sediment
with high molecular weight complexes in sucrose gradient
fractionation of whole-cell extract from P. abyssi and Ther-
mococcus barophilus
Altogether, our results propose a tight relationship between
aRNase J, ASH-Ski2 and the RNA exosome. Here, we
asked whether these protein partners could form higher or-
der protein complexes in archaeal cells. To this end, we dis-
criminated the sedimentation profile behaviours of endoge-
nous aRNase J, ASH-Ski2 and Rrp41 in two Thermococ-
cales organisms, T. barophilus (Tba) and P. abyssi (Pab) by
doing ultracentrifugation of whole-cell extracts on contin-
uous 10–30% sucrose density gradient (Figure 6A and Sup-
plementary Figure S4A, respectively). Since to this date,
P. abyssi cannot be genetically modified, the T. barophilus
strain was used as a genetically tractable model (37,38) to
assess the sedimentation profile of endogenous aRNase J
in absence of ASH-Ski2 and vice-versa. Moreover, note
that the antibodies produced to detect our proteins of in-
terest from P. abyssi by immunoblotting cross-react with
their counterparts from T. barophilus whilst preserving their
specificity. Unexpectedly, the vast majority of these proteins
co-sediment in heavy fractions with barely any signal in
light fractions. This is not the case for the -CASP endo-
RNase Pab-aCPSF1, which was not identified in any of the
protein interaction networks that we uncovered in this study
(Supplementary Figure S4). It is interesting to note that
Pab/Tba-aRNase J and Pab/Tba-ASH-Ski2 are similarly
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Figure 6. Sedimentation profiles of endogenous aRNase J, ASH-Ski2 and Rrp41 of Thermococcus barophilus wild-type (WT) in (A), ASH-Ski2 in (B) and
aRNase J in (C), strains. Clarified whole-cell extracts were fractionated on 10–30% density sucrose gradients by ultracentrifugation. Equal volumes of
fraction, precipitated with TCA, were monitored by western blotting using specific antibodies. The digital images and bar charts representing the relative
amounts of protein are given. The ribosomal RNAs were also profiled by slot blotting equal volume of denatured fractions with probes complementary to
16S and 23S rRNAs. The relative quantification of 16S and 23S ribosomal RNAs is plotted in grey and black, respectively.
mentary Figure S4). This distribution pattern is also highly
similar to the one of the RNA exosome subunit Pab/Tba-
Rrp41 (Figure 6A and Supplementary Figure S4). In con-
clusion, our data are indicative of a co-migration of the
Pab/Tba-aRNase J, the Pab/Tba-ASH-Ski2 and the Rrp41
RNA exosome subunit in high molecular weight fractions.
To go further, we fractionated whole-cell extracts from T.
barophilus strains enclosing a deletion of the gene encod-
ing Tba-ASH-Ski2 (Tba-ΔASH-Ski2, Figure 6B) or Tba-
aRNase J (Tba-ΔaRNase J, Figure 6C). On one hand, when
Tba-ASH-Ski2 is missing, most of the endogenous Tba-
aRNase J protein is shifted towards the bottom of the gradi-
ent. On the other hand, when Tba-aRNase J is not present,
the distribution profile of the endogenous Tba-ASH-Ski2 is
also clearly altered; but in this case, Tba-ASH-Ski2 is more
evenly spread out along the gradient. Note that the pro-
file of the core RNA exosome subunit, Rrp41, was barely
affected in both genomics contexts. Overall, these results
strongly suggest that the aRNase J & ASH-Ski2 are part of
higher-order complexes in T. barophilus cells. In addition,
we observe that the 16S and 23S ribosomal RNA profiles
overlap the ones of aRNase J, ASH-Ski2 and Rrp41. In ab-
sence of ASH-Ski2, aRNase J is shifted towards the ribo-
some. From these results and in light of data reported for
bacterial RNase J and eukaryal Ski2 helicases (64,65), we
propose that these two enzymes cooperate with the ribo-
some in Thermococcale cells.
We also challenged the physical association of Tba-
aRNase J and Tba-ASH-Ski2 in higher-order complexes,
by performing similar fractionation assays but at low mag-
nesium concentration (TK-EDTA buffer) (Supplementary
Figure S5). In these conditions, the assembled ribosomes
dissociate into individual subunits (66). In the wild-type
strain, endogenous Tba-aRNase J and Tba-ASH-Ski2 co-
sediment with the 16S and 23S rRNAs from the small and
large subunits, respectively (Supplementary Figure S5A).
Again, we observe a perfect overlay of the sedimentation
profiles of Tba-aRNase J and Tba-ASH-Ski2 as previously
seen at a higher concentration of magnesium (Figure 6A
and Supplementary Figure S5A). Similar results were ob-
tained with extracts from P. abyssi cells (Supplementary
Figure S4B). More interestingly, in absence of crosstalk with
ASH-Ski2, a flagrant alteration of the sedimentation be-
haviour of Tba-aRNase J was also detected. Indeed, in the
context of the Tba-ΔASH-Ski2 strain, at low magnesium
concentration, Tba-aRNase J is shifted from the bottom
of the gradient to fractions overlapping the profiles of the
16S and 23S rRNAs (Supplementary Figure S5B). In ab-
sence of Tba-aRNase J, we observe overlay sedimentation
profiles of Tba-ASH-Ski2 and Tba-Rrp41 (Supplementary
Figure S5C). From these results, we argue for an association
of aRNase J with ribosome/polysome that is emphasised in
absence of ASH-Ski2 in addition to an interplay between
aRNase J, ASH-Ski2 and Rrp41 RNA exosome subunit.
DISCUSSION
Elucidating the RNA processing machineries is of a criti-
cal importance to understand the molecular basis of RNA
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Figure 7. Schematic representation of the interplay between enzymes and machineries in charge of 5′-3′ and 3′-5′ RNA decay and surveillance in the three
domains of life. The life tree model is as in (84). The 3′ end RNA trimming activity is carried by the RNA exosome machinery (barrel in green and cap in
light green) in most Archaea (15) and Eukarya (76) that is similar to bacterial PNPase (barrel in light green). In Halobacteria and Methanomicrobiales the
aRNase R, orthologous to bRNase R, (green packman) carries the 3′-5′ exo activity. In Methanoccocci, no 3′-5′ exo activity has yet been described (15).
The 5′-3′ exoribonucleolytic activities (blue packman) are carried by XRN RNases in Eurkarya (85), bRNase J and aRNase J in Bacteria and Euryarchaea
and aCPSF2 in the TACK group. RNA helicase activities shown to be involved in RNA surveillance belong to the Ski2-like family in Eukarya (42) and
Euryarchaea (this study) and to the DEAD box family in Bacteria (86). The interplay between 5′-3′ and 3′-5′ exoribonucleolytic activities are reported to
take place in the RNA-degradosome-like complex in Bacteria that also involves endoRNases (red packman) (87) and through the 5′-3′ communication
by a ‘closed-loop’ architecture of mRNA in Eukarya (88). In most Euryarchaea, we propose that aRNase J/ASH-Ski2 complex interplays with the RNA
exosome. In the TACK group and the Halophiles, Methanomicrobiales and Methanoccocales, such an interplay remains to be characterized (question
marks).
our knowledge, we provide the first experimental evidences
hinting at the existence of high-order -CASP protein com-
plex(es) in Thermococcales that would carry 5′-3′ & 3′-5′ ex-
oribonucleolytic and helicase-like activities and that could
play pivotal roles in archaeal RNA surveillance. First, we
identified the interaction landscape of aRNase J from P.
abyssi, a 5′ to 3′ -CASP exoRNase (32). Candidate part-
ners include, notably, a Ski2-like helicase ASH-Ski2, the ar-
chaeal RNA exosome that exhibits 3′ to 5′ exoribonucle-
olytic and 3′ end-tailing activities (17) and ribosomal pro-
teins. Of high significance, we also found these proteins to
be candidate partners in the interaction landscape of ASH-
Ski2 and in the pull-down of the core exosome subunit
Rrp41 (Figures 1B and 2). In addition, we showed that aR-
Nase J is able to interact, in vitro, with ASH-Ski2 and the
exosome cap subunit Csl4 (Figures 4 and 5). Our in vitro
data are strengthened by our phylogenomic studies showing
that, with only one exception, ASH-Ski2 is only encoded in
archaeal genomes that carry a gene for aRNase J and that
amino acids of Csl4, involved in the in vitro interaction with
aRNase J, are only conserved in archaeal genomes where
their encoding genes are co-distributed (Figure 3). Finally,
our T. barophilus whole-cell extract fractionation experi-
ments provide evidences that an aRNase J/ASH-Ski2 com-
plex might exist in vivo as their sequential deletions modify
the sedimentation profile of their protein partner (Figure
6). Individually, aRNase J and ASH-Ski2 do not appear to
be essential in T. barophilus in optimal growth conditions.
However, we could not obtain a strain that combined both
gene deletions. This synthetic lethality as demonstrated in
yeast for genes involved in same RNA degradation path-
ways (67,68) strongly hints at a functional relationship be-
tween aRNase J and ASH-Ski2 in Thermococcales.
In conjunction with our previous demonstration that -
CASP RNases, ubiquitous in Archaea, must be key play-
ers in archaeal RNA metabolism (26,27), our current data
support a model whereby the -CASP RNase, aRNase J,
the ASH-Ski2-like helicase and the RNA exosome inter-
play in most euryarchaeal cells (Figure 7). It remains to
determine how this interplay could impact the archaeal
RNA metabolism. Since our data imply that ASH-Ski2 has
an impact on aRNase J and vice versa, we favour a sce-
nario where, at least, ASH-Ski2 and aRNase J have a func-
tional connection. This is all the more so given that aR-
Nase J and ASH-Ski2 show a taxonomic co-distribution
amongst the archaeal phylogeny and nearly perfect phylo-
genetic tree congruence suggesting a co-evolution and po-
tentially an ancient origin (Figure 3B and Supplementary
Figure S1, respectively). Based on what is known about the
role of these factors in Eukarya and Bacteria, we discuss
what we believe to be the most probable scenarios. Evi-
dently, further work will be needed to determine how these
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First, recent published work proposes that ASH-Ski2,
also named Eta for euryarchaeal termination activity, in-
fluences transcription termination by disrupting archaeal
transcription elongation complex (69). However, as its he-
licase activity is rather slow and cannot keep up with wild-
type RNAP elongation rates, Eta was recently proposed to
be more likely involved in the rescue of transcriptional ar-
rest (70). In our study, the presence of RPA and RpoB sub-
units in the interaction network of ASH-Ski2 could be a fur-
ther evidence for the involvement of ASH-Ski2 in the tran-
scription. In addition, transcriptional termination and res-
cue pathways also involve proteins with ribonucleolytic ac-
tivities. In Eukarya, the 5′-3′ exoribonucleolytic activity of
Rat1p/Xrn2p was proposed to be associated in a transcrip-
tion termination pathway called ‘torpedo model’ (71). In
chloroplast, RNase J was shown to play a critical role in re-
moving antisense RNAs that are generated by read-through
transcription (72). Nevertheless, chloroplast RNase J ex-
hibits a DNA binding domain found in transcription fac-
tors of plants that is not present in archaeal RNase J and
that could be essential to fulfil this function (73). Finally,
co-factors of the nuclear RNA exosome were shown to con-
nect transcription termination to RNA processing by guid-
ing terminated transcripts to the appropriate exonuclease
(74). In Archaea, it is still not known if a ribonucleolytic
activity is critical since, until now, the complete picture of
transcription termination is far from being understood (70).
It remains to identify if aRNase J, ASH-Ski2 and the RNA
exosome are involved together or alone in transcription ter-
mination or rescue pathways which have been shown to be
key in influencing the fate of a transcribed RNA.
Moreover, based on the roles of the Ski2-like helicases
in Eukarya (75), the idea that the euryarchaeal ASH-
Ski2 group is closely connected to RNA-related pathways
emerges (Figure 7). Indeed, eukaryal Ski2, Mtr4 and Brr2
which are described as RNA helicases that process RNAs in
a 3′-5′ direction were shown to play critical roles in RNA de-
cay, surveillance and splicing, respectively (54,75). Notably,
Ski2 and Mtr4 are essential co-factors of the cytoplasmic
and nuclear RNA exosomes, respectively, by being involved
in the recruitment of RNA substrates (13). Likewise, our
work provides several evidences of interplay between the
archaeal RNA exosome and ASH-Ski2. Our data also sug-
gest that this interplay is done through aRNase J that in-
teracts in vitro with Csl4 from the RNA exosome cap and
with ASH-Ski2. Altogether, our results converge towards a
cross-talk between the 5′-3′ and 3′-5′ exo-ribonucleolytic ac-
tivities carried by aRNase J and the RNA exosome, respec-
tively. This is consistent with what is observed in Eukarya,
where mounting evidences show a functional interplay be-
tween surveillance pathways taking place at the 5′ and 3′-
ends of RNAs (76) (Figure 7).
Finally, it must be remembered that aRNase J is the
homologue of bacterial RNase J (bRNase J) which was
shown to be critical in mRNA decay and rRNA matura-
tion pathways and to be part of a degradosome-like com-
plex (29,77–78). bRNase J which can carry 5′-3′ exo- and
endo-RNase activities was shown to associate with pro-
teins identified as, among others, helicase-like proteins and
a polynucleotide phosphorylase (PNPase). Bacterial PN-
Pase form an RNA-degradation machine with 3′-5′ exori-
bonucleolytic and polyadenylation activities reminiscent to
the archaeal RNA exosome (79) (Figure 7). Although, in
some organisms, the bRNase J degradosome-like complex
appears to be transient and dynamic, limiting its validation
in vitro, this is consistent with interplay between 5′-3′ and 3′-
5′ RNA surveillance decay in Bacteria. Therefore, it emerges
that, in the three domains of life, RNA surveillance could
be taken care of by evolutionary conserved RNase-based
RNA-degradation machines with RNA helicase and with
5′-3′ and 3′-5′ exoribonucleolytic activities (Figure 7).
From cellular fractionation assays, we observed that both
aRNase J and ASH-Ski2 could potentially associate with
the ribosome. Interestingly, it was also shown that bRNase
J can associate with translating ribosomes (64) and the crys-
tal structure of the eukaryotic 80S ribosome-Xrn1 complex
showed that the 5′-3′ Xrn1 nuclease binds at the mRNA
exit site of the ribosome (80). Since the sedimentation pro-
files of T. barophilus and P. abyssi aRNase J resemble to
the one reported for the eukaryal 5′-3′ exo-RNase Xrn1,
we speculate that the archaeal aRNase J is also associated
with polysomes in Thermococcales cells. This is reminiscent
of what is described in eukaryal mRNA surveillance path-
ways (28) in which mRNA decay is initiated by an endonu-
cleolytic cleavage of ribosome-associated mRNAs (81,82),
followed by rapid degradation in the 3′-5′ direction by the
RNA exosome or in the 5′-3′ direction by Xrn1 (83). Re-
cently, direct experimental evidence showed that the cyto-
plasmic RNA exosome is able to interact with the ribo-
some through a direct interaction mediated by the SKI com-
plex (composed of Ski2-Ski3-Ski8 factors). More precisely,
it was shown that ribosome binding displaces the auto-
inhibitory domain of the Ski2 RNA helicase (65).
On a side note, it is important to notice that the RNA
exosome is not present throughout the whole archaeal tax-
onomy (15,27) and that aRNase J does not accurately fol-
low the taxonomic distribution of RNA exosome compo-
nents. In the Halophiles that do not encode the exosome
subunits, the 3′-5′ exo-ribonucleolytic activity is carried by
another enzyme, the aRNase R (14,15). It would be in-
teresting to know whether the halophilic and methanomi-
crobiale aRNase J, alone or in complex with ASH–Ski2
complex, interplays with aRNase R. In the Methanococci
group, no 3′-5′ exo-RNase could be detected by compar-
ative genomics. In this case, aRNase J might connect to
specific archaeal RNases that remain to be identified (Fig-
ure 7). In conclusion, this work establishes a solid base in
the largely overlooked but extremely important field of ar-
chaeal RNA metabolism. We identified two phylogenetical
conserved factors in Euryarchaea, the 5′-3′ exo-RNase aR-
Nase J and the Ski2-like helicase ASH-Ski2, which have
homologues in Bacteria and Eukarya, respectively (Figure
7). Therefore, a mosaic system in Euryarchaeota could be
at the centre of networks interplaying with the archaeal
RNA exosome and the ribosome. This is an example show-
ing that Archaea use composite systems and thereby eluci-
dating mechanism in archaeal organisms could give valu-
able insights into understanding function and evolutionary
routes of protein networks or/and high-order complexes.
Analogous to eukaryal and bacterial systems, we propose
that these factors act in partnership in major archaeal RNA
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gained into the function and importance of these enzymes
in mRNA decay, ribosomal RNA maturation, mRNA 3′-
end formation and transcription termination. It remains,
among other aspects, to be established how these factors
might be involved in shaping the RNA landscape in eur-
yarchaeal cells. Finally, the settlement of specific enzymatic
properties of ASH-Ski2 and the determination of structure-
function of ASH-Ski2/aRNase J and Csl4/aRNase J com-
plexes will ascertain their physiological functions in the con-
text of the interplay with aRNase J.
DATA AVAILABILITY
The mass spectrometry proteomics data have been de-
posited to the ProteomeXchange Consortium via the
PRIDE partner repository with the dataset identifier
PXD015856.
SUPPLEMENTARY DATA
Supplementary Data are available at NAR Online.
ACKNOWLEDGEMENTS
We are indebted to L. Correia of the Paris Sud Ouest
PAPPSO proteomics core facility (http://papso.inra.fr)
which is supported by INRA (http://www.inra.fr), the
Ile-de-France regional council (https://www.iledefrance.fr/
education-recherche), IBiSA (https://www.ibisa.net) and
CNRS (http://www.cnrs.fr) for LC/MS analyses and to L.
Correia. We thank Y. Quentin for its expertise in taxo-
nomic identification of archaeal Csl4 and Rrp41 members,
L.Plassart and J. Caumes for technical help and P. Vitali and
M. Kwapisz for helpful discussions.
FUNDING
CNRS; University Paul Sabatier; University of Western
Britany; Ifremer; University of Toulouse, Idex-emergence
program (to B.C.O.); French Ministère de l’Enseignement
Supérieure et de la Recherche PhD Fellowship (to D.K.P
and C.E.); French ‘Agence Nationale pour la Recherche’
[ANR-16-CE12–0016 to B.C.O]; Funding for open access
charge: ANR [ANR-16-CE12-0016-01].
Conflict of interest statement. None declared
REFERENCES
1. Moissl-Eichinger,C., Pausan,M., Taffner,J., Berg,G., Bang,C. and
Schmitz,R.A. (2018) Archaea are interactive components of complex
microbiomes. Trends Microbiol., 26, 70–85.
2. Adam,P.S., Borrel,G., Brochier-Armanet,C. and Gribaldo,S. (2017)
The growing tree of Archaea: new perspectives on their diversity,
evolution and ecology. ISME J., 11, 2407–2425.
3. Brochier-Armanet,C., Forterre,P. and Gribaldo,S. (2011) Phylogeny
and evolution of the Archaea: one hundred genomes later. Curr.
Opin. Microbiol., 14, 274–281.
4. Da Cunha,V., Gaia,M., Gadelle,D., Nasir,A. and Forterre,P. (2017)
Lokiarchaea are close relatives of Euryarchaeota, not bridging the
gap between prokaryotes and eukaryotes. PLos Genet., 13, e1006810.
5. Eme,L., Spang,A., Lombard,J., Stairs,C.W. and Ettema,T.J.G. (2018)
Archaea and the origin of eukaryotes. Nat. Rev. Microbiol., 16, 120.
6. Koonin,E.V. (2015) Archaeal ancestors of eukaryotes: not so elusive
any more. BMC Biol., 13, 84.
7. Van der Gulik,P.T.S., Hoff,W.D. and Speijer,D. (2017) In defence of
the three-domains of life paradigm. BMC Evol. Biol., 17, 218.
8. Raymann,K., Brochier-Armanet,C. and Gribaldo,S. (2015) The
two-domain tree of life is linked to a new root for the Archaea. Proc.
Natl. Acad. Sci. U.S.A., 112, 6670–6675.
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Supplementary Figure S1-S5 and legends for Figure S1-S5 







FIGURE S1- The aRNase J and ASH-Ski2 phylogenetic trees are congruent. Tips from the same 




FIGURE S2- In vitro co-purification assays. (A) Affinity purification controls. Untagged aRNase J (top) 
and Pab-ASH-Ski2 (bottom) are not intrinsically retained on nickel column matrices. (B) Sedimentation 
profiles of Pab-aRNase J-(His)6 (2µM) and Pab-(His)6-ASH-Ski2 (1µM) on linear PBS1X 5-25% 
sucrose gradients (200 000g during 20h). Upper panel: purified protein alone. Lower panel: mixture of 
both proteins. Proteins were separated on a 4-15% SDS-polyacrylamide gel and monitored by 
Western blot using specific antibodies. (C) Co-purification assays in which P. abyssi aRNase J (prey) 
was challenged with Pab-(His)6-Rrp4 and Pab-DNaG-(His)6 (baits) respectively. (D) Co-purification 
assays in which P. abyssi ASH-Ski2 (prey) was challenged with Pab-(His)6-Rrp4, Pab-DNaG-(His)6, 





FIGURE S3- Csl4 structural domains. (A) Weblogo sequences derived from multiple alignments of Csl4 
sequences co-distributed or not with aRNase J (referred to distribution of aRNase J & Csl4 displayed 
on Fig. 4). Several residues are specifically conserved in Csl4 sequences co-distributed with aRNase 
J. (B) The structural model for P. abyssi Csl4 is built using Phyre2 software. The solvent-exposed 
phenylalanine residues F121 and F129 are indicated by stars. S1 is for S1 domain and Zn for Zinc 





FIGURE S4- Sedimentation profiles of Pab-aRNase J, Pab -ASH-Ski2 and Pab -Rrp41 from WT strain 
P. abyssi cell extract performed in TK in (A) and TK-EDTA in (B) buffers, as for Figure 7. In here, the 





FIGURE S5- Sedimentation profiles of Tba-aRNase J, Tba-ASH-Ski2 and Tba-Rrp41 from the Tba-WT 
in (A), Tba-ΔASH-Ski2 in (B), and Tba-ΔaRNase J in (C), strain cell extracts prepared in TK-EDTA 














pab1751 aRNase J √ √ √ 
pab2313 ASH-Ski2 √  √ 
ΔC-ASH-Ski2 √   
ΔN-ASH-Ski2 √   
ASH-Ski2-
C124A √   
DomN √   
DomN C124A √   
pab0592 Hel308 √   
pab2314 Csl4 √  √ 
ΔC-Csl4 √   
ΔN-Csl4 √   
Csl4-F121A √   
Csl4-F129A √   
pab0316 DnaG   √  
pab0419 Rrp4 √   
pab0420 Rrp41 √   













  For pET15b  CATATGGCTGCCGCGCGGC  
Rev pET15b / pET11b  GGATCCGGCTGCTAACAAAGCC  








For aRNaseJ pET11b  GGAGATATACATATGTGGGAGGAGATAAACATGATCA  
Rev aRNaseJ pET11b  TTAGCAGCCGGATCCTCATCCCTCCAATGAGCCAG  
For ASH-Ski2 pET15b  CGCGGCAGCCATATGCTATTCGTTATTCGCCCAGGGAGG  
Rev ASH-Ski2 pET15b  AGCCGGATCCTCGAGTTATGGTTTTCTTTCTCTCCTCACCTT  
For ASH-Ski2 pET11b  GGAGATATACATATGATGCTATTCGTTATTCGCCCAG  
Rev ASH-Ski2 pET11b  TTAGCAGCCGGATCCTTATGGTTTTCTTTCTCTCCTCA  
For ASH-Ski2ΔN-ter (194- 855) 
pET15b  
CCGCGCGGCAGCCATATGACGATTGACGAGCTGGAT  
Rev ASH-Ski2ΔC-ter (1-573) pET15b  AGCCGGATCCTCGAGTTAAGAGGTTAGCAATTTCAAGGCCA
C  
Rev DomN (1-193) ASH-Ski2 
pET15b  
TTAGCAGCCGGATCCTTA TCTCTCAACTTTAATACGCTTC  
For Hel308 pET15b  CGCGGCAGCCATATGATGAAAGTTGGAGAGCTAAACG  
RevHel308 pET15b  TTAGCAGCCGGATCCTTATGGGTTCAGGAAATAGTCC  
For Csl4 pET15b / pET11b  CGCGGCAGCCATATGTTGGAGGAAGGTGAGGAGAG  
Rev Csl4 pET15b  TTAGCAGCCGGATCC TCATAGCTTCACCTTCCTGTA  
For Csl4 pET11b  GGAGATATACATATGTTGGAGGAAGGTGAGGAGAG  
For Csl4ΔN-ter pET15b  AGGATCCTTTGTCGTCAACTGAATC  
Rev Csl4ΔC-ter pET15b  CCTCCAATACCTAAGAAAGGGGA  
For DnaG pET21b  GGAGATATACATATGATGAAAAGAAAGAGGGCGATAAT  
Rev DnaG pET21b  GTGGTGCTCGAGTGCCTCGGCGAAGGTTATTACCTT  
For Rrp4 pET15b  CGCGGCAGCCATATG ATGAAGAGGATTTTTGTTCAAAAT  
Rev Rrp4 pET15b  TTAGCAGCCGGATCC TTAAGCCCCTCTGGCTTCTC  
For Rrp41 pET15b  CGCGGCAGCCATATGATGATGGAGAAGCCAGAGGG  












 For aRNase J Δ1 pET15b  GATTAGAACCCTGTCGAGCCTTATTC  
Rev aRNase J Δ1 pET15b  GACCTTAGGAAGCTCGGTGCAATAC  
For ASH-Ski2 C124A  GAGAGTACATAGCCGAGAGATGTG  
Rev ASH-Ski2 C124A  CACATCTCTCGGCTATGTACTCTC  
For Csl4 F121A  GTTAAGGACGGCGCCGTTGAGGATTTAAGGAA  






t Tba 16S rRNA  CTCCACCCCTTGTAGTGCTC 
Tba 23S rRNA CCACGGCTGACGAACATTGCC 









Q9V119 PAB0420 Rrp41 RNA Exosome core subunit Rrp41 7.64 0 76.78 
G8ZHS0 PAB2163 RPA41 RPA41 subunit 6.69 0 8.94 
Q9V2F9 PAB0071 AubA RNA-binding protein AU-1 6.03 0 100.00 
Q9V118 PAB0421 Rrp42 RNA Exosome core subunit Rrp42 5.37 0 59.81 
Q9UYB6 PAB1306 eIF-2B Translation initiation factor eIF-2B subunit 2-like 
4.67 0 10.53 
Q9V120 PAB0419 Rrp4 RNA Exosome cap subunit Rrp4 4.65 0 55.20 
Q9V2M1 PAB2313 ASH-Ski2 ATP-dependant RNA Helicase 4.61 0 57.80 
Q9V113 PAB0425 RpoA2 DNA-directed RNA polymerase subunit A'' 
4.28 0 85.48 
Q9V114 PAB0424 RpoA1 DNA-directed RNA polymerase A' 3.97 0 58.80 
Q9UY85 PAB1284 RecJ-like RecJ-like phosphoesterase 3.68 0 0.00 
Q9UY07 PAB1115 Grad-2 Glucose-1-phosphate thymidylyltransferase 
3.67 0 0.00 
Q9UYD9 PAB1036 Unch, Uncharacterized protein 3.33 0 30.22 
Q9UYJ6 PAB1366 Unch, DHH family phosphohydrolase 2.34 0 43.59 
Q9V1Z1 PAB2165 RPA32 RPA32 subunit 2.34 0 0.00 
Q9V1F2 PAB0316 DnaG RNA exosome cap subunit DnaG 30.88 0.02456 8.14 
Q9V115 PAB0423 RpoB DNA-directed RNA polymerase subunit beta 
10.32 0.03366 46.07 
Q9V1T4 PAB2119 Unch, Uncharacterized RNA methyl transferase-like 
6.65 0.05610 1.43 
Q9V1U8 PAB2397 Rps4e 30S ribosomal protein S4e 2.51 0.06917 14.00 
P61881 PAB3089 HarA Archaeal histone A 4.31 0.07685 0.00 
Q9V1F5 PAB3117 HarB Archaeal histone B 4.25 0.09445 0.00 
Q9UWR8 PAB1166 Rpl1 50S ribosomal protein L1 3.36 0.09646 91.01 
G8ZJV0 PAB1300 ApeH ApeH acylamino-acid-releasing enzyme 
1.83 0.12459 0.00 
Q9UZX0 PAB1686 Unch, Uncharacterized Cas7/DevR-like protein 
2.29 0.15261 57.73 
Q9V2L5 PAB2306 FlpA Fibrillarin-like rRNA/tRNA 2'-O-methyltransferase 
13.21 0.16112 47.16 
Q9UZ78 PAB2428 TmcA tRNA(Met) cytidine acetyltransferase 
18.53 0.24122 0.00 
P61992 PAB0361 Rps4 30S ribosomal protein S4 1.69 0.38540 78.78 
Q9V1T5 PAB2120 Rpl3 50S ribosomal protein L3 2.57 0.40940 0.00 
Q9V174 PAB1994 Unch, Uncharacterized DUF536 containing protein 
1.58 0.48199 100.00 
Q9V2L4 PAB2305 Nop5p Nop5 C/D snoRNP 4.21 0.48716 0.00 
Q9UZN6 PAB1633 PINA PIN domain ATPase 2.89 0.49010 0.00 
Q9V0G8 PAB1813 Rps19e 30S ribosomal protein S19e 1.98 0.52322 100.00 
Q9UXS5 PAB1167 Rpl10 50S ribosomal protein L10 2.31 0.57916 26.95 
Q9V018 PAB1721 Unch, Uncharacterized hydrolase, metallo-beta-lactamase family protein 
1.65 0.61968 24.91 
Q9V1N3 PAB7094 AlbA DNA/RNA-binding protein 3.98 0.76378 100.00 
Q9UYU9 PAB1444 Rpl10e 50S ribosomal protein L10e 1.50 0.77055 0.00 
Q9V135 PAB0407 Top6B Type 2 DNA topoisomerase 6 subunit B 
4.23 0.87969 0.00 
P62008 PAB0460 Rpl7Ae 50S ribosomal protein L7Ae 1.41 0.89414 24.30 
TABLE S3. List of potential proteins partners identified by pulldown-MS/MS with Pab-aRNase J-(His)6 









G8ZI82 PAB1751 aRNaseJ 5'-3' Exoribonuclease 10.73 0 24.14 
Q9V120 PAB0419 Rrp4 RNA Exosome cap subunit Rrp4 9.95 0 100 
Q9V133 PAB2412 Unch, Uncharacterized DUF530 containing protein 
8.87 0 0 
Q9V2F9 PAB0071 AubA RNA-binding protein AU-1 8.08 0 97.28 
Q9UY85 PAB1284 RecJ-like RecJ-like phosphoesterase 8.00 0 36.25 
Q9V114 PAB0424 RpoA1 DNA-directed RNA polymerase A' 7.30 0 40.17 
Q9V118 PAB0421 Rrp42 RNA Exosome core subunit Rrp42 6.40 0 100 
Q9V119 PAB0420 Rrp41 RNA Exosome core subunit Rrp41 5.28 0 100 
Q9UY91 PAB1064 Unch, Uncharacterized Cas6-like protein 4.26 0 100 
Q9V113 PAB0425 RpoA2 DNA-directed RNA polymerase subunit A'' 
4.00 0 39.13 
Q9UWR8 PAB1166 Rpl1 50S ribosomal protein L1 3.49 0 100 
Q9V236 PAB0161 Unch, Uncharacterized translation initiation factor IF2/IF5-like 
3.49 0 54.41 
Q9UXX7 PAB1136 Rnp3 Ribonuclease P protein component 3 3.47 0 21.67 
Q9UZK6 PAB1613 Unch, CRISPR-associated endoribonuclease 
2.91 0 89.50 
P61992 PAB0361 Rps4 30S ribosomal protein S4 2.75 0 0 
G8ZHS0 PAB2163 RPA41 RPA41 subunit 14.21 0.00957 5.48 
Q9V1V6 PAB2137 Rpl30 50S ribosomal protein L30 4.93 0.01919 10.52 
Q9UZF3 PAB1584 Unch, Uncharacterized DUF2184 containing protein 
4.34 0.02184 100 
Q9V0G8 PAB1813 Rps19e 30S ribosomal protein S19e 2.86 0.04021 20.37 
Q9UXS5 PAB1167 RplP0 Acidic ribosomal protein P0 homolog 2.39 0.05071 4.54 
Q9V089 PAB2390 Sun protein 
Sun protein (Fmu protein) 20.47 0.05175 22.35 
P62008 PAB0460 Rpl7Ae 50S ribosomal protein L7Ae 8.33 0.10606 70.18 
Q9V196 PAB0365 Rpl13 50S ribosomal protein L13 3.07 0.13018 1.21 
Q9V1V5 PAB2136 Rps5 30S ribosomal protein S5 6.13 0.14079 10.91 
Q9V115 PAB0423 RpoB DNA-directed RNA polymerase subunit beta 
20.87 0.14375 39.93 
Q9UZN6 PAB1633 PINA PIN domain ATPase 2.74 0.18422 0 
Q9V1U6 PAB2436 Rpl14 50S ribosomal protein L14 2.72 0.18868 42.52 
Q9V2L4 PAB2305 Nop5p Nop5 C/D snoRNP 11.04 0.27236 2.64 
Q9V1F2 PAB0316 DnaG RNA exosome cap subunit DnaG 11.42 0.30179 21.99 
Q9V1N3 PAB7094 AlbA DNA/RNA-binding protein 19.59 0.40021 95.47 
Q9V1V4 PAB2135 Rpl18 50S ribosomal protein L18 2.16 0.47113 89.28 
Q9UZ78 PAB2428 TmcA tRNA(Met) cytidine acetyltransferase 24.85 0.51726 0 
Q9V2L5 PAB2306 FlpA Fibrillarin-like rRNA/tRNA 2'-O-methyltransferase 
8.84 0.52605 22.83 
Q9V1T5 PAB2120 Rpl3 50S ribosomal protein L3P 3.63 0.57003 29.48 
TABLE S4. List of potential proteins partners identified by pulldown-MS/MS with Pab-(His)6-ASH-Ski2 
and Pab-ASH-Ski2-(His)6 as bait proteins, respectively. Controls were run 8 times whereas “no 
nuclease” and “nuclease” assays were run in quadruplicate. 
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Figure 14. Schéma expérimental de la technique dite de « Pull Down » à partir d’une protéine appât (en
vert) et d’un extrait cellulaire (protéines colorées). Les différents tampons sont indiqués et décrits dans la





























II. Etudes des réseaux d’interactions d’aRNase J, ASH-Ski2 et des sous 
unités Rrp41 et Csl4 de l’Exosome à ARN 
Les réseaux d’interactions (ou interactomes) de la ribonucléase 5’-3’ aRNase J et de l’hélicase 
ASH-Ski2 ont été publiés dans l’article Phung et al 2020 (Publication 2). Dans cette partie du 
manuscrit, nous avons repris les données de ces interactomes après avoir établi les réseaux 
d’interactions des sous unités Rrp41 et Csl4 avec traitement aux nucléases (non publiés) de 
façon à pouvoir comparer et analyser l’ensemble des interactomes.  
 
1. Technique dite de « pull down » 
Les réseaux d’interaction ont été établis pour l’exoribonucléase aRNase J, l’hélicase ASH-Ski2 
et les sous unités de l’Exosome Rrp41 et Csl4 de P. abyssi (Pab-aRNaseJ-(His)6, Pab-ASH-Ski2-
(His)6, (His)6-Pab-ASH-Ski2, (His)6-Pab-Rrp41 et (His)6-Pab-Csl4) par la technique dite de « pull 
down » mise au point par l’équipe de D. Flament (Ifremer, Brest). Cette technique a permis 
d’établir les réseaux d’interaction de protéines impliquées dans la maintenance de l’ADN 
(Pluchon et al. 2013). La méthode consiste à fixer sur des billes de nickel des protéines 
recombinantes portant une étiquette Histidine en N- ou C-terminal préalablement purifiée à 
homogénéité et de les incuber avec un extrait cellulaire de culture de P. abyssi en fin de phase 
exponentielle. Les espèces protéiques de l’extrait interagissant avec la protéine appât 
d’intérêt sont éluées et identifiées par spectrométrie de masse (Figure 14). La protéine 
recombinante Pab-aRNase J-(His)6 a été exprimée avec une étiquettes Histidine en C-terminal 
à partir d’un vecteur d’expression pET21b chez E. coli. Les protéines recombinantes (His)6-Pab-
Rrp41 et (His)6-Pab-Csl4 ont été exprimées avec une étiquette Histidine en N-terminal à partir 
d’un vecteur d’expression pET15b chez E. coli. Les protéines recombinantes (His)6-Pab-ASH-
Ski2 et Pab-ASH-Ski2-(His)6 ont été exprimées avec une étiquette Histidine en N-terminal et 
en C-terminal respectivement avec les des vecteurs d’expression pETb21b et pET15b. Après 
purification à homogénéité sur colonne HisTrap et Heparin, 20µg de protéines Pab-aRNase J-
(His)6, (His)6-Pab-ASH-Ski2, Pab-ASH-Ski2-(His)6, (His)6-Pab-Rrp41 ou (His)6-Pab-Csl4 sont 
fixées sur des billes de nickel pour être utilisées comme appât. L’extrait cellulaire de P. abyssi 
est ensuite ajouté sur les billes et incubé pendant une nuit à température ambiante ou à 4°C 
suivi d’un traitement à température ambiante avec les enzymes DNase I et RNase A. Ce 





Figure 15. Réseaux d’interactions obtenues avec les protéines appâts aRNase J-(His6) (A) et ASH-Ski2-
(His6) / (His6)-ASH-Ski2 (B). Les schémas des réseaux d’interactions (panels de gauche) indiquent le lien
avec chaque partenaire avec des couleurs selon la fonction. Dans le réseau de ASH-Ski2, le candidat Lhr2
est indiquée en pointillée car détecté uniquement dans le réseau de (His6)-ASH-Ski2. La répartition
(panels de droite) selon la fonction des candidats d’après l’annotation actuelle du génome de P. abyssi :
métabolisme de l’ARN en rose clair, traduction en rose foncé (incluant les protéines ribosomiques),


























interagissant avec la protéine appât par l’intermédiaire d’acides nucléiques. Après lavage dans 
du tampon PBS 1X, l’éluât est déposé sur un gel SDS-PAGE (migration courte) puis découpé et 
envoyé à la plateforme d’Analyses Protéomiques de Paris Sud Ouest (PAPPSO) pour 
identification des espèces protéiques associées par spectrométrie de masse. Afin d’éliminer 
les interactions non spécifiques, des expériences contrôles sont réalisées en parallèle par 
incubation de l’extrait cellulaire avec les billes de nickel en absence de protéine appât. 
L’ensemble de ces expériences ont été réalisées en triplicata. Les données de spectrométrie 
MS/MS ont été analysées selon un algorithme (établi par S. Laurent, Ifremer) utilisé pour 
déterminer les partenaires interagissant spécifiquement avec la protéine appât. La valeur 
« Spec, Index » prend en compte la spécificité (normalisation par rapport aux échantillons 
témoins), plus cette valeur est proche de zéro meilleure est la spécificité. La valeur « Ref, 
Spectra » reflète la quantité de protéines dans chaque échantillon c’est-à-dire l’abondance 
des spectres d’un peptide donné, plus le chiffre est élevé plus la quantité de peptide est 
importante. Les deux valeurs « Spec, Index » et « Ref, Spectra » permettent d’établir un 
classement des interactions les plus spécifiques vers les moins spécifiques (Voir la méthode 
dans la Publication 2 (Phung et al. 2020)) .  
 
2. Réseaux d’interactions d’aRNase J et ASH-Ski2   
Les données de la Publication 2 (Phung et al. 2020) obtenues pour les appâts (His)6-Pab-ASH-
Ski2, Pab-ASH-Ski2-(His)6 et Pab-aRNase J-(His)6 dans la condition avec un traitement aux 
nucléases ont été sélectionnées afin de pouvoir les comparer avec les données récentes non 
publiées obtenues avec les appâts (His)6-Pab-Rrp41 ou (His)6-Pab-Csl4. Les partenaires 
protéiques de Pab-aRNase J-(His)6 sélectionnés sont classés dans le tableau 9 et ceux de Pab-
ASH-Ski2-(His)6 et (His)6-Pab-ASH-Ski2 sont classés dans le tableau 10. 
 Réseau d’interactions de Pab-aRNase J 
La majorité des espèces protéiques du réseau de Pab-aRNase J sont annotées comme 
impliquées dans le métabolisme de l’ARN (33%) (Figure 15A, Tableau 9). On retrouve la sous 
unité Rpo2 de l’ARNP, les enzymes de modifications des ARN telles que, la Fibrillarin et Nop5 
qui font partie du complexe RNP à boîte C/D responsable de la méthylation du 2’-O-ribose des 
ARNr et ARNt et les sous unités Rrp41/Rrp42/Rrp4/DNaG de l’Exosome à ARN qui possède une 





grande sous-unité du ribosome (S4e, L3, L10 et L10e) ainsi que le facteur d’initiation de la 
traduction aIF2. Cependant, 29% des protéines partenaires sont annotées comme jouant un 
rôle dans la maintenance de l’ADN. En effet les facteurs de réplication, RPA41 et RPA32 qui 
sont des protéines capables de lier de l’ADN simple brin dans le processus de réplication pour 
prévenir la formation du duplexe et protéger l’ADN simple brin contre les attaques des 
nucléases sont détectés. De plus les histones A et B qui permettent la compaction de l’ADN 
ou encore l’ATPase PINA qui semble impliquée dans la réparation de l’ADN au niveau des 
jonctions de Holliday sont présentes de manière significative. De manière remarquable 
comme montré dans la Publication 2, le réseau d’aRNase J comporte une protéine annotée 
comme étant une hélicase de la famille Ski2 (PAB2313), renommée ASH-Ski2 (Archaeal 
Specific Helicase) dont l’activité enzymatique fait l’objet de cette thèse dans la partie IV. Chez 
les eucaryotes, les hélicases de type Ski2 ont un rôle crucial dans la dégradation et le contrôle 
qualité des ARN et font partie de complexe multiprotéique (SKI ou TRAMP complexe) qui 
s’associe à l’Exosome à ARN cytoplasmique ou nucléaire (Halbach et al. 2012; Wasmuth et al. 






ID ORF NAME Description Ref, Spectra 
Spec, 
Index 
G8ZHS0 PAB2163 RPA41 Replication factor A (RPA41) 6,09 0 
Q9UY07 PAB1115 Nucleotidyltransferase Glucose-1-phosphate thymidylyltransferase 4,59 0 
Q9UYB6 PAB1306 aIF2 Translation initiation factor (ARNt binding) 4,18 0 
Q9UY85 PAB1284 DHH-S1 DHH family 3,73 0 
Q9V1Z1 PAB2165 RPA32 Replication factor A (RPA32) 3,10 0 
Q9UYD9 PAB1036  Uncharacterized protein 2,32 0 
Q9V118 PAB0421 Rrp42 Exosome complex component Rrp42 2,16 0 
Q9V120 PAB0419 Rrp4 Exosome complex component Rrp4 2,08 0 
Q9V1F2 PAB0316 DNaG Exosome component 28,36 0,02674 
Q9V1T4 PAB2119  Uncharacterized protein 6,55 0,05692 
Q9V115 PAB0423 Rpo2 DNA-directed RNA polymerase subunit 2/ catalytic subunit 5,57 0,06242 
Q9V1F5 PAB3117 Histone B Archaeal histone B 6,33 0,06338 
P61881 PAB3089 Histone A Archaeal histone A 4,46 0,07430 
Q9V1U8 PAB2397 S4e 30S ribosomal protein S4e 2,16 0,08043 
Q9UZ86 PAB2423 Rgy Reverse gyrase 2,08 0,08342 
G8ZJV0 PAB1300 Acyl-peptide hydrolase 
Acyl-peptide hydrolase /peptide 
modification 2,66 0,08556 
Q9V1T5 PAB2120 L3 50S ribosomal protein L3 6,87 0,15324 
Q9UZ78 PAB2428 TmcA tRNA(Met) cytidine acetyltransferase  21,79 0,20513 
Q9UZN6 PAB1633 PINA ATPase / Holliday junction  5,14 0,27581 
Q9V2L5 PAB2306 Fibrillarin Fibrillarin-like rRNA/tRNA 2'-O-methyltransferase  6,98 0,30492 
Q9V2L4 PAB2305 Nop5 Component of RNA methylating RNP complex (C/D box) 4,94 0,41602 
Q9UYU9 PAB1444 L10e 50S ribosomal protein L10e 1,73 0,66868 
Q9V135 PAB0407 Topo-6B Type 2 DNA topoisomerase 6 subunit B 4,93 0,75582 
Q9UXS5 PAB1167 L10 50S ribosomal protein L10 1,69 0,79280 
Q9V018 PAB1721  UPF0282 protein PYRAB09800 1,24 0,82529 
G8ZGL4 PAB2359 oxidoreductase α 2-oxoglutarate ferredoxin oxidoreductase subunit alpha 1,06 0,90562 
Q9V1A5 PAB0356 Psi55 synthase Probable tRNA pseudouridine synthase B 2,61 0,90804 
Q9V192 PAB0367 Enolase Eno-like enolase related/glycolyse pathway 2,30 0,99450 
 
Tableau 9 : Liste des partenaires protéiques identifiés par pull down-MS/MS de Pab-aRNase 
J-(His)6 utilisée comme appât. L’identifiant et la description des protéines sont issus de la 
banque de données uniprot (UP000009139). Le nombre de spectres référencés « Ref, 
Spectra » reflète la quantité de protéine et l’indice « Spec, Index » indique la spécificité de 






 Réseau d’interactions de Pab-ASH-ski2 
Seuls les partenaires retrouvés à la fois avec la protéine ASH-Ski2-(His)6 et (His)6-Pab-ASH-Ski2 
sont sélectionnés et classés dans le Tableau 10. De manière remarquable on retrouve aRNase 
J dans le haut du classement avec un score reflétant une spécificité d’interaction d’après nos 
critères. De plus, une grande majorité d’espèces identifiées sont annotées comme jouant un 
rôle dans le métabolisme de l’ARN (35%) et dans la traduction (39%) (Figure 15B, Tableau 10). 
Les partenaires interagissant de manière spécifique d’après nos analyses incluent des enzymes 
de modification de l’ARN telle que TmcA et les protéines formant le complexe RNP guide à 
boites C/D composées de la Fibrillarin (2’-O-methyltranférases) et de la protéine Nop5. De 
plus on observe la sous unité Rpp30 de l’endonucléase RNase P responsable de la maturation 
en 3’ des pré-ARNt, la sous unité Rpo2 de l’ARNP, la sous unité de l’exosome DNaG et les 
protéines ribosomales S2, S4, S19e, S5 de la petite sous-unité, et L2, L30, L13, L7Ae et L3 de la 
grande sous-unité.  Dans ces réseaux d’interaction, de nombreux partenaires restent non 
caractérisés. Bien que l’annotation du génome de P. abyssi (UP000009139) qui sert de base à 
notre analyse ait été révisé (Gao and Wang 2012), il reste dans ce génome un grand nombre 
de phases ouvertes de lecture codant pour des facteurs inconnus à ce jour. De manière 
intéressante, comme souligné dans la Publication 2, les réseaux d’interactions d’aRNase J et 
d’ASH-Ski2 partagent un certain nombre de partenaires communs qui incluent entre autre le 
complexe RNP à boites C/D (Fibrillarine, Nop5), l’ATPase PINA et le facteur DnaG décrit comme 









ID ORF NAME Description Ref, Spectra 
Spec,  
Index 
Q9V133 PAB2412  Putative uncharacterized protein 9,82 0 
Q9V076 PAB1751 aRNase J Ribonuclease J 8,14 0 
Q9UY85 PAB1284 DHH-S1 DHH family 5,56 0 
Q9V191 PAB0368 S2 30S ribosomal protein S2 3,70 0 
P61992 PAB0361 S4 30S ribosomal protein S4 3,26 0 
Q9V1T8 PAB2122 L2 50S ribosomal protein L2 2,99 0 
Q9UXX7 PAB1136 Rpp30 Ribonuclease P protein component 3 2,50 0 
G8ZHS0 PAB2163 RPA41 Replication factor A (RPA41) 13,45 0,01661 
Q9V1V6 PAB2137 L30 50S ribosomal protein L30 4,09 0,02320 
Q9V0G8 PAB1813 S19e 30S ribosomal protein S19e 2,17 0,05353 
Q9UZN6 PAB1633 PINA ATPase/ Holliday junction 3,78 0,13434 
Q9V196 PAB0365 L13 50S ribosomal protein L13 2,90 0,13820 
Q9V089 PAB2390 Sun Sun protein (Fmu) S-adenosyl methionine/RNA binding domain 15,71 0,15367 
Q9V1V5 PAB2136 S5 30S ribosomal protein S5 5,62 0,17536 
Q9V1Z1 PAB2165 RPA32 Replication factor A (RPA32) 8,64 0,25612 
Q9V2L4 PAB2305 Nop5 Component of RNA methylating RNP complex (C/D box) 10,56 0,28459 
P62008 PAB0460 L7Ae 50S ribosomal protein L7Ae/ c/d box RNA 2,32 0,38664 
Q9V1F2 PAB0316 DNaG  8,84 0,39313 
Q9UZD0 PAB0810  Predicted ATPase 3,36 0,41686 
Q9V115 PAB0423 Rpo2 DNA-directed RNA polymerase subunit 2/ catalytic subunit 13,09 0,42611 
Q9UZ78 PAB2428 TmcA tRNA(Met) cytidine acetyltransferase TmcA 25,64 0,51075 
Q9V2L5 PAB2306 Fibrillarin Fibrillarin-like rRNA/tRNA 2'-O-methyltransferase 6,54 0,71192 
Q9V1T5 PAB2120 L3 50S ribosomal protein L3 2,55 0,81252 
Tableau 10: Liste des partenaires protéiques identifies par pull down-MS/MS de Pab-ASH-
Ski2-(His)6 et de (His)6-Pab-ASH-Ski2.  Voir la légende du tableau 9. Les protéines ribosomales 
sont en rose et la ribonucléase en violet.  
Figure 16. Pull down à partir des protéines appâts (His)6-Pab-Rrp41 & (His)6-Pab-Csl4 avec un extrait de
Pyrococcus abyssi. FT correspond au flow through, P aux fractions éluées et M au marqueur protéique. A.
Gel SDS PAGE coloré au bleu de comassie. B. Western Blot. Les protéines aRNase J, ASH-Ski2, DNaG et







































3. Réseaux d’interactions des sous unités de l’exosome Rrp41 et Csl4 
Afin de clarifier la présence des sous-unité de l’exosome à ARN dans les réseaux d’aRNase J et 
ASH-Ski2, nous avons entrepris d’établir les réseaux de la sous unité catalytique Rrp41 du 
tonneau de l’Exosome à ARN (appât (His)6-Pab-Rrp41) et la sous unité Csl4 de la coiffe (appât 
(His)6-Pab-Csl4). La même méthodologie expérimentale et les mêmes critères d’analyse sont 
utilisés afin d’homogénéiser et comparer l’ensemble des réseaux obtenus par les appâts 
(His)6-Pab-Rrp41, (His)6-Pab-Csl4 avec ceux obtenus pour (His)6-aRNase J et (His)6-ASH-Ski2/ 
ASH-Ski2-(His)6. 
Notre première approche a été d’effectuer une analyse par Western Blot des éluats obtenus 
avec les appâts (His)6-Pab-Rrp41, (His)6-Pab-Csl4 afin de détecter les espèces protéiques 
d’intérêt avec les anticorps spécifiques dirigés contre aRNase J, ASH-Ski2 et DNaG de P. abyssi 
(disponible dans l’équipe). Cette analyse révèle la présence d’aRNase J, ASH-Ski2 et DNaG dans 
les éluats des Pull down de (His)6-Pab-Rrp41 et (His)6-Pab-Csl4 (Figure 16A et 16B).  
Nous avons également utilisé un anticorps dirigé contre la ribonucléase aCPSF1 de P. abyssi 
qui n’est pas retrouvé dans les réseaux d’ASH Ski2 et aRNase J. aCPSF1 est détectée dans 
l’expérience témoin sans protéine appât ainsi que dans les fractions d’élution (P) de 
l’expérience avec l’appât (His)6-Pab-Csl4. aCPSF1 interagit donc de manière non spécifique sur 
les billes. L’absence de détection dans les fractions d’élution avec la protéine appât (His)6-Pab-
Rrp41 reflète peut-être une saturation des billes (Figure 16B).  
Ces résultats révélés par Western blot nous ont conforté dans notre hypothèse d’un lien 
spécifique entre l’exosome à ARN, ASH-Ski2 et aRNase J. Nous avons donc entrepris de réitérer 
les expériences de Pull down avec (His)6-Pab-Rrp41 et (His)6-Pab-Csl4 afin d’identifier 
l’ensemble des partenaires par spectrométrie MS/MS via la plateforme PPAPSO comme décrit 
précédemment.  
 
 Réseau d’interactions de Pab-Rrp41 
Un nombre de protéines candidates (80) sont identifiées avec un score significatif dans 
l’expérience réalisée avec l’appât (His)6-Pab-Rrp41. Parmi elles, on retrouve 24% de protéines 
annotées comme appartenant au métabolisme de l’ARN. En particulier, les autres composants 
de l’exosome à ARN (deux sous-unité de la coiffe, Csl4 et Rrp4 et la sous-unité du tonneau 





Figure 17. Réseaux d’interactions obtenues avec les protéines appâts (His)6-Pab-Rrp41 (A) et (His)6-Pab-
Csl4(B). Les schémas des réseaux d’interactions (panels de gauche) indiquent le lien avec chaque
partenaire avec des couleurs selon la fonction. La répartition (panels de droite) selon la fonction des
candidats d’après l’annotation actuelle du génome de P. abyssi : métabolisme de l’ARN en rose clair,
traduction en rose foncé (incluant les protéines ribosomiques), métabolisme de l’ADN en violet clair, le
protéasome et les protéines associées en jaune et les protéines de fonction inconnue ou impliquées dans































transcription (sous unités de l’ARNP ; facteur d’initiation de la transcription, facteur de 
régulation) ainsi que dans la maturation et modification des ARN (Rpp30, Nop5, Fibrillarin, 
TmcA) sont présents (Figure 17A, Tableau 11). De manière cohérente avec les résultats 
précédents, on retrouve réciproquement aRNase J avec un score reflétant une interaction 
spécifique (Figure 17A, Tableau 11). Cependant une majorité des candidats partenaires sont 
soit des espèces non annotées (30%) (non caractérisées) dans le génome de P. abyssi, soit des 
enzymes impliquées dans diverses voies métaboliques (23%) comme par exemple des 
déshydrogénases (PAB1138, PAB113), une Pyruvate kinase (PAB1441) ou la protéine de la 
glycolyse Pgk (PAB1679). Les données disponibles sur ces enzymes du métabolisme chez les 
archées restent limitées. On trouve également 19% de protéines impliquées dans le 
métabolisme de l’ADN, notamment dans la réplication (PCNA, la sous unité de la primase p46 
et les facteurs de réplication RPA41 et RPA32), dans la réparation (rad25, rad50 et la reverse 
gyrase), dans les modifications de l’ADN (HsdM et HsdS) et les protéines de liaison à l’ADN 
(Histone A et Histone B). Deux des partenaires du réseau de Rrp41 sont des facteurs du 
protéasome (la sous unité β2 du tonneau) ou associés au protéasome (l’ATPase VAT ou Cdc48-






ID ORF NAME Description Ref,  Spectra 
Spec,  
Index 
Q9UXX4 PAB1138  NADH-dep. dyhydrogenase related protein 7,67 0 
Q9UXX3 PAB1139  NADH-dep. dyhydrogenase related protein 7,48 0 
Q9UZP0 PAB0732 Rpo4 DNA-directed RNA polymerase, subunit 4 7,48 0 
Q9UZS4 PAB0713 Pyruvate lyase Pyruvate formate-lyase  5,22 0 
G8ZJS6 PAB0744 Lhr2 ATP-dependent helicase 4,21 0 
Q9V2F8 PAB2271 VapC Ribonuclease VapC/putative toxin VapC 4,18 0 
Q9UYC3 PAB1046 ArCR Uncharacterized ArCR 4,16 0 
G8ZJV0 PAB1300  Acyl-peptide hydrolase 3,49 0 
G8ZFR3 PAB0041 Molyb A Molybdopterin-guanine dinucleotide  3,42 0 
Q9UYD9 PAB1036  Uncharacterized protein 3,28 0 
Q9UYB7 PAB1307 MutS2 DNA-binding protein MutS2 3,26 0 
Q9UYC4 PAB1312 Rad25 DNA repair protein RAD25 3,26 0 
Q9V0B1 PAB0590  Uncharacterized protein 2,63 0 
Q9V2K6 PAB2299  HTH-type transcriptional regulator 2,47 0 
Q9UYG2 PAB1020  Uncharacterized protein 2,11 0 
Q9UYJ6 PAB1366 DHH Phosphohydrolase DHH family phosphohydrolase 2,02 0 
Q9V2F7 PAB3032 SpoVT Regulator protein, putative 1,96 0 
Q9V291 PAB2235 p46 DNA primase large subunit PriL 1,73 0 
Q9V038 PAB0644  Uncharacterized protein 1,55 0 
Q9UZC8 PAB0812 Rad50 DNA double-strand break repair ATPase 1,40 0 
Q9UZX5 PAB1691  Transcription regulator 1,35 0 
Q9V263 PAB0144  Phosphate regulatory protein, putative 1,31 0 
Q9V2I5 PAB0050 Agmatinase Agmatinase 1,08 0 
Q9V1X9 PAB2150 HsdS  restriction-modification enzyme 12,34 0,02371 
Q9UYS8 PAB1430 Topo1 DNA topoisomerase 1 11,25 0,02599 
Q9UZN6 PAB1633 PINA ATPase 18,50 0,03220 
Q9UY23 PAB1105 Rpo1 RNA polymerase subunit 1 6,38 0,04754 
Q9V278 PAB0128 Rad25 DNA repair protein  6,32 0,04792 
G8ZIB1 PAB0633  AAA domain-containing protein 3,21 0,09447 
Q9V2G8 PAB2278 LacZ regulator LacZ expression regulatory protein 3,87 0,11329 
G8ZHT1 PAB2149 HsdM restriction modification enzyme 12,59 0,11696 
Q9V113 PAB0425 RpoA" DNA-directed RNA polymerase subunit A'' 19,52 0,12842 
Q9V0A0 PAB0598 Rr rubrerythrin Rr rubrerythrin 3,12 0,19117 
Q9V041 PAB2388 Dipeptidase Dipeptidase 1,44 0,20355 
Q9UZ86 PAB2423 Rgy Reverse gyrase 25,66 0,20922 
Q9V2M2 PAB2314 Csl4 Exosome complex component Csl4 17,61 0,23488 
Q9V114 PAB0424 Rpo1' RNA polymerase subunit 1' 48,03 0,23704 
Q9V1T4 PAB2119  Uncharacterized protein 1,20 0,24313 
Q9UYI6 PAB1005 aIF-6 Translation initiation factor 6 1,23 0,24705 
Q9UY85 PAB1284 DHH-S1 RecJ-like phosphoesterase 19,71 0,24860 
Q9UXX7 PAB1136 Rpp30 Ribonuclease P protein component 3 2,25 0,26443 
Q9UYZ7 PAB1478 ATPase AAA cell division control protein 74,14 0,27204 
Q9V1U8 PAB2397 S4e 30S ribosomal protein S4e 1,80 0,33078 
Q9V1W5 PAB0211 Inosine monoP DH Inosine-5'-monophosphate DH  1,27 0,34466 
G8ZHL8 PAB1441 Pyruvate kinase Pyruvate kinase 54,01 0,35121 
Q9UZD5 PAB1578  Probable L-aspartate decarboxylase 3,52 0,37937 





Q9UYS6 PAB0950 TFE Transcription factor E 5,36 0,38819 
G8ZHS0 PAB2163 RPA41 Replication factor A (RPA41) 35,31 0,39365 
Q9UYJ3 PAB1363  Uncharacterized protein 16,17 0,40180 
Q9V0E1 PAB0570 KPHMT cofactor synthesis 5,87 0,40603 
Q9UY07 PAB1115 Nucleotidyltransferase Glucose-1-P thymidylyltransferase 28,68 0,41816 
Q9UZ98 PAB0830  Proliferating-cell nucleolar antigen P120 1,40 0,41870 
Q9V1Z1 PAB2165 RPA32 Replication factor A (RPA32) 10,35 0,44177 
Q9V120 PAB0419 Rrp4 Exosome complex component Rrp4 11,29 0,44679 
Q9V076 PAB1751 aRNase J 5'-3' exoribonuclease  13,06 0,45277 
Q9UZ78 PAB2428 TmcA tRNA(Met) cytidine acetyltransferase TmcA 84,20 0,45752 
Q9UZ60 PAB0852 ATPase minD/MRP ATPase MRP superfamily 9,33 0,49006 
Q9UYX8 PAB1465 PCNA DNA polymerase sliding clamp 8,39 0,49424 
Q9UZP4 PAB0728 RNase Z Ribonuclease Z 1,13 0,52538 
Q9V265 PAB0143 Oxidoreductase IorB Indolepyruvate oxidoreductase subunit B 5,57 0,53109 
Q9V116 PAB7151 Rpo5 RNA polymerase subunit 5/ dsDNA binding 1,85 0,56017 
Q9V1N2 PAB2086 VAT Cdc48-like ATPase AAA family 18,71 0,57478 
Q9V1F5 PAB3117 Histone B Archaeal histone B 12,81 0,57644 
Q9UZW0 PAB1679 Pgk Phosphoglycerate kinase 17,26 0,60693 
Q9V1T3 PAB2118  Uncharacterized protein 27,86 0,61114 
Q9V1E4 PAB2035 A-P-Ribosyltransferase Adenine phosphoribosyltransferase 5,24 0,62041 
Q9V118 PAB0421 Rrp42 Exosome core complex component  5,27 0,64417 
Q9UZL2 PAB1618  ATPase of the AAA superfamily, putative 3,43 0,64869 
Q9UZ57 PAB0855 Oxidoreductase IorA Indolepyruvate oxidoreductase subunit  9,65 0,68716 
Q9V2L4 PAB2305 Nop5 RNA methylating RNP complex (C/D box) 10,23 0,70876 
Q9V256 PAB0150  Uncharacterized protein 2,67 0,71958 
Q9UZR8 PAB0718 Oxidoreductase IorA2 Indolepyruvate oxidoreductase subunit  6,13 0,74764 
Q9V0V0 PAB1907 G1PDH Glycerol-1-phosphate dehydrogenase  19,81 0,76866 
Q9UZ85 PAB0838  Uncharacterized protein 8,03 0,77382 
Q9UZM6 PAB0742 PflX pyruvate formate-lyase  1,45 0,81442 
P61881 PAB3089 Histone A Archaeal histone A 7,90 0,84127 
Q9V2L5 PAB2306 Fibrillarin rRNA/tRNA 2'-O-methyltransferase 12,19 0,90062 
Q9V0N9 PAB1867 Proteasome subunit  β2 Proteasome subunit β2 6,84 0,95122 
Q9V115 PAB0423 Rpo2 RNA polymerase subunit 2 61,63 0,95575 
Tableau 11 : Liste des partenaires protéiques identifies par pull down-MS/MS de Pab-Rrp41.  






 Réseau de Pab-Csl4 
Le réseau obtenu à partir de l’appât (His)6-Pab-Csl4 comprend également un nombre 
important (74) de candidats. De façon remarquable, parmi eux, on détecte 43 protéines 
ribosomiques (sur un total de 64 protéines ribosomiques chez P. abysssi) dont 33 des 39 
protéines de la grande sous-unité 50S. D’autres facteurs de la traduction tels que le facteur 
d’initiation aIF2, le facteur d’élongation aEF1A, le facteur aIF-6 de fonction inconnue sont 
présents en plus de la protéine Nop10 importante dans la biogénèse des ribosomes (Figure 
17B, Tableau 12). On peut donc proposer que le co-facteur Csl4 de la coiffe de l’exosome à 
ARN de P. abyssi est fortement connecté au ribosome dans les conditions de l’expérience. 
D’autres partenaires (8%) sont annotées comme intervenant dans le métabolisme de l’ARN 
telles que la transcription (facteur d’élongation TFE) et la modification des ARN (Nop 5, 
Fibrillarin). Finalement, aRNase J apparait de manière significative dans ce réseau, ce qui est 
en adéquation avec les résultats précédents.  Bien que l’on retrouve le co-facteur DnaG, on 
note que les protéines du tonneau de l’exosome Rrp41 et Rrp42, et la sous unité de la coiffe 
Rrp4 n’apparaissent pas dans cette analyse. Il est connu que DnaG interagit avec l’exosome à 
ARN via la sous-unité de la coiffe Csl4 (Hou et al. 2013; Evguenieva-Hackenberg et al. 2014). 
L’absence de la globalité des sous-unités de l’exosome dans le réseau de Csl4 peut laisser 
supposer que le complexe Csl4/DnaG pourrait agir indépendamment de la machinerie de 






ID ORF NAME Description Ref, Spectra 
Spec, 
Index 
Q9V197 PAB0364 L18e 50S ribosomal protein L18e 16,75 0 
Q9UYI5 PAB7388 L18Ae 50S ribosomal protein L18Ae 12,41 0 
Q9UYI3 PAB1357 
GTP-binding 
Protein GTPase/ Translation associated GTPase  10,21 0 
Q9V150 PAB1970 TrpB2 Tryptophan synthase beta chain  7,38 0 
Q9UY20 PAB3419 S24e 30S ribosomal protein S24e 6,98 0 
Q9V2S3 PAB2353 L11 50S ribosomal protein L11 6,58 0 
Q9V112 PAB7152 L30e 50S ribosomal protein L30e 5,76 0 
Q9UWR8 PAB1166 L1 50S ribosomal protein L1 5,66 0 
Q9V236 PAB0161  Uncharacterized protein 4,30 0 
Q9V1T7 PAB7083 L23 50S ribosomal protein L23 3,81 0 
Q9UXZ2 PAB1221 L44e 50S ribosomal protein L44e 3,56 0 
Q9V1A0 PAB0360 S13 30S ribosomal protein S13 3,41 0 
Q9V0F5 PAB1804  Uncharacterized protein 2,60 0 
Q9V1V7 PAB2138 L15 50S ribosomal protein L15 2,51 0 
Q9V1V2 PAB2133 L32e 50S ribosomal protein L32e 2,35 0 
Q9V202 PAB7067 L37Ae 50S ribosomal protein L37Ae 2,35 0 
P62004 PAB7160 L37e 50S ribosomal protein L37e 2,11 0 
Q9V0W3 PAB8165 L24e 50S ribosomal protein L24e 1,96 0 
G8ZKB7 PAB0758  Uncharacterized protein 1,94 0 
Q9UYS3 PAB1427 S6e 30S ribosomal protein S6e 1,70 0 
Q9UZR3 PAB0722 HflX GTPase HflX associated with 50S 1,70 0 
Q9V1V3 PAB2134 L19e 50S ribosomal protein L19e 1,69 0 
Q9UZJ7 PAB7289 L34e 50S ribosomal protein L34e 1,31 0 
Q9V0J6 PAB0538 PdxT Pyridoxal 5'-phosphate synthase subunit PdxT 1,06 0 
Q9UYI6 PAB1005 aIF-6 Translation initiation factor 6 13,24 0,02289
Q9V196 PAB0365 L13 50S ribosomal protein L13 20,25 0,03610
Q9UZN6 PAB1633 PINA ATPase/ Holliday junction 12,24 0,04864
Q9V1V1 PAB2132 L6 50S ribosomal protein L6 17,22 0,05091
Q9V0L6 PAB0522 PRI Ribose-5-phosphate isomerase A 5,39 0,05623
Q9V0D2 PAB0575 L15e 50S ribosomal protein L15e 7,34 0,05976
Q9V0G4 PAB0558  GTP-binding protein, putative 7,22 0,08245
Q9UYI8 PAB3384 L39e 50S ribosomal protein L39e 3,27 0,08950
Q9UYI7 PAB7387 L31e 50S ribosomal protein L31e 7,18 0,10321
Q9V1V6 PAB2137 L30 50S ribosomal protein L30 16,58 0,12472
Q9V1U7 PAB2128 L24 50S ribosomal protein L24 9,85 0,13567
Q9UZJ5 PAB7290 L14e 50S ribosomal protein L14e 12,59 0,13932
Q9V1U0 PAB2396 L22 50S ribosomal protein L22 14,49 0,14352
Q9V1U6 PAB2436 L14 50S ribosomal protein L14 13,83 0,17139
Q9V1U8 PAB2397 S4e 30S ribosomal protein S4e 3,36 0,17707
Q9UZL4 PAB0749 S8e 30S ribosomal protein S8e 1,65 0,18335
Q9UYU9 PAB1444 L10e 50S ribosomal protein L10e 7,27 0,20385
Q9UZ98 PAB0830  Proliferating-cell nucleolar antigen P120  2,67 0,21882
Q9V1T5 PAB2120 L3 50S ribosomal protein L3 26,80 0,22726
Q9V1T4 PAB2119  Uncharacterized protein 1,25 0,23420
Q9V1U9 PAB2130 L5 50S ribosomal protein L5 6,80 0,23962
Q9UY85 PAB1284 DHH-S1 RecJ-like phosphoesterase 19,80 0,24743





Q9V0E3 PAB7213 Nop10 Ribosome biogenesis protein Nop10 1,01 0,28982
Q9V1T6 PAB2121 L4 50S ribosomal protein L4 26,46 0,29564
Q9V1T8 PAB2122 L2 50S ribosomal protein L2 14,28 0,31161
P62008 PAB0460 L7Ae 50S ribosomal protein L7Ae 9,97 0,34135
Q9V0G8 PAB1813 S19e 30S ribosomal protein S19e 6,82 0,36887
Q9UYZ6 PAB1477  Uncharacterized protein 1,11 0,39465
Q9UXX7 PAB1136 Rpp30 Ribonuclease P protein component 3 1,36 0,43767
Q9V256 PAB0150  Uncharacterized protein 4,24 0,45317
Q9V0V7 PAB0465 aEF1A Elongation factor 1A Translation 78,93 0,46498
P62010 PAB0362 S11 30S ribosomal protein S11 4,34 0,47616
Q9V2L4 PAB2305 Nop5 RNA methylating RNP complex (C/D box) 15,14 0,47890
Q9V1U1 PAB2125 S3 30S ribosomal protein S3 2,74 0,48456
Q9UXS5 PAB1167 L10 50S ribosomal protein L10 24,56 0,50056
Q9V0E1 PAB0570 KPHMT cofactor synthesis 4,68 0,50953
Q9V2L5 PAB2306 Fibrillarin rRNA/tRNA 2'-O-methyltransferase 21,30 0,51551
Q9UZW0 PAB1679 Pgk Phosphoglycerate kinase 19,82 0,52856
Q9V0E2 PAB0569 
Malate 
dehydratase 3-isopropylmalate dehydratase 6,81 0,56287
Q9V076 PAB1751 aRNase J 5'-3' exoribonuclease  10,50 0,56326
Q9UYS6 PAB0950 TFE Transcription factor E 3,66 0,56795
Q9UXS6 PAB1168 L12 50S ribosomal protein L12 2,57 0,57647
Q9V1F2 PAB0316 DNaG Exosome component 66,34 0,58191
P61992 PAB0361 S4 30S ribosomal protein S4 3,34 0,70645
G8ZHS0 PAB2163 RPA41 Replication factor A 19,03 0,73054
Q9V191 PAB0368 S2 30S ribosomal protein S2 2,39 0,86352
Q9UYB6 PAB1306 aIF2 translation initiation factor eIF-2B subunit 2 21,10 0,86991
Q9V1Z1 PAB2165 RPA32 Replication factor A 4,76 0,96135
Tableau 12 : Liste des partenaires protéiques identifies par pull down-MS/MS de Pab-Csl4.  






4. Conclusions   
De manière remarquable, nous observons un certain nombre de partenaires communs aux 
quatre réseaux obtenus dans cette étude. Le schéma de la figure 18 permet de visualiser les 
partenaires appartenant à plusieurs réseaux. L’ensemble de ces données permet de proposer 
un lien entre les facteurs ASH-Ski2, aRNase J et Csl4 avec certaines protéines constituantes du 
ribosome, en particulier avec les protéines de la grande sous unité L2, L3, L7Ae, L10, L10e, L13 
et L30 présentes dans le réseau partagé de Csl4 et aRNase J ou Csl4 et ASH-Ski2. La protéine 
S4e, seul lien avec des protéines ribosomiques du réseau Rrp41, semble commune aux 
réseaux de aRNase J et de Csl4. Il faut noter que la protéine L7Ae, en plus de sa fonction en 
tant que protéine ribosomale, est aussi impliquée dans la modification des ARN dans les 
complexes RNP à boîte C/D. 
De manière remarquable, au centre, se situent six candidats communs: l’ATPase PINA, 
montrée comme impliquée dans les jonctions de Holliday, les facteurs de réplication RPA31 
et RPA41 liant l’ADN simple brin, les composants de la particule RNP à boites C/D (Nop5, 
Fibrillarin) et une protéine annotée comme une RecJ-like que nous avons nommée DHH-S1 
d’après sa composition en domaines protéiques.  
On peut noter la présence d’un partenaire commun dans les réseaux de Rrp41 et ASH-Ski2 
annoté comme hélicase de type Lhr2 pour « Long Helicase Related » encore non caractérisée 
chez les Archées. Ce partenaire est en cours de caractérisation par l’équipe et fait l’objet 
d’étude de thèse de Mirna Hajj.  
 
III. Interaction entre partenaires du réseau d’interaction de Pab-
aRNase J 
1. Co-purification par affinité de protéines recombinantes Proie/Appât 
Afin de mettre en évidence et valider des interactions entre les protéines du réseau (Figure 
18), nous avons établi un protocole de co-purification sur chromatographie d’affinité sur billes 
de nickel à partir d’un système appât/proie de protéines recombinantes de P. abyssi (Figure 
19A). La protéine appât est exprimée à partir de vecteurs d’expression (pET15b ou pET21b) 
afin d’obtenir une protéine avec une étiquette (His)6 en N- ou C-terminal. La protéine proie 
sans étiquette est exprimée à partir du vecteur d’expression pET11b. Les protéines 
proie/appât sont exprimées indépendamment. Les extraits cellulaires de culture de E. coli  
Figure 18. Superposition des réseaux d’interaction de aRNase J-(His6) (violet) et ASH-Ski2-(His6) / (His6)-
ASH-Ski2 (orange) , (His)6-Pab-Rrp41 (vert foncé) et (His)6-Pab-Csl4 (vert). Au centre, les facteurs







ayant exprimé soit la protéine appât, soit la protéine proie sont mélangées pendant l’étape 
de lyse. Les protéines thermosensibles de E. coli sont éliminées par chauffage à 70°C pour un 
enrichissement spécifique des protéines thermorésistantes de P. abyssi. Les acides nucléiques 
sont éliminés par un traitement avec un cocktail de nucléases. Après une deuxième étape de 
chauffage, les extraits clarifiés sont ensuite incubés sur une colonne de Nickel HisTrap qui 
retient la protéine appât possédant l’étiquette (His)6 et potentiellement la protéine proie si 
les deux protéines établissent une interaction dans ces conditions expérimentales. Les étapes 
de lavage à faible concentration d’Imidazole permettent d’éliminer les contaminants se liant 
de manière non-spécifique. La protéine appât et ses interactants sont éluées grâce à un 
gradient linéaire d’imidazole. Le contenu en protéine de chaque fraction collectée est analysé 
sur un gel SDS-PAGE et coloré au Bleu de Coomassie. La présence de l’appât et de la proie sont 
révélées par Western Blot avec des anticorps spécifiques de chaque protéine d’intérêt.  
 
2. Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 forment un complexe stable in vitro 
Pour identifier si une interaction directe peut s’établir entre les deux protéines d’intérêt 
aRNase J et ASH-Ski2 de P. abysssi, nous avions tout d’abord envisagé de co-exprimer dans un 
vecteur d’expression de type pETDuet le couple de protéines recombinantes âppat/proie. 
Après différentes stratégies et tentatives de clonage, nous n’avons pas réussi à obtenir un 
vecteur contenant les séquences codantes pour Pab-ASH-Ski2 et Pab-aRNase J, suggérant une 
toxicité pour E. coli dans ce contexte. 
 Vecteurs d’expression utilisés 
Nous avons alors effectué des expériences de co-purification à partir d’un couple proie Pab-
aRNase J et appât (His)6-Pab-ASH-Ski2 exprimé indépendamment dans E. coli. Nous avons 
construit des vecteurs exprimant les protéines sauvages ainsi que des vecteurs exprimant des 
protéines tronquées de certains domaines. Pour Pab-ASH-Ski2, des constructions exprimant 
la protéine sauvage (WT), la protéine tronquée du domaine N-terminal (ΔN) (domaine 
spécifique des hélicases-like de type ASH-Ski2 d’euryarchées), la protéine tronquée du 
domaine C-terminal (domaine spécifique de la famille des hélicases de type Ski2) (ΔC) et 
également des protéines possédant des résidus substitués par des Alanine au niveau des 
Cystéines (C98A et C124A) du motif en doigt de zinc (zinc finger) du domaine N-terminal ont 
été utilisées (Figure 19B). En plus de Pab-aRNase J, les vecteurs exprimant la protéine sauvage  
Sur-expression de la 
protéine Appât avec 
étiquette (His)6-
Figure 19. A. Schéma expérimental de la technique de co-purification sur chromatographie d’affinité sur
billes de nickel à partir d’un système appât/proie de protéines recombinantes de P. abyssi. Les différents
tampons sont indiqués et décrits dans la partie Matériel et Méthodes. B. Domaines d’organisation (panel
de gauche) et modèle structurale (Panel de droite) réalisé avec le logiciel Phyre2 de la protéine Pab-ASH-
Ski2. Le Weblogo des acides aminés conservés du domaine N-terminal (en gris) de Pab-ASH-Ski2 est
montré. Le core SF2 est composé des domaines RecA1 et RecA2 (orange) et le domaine C-terminal est
composé des domaines WH et Ratchet (vert). C. Domaines d’organisation (panel de gauche) et modèle
structural (panel de droite) obtenu avec le logiciel Phyre2 de Pab-aRNase J. Le domaine metallo β-
Lactamase est en bleu foncé et le domaine β-CASP en bleu ciel. Les motifs Loop1 et 2 en rose.
(His)6


















































































et les protéines ayant une délétion au niveau des domaines spécifiques appelés « Loop1 » (Δ1) 
ou « Loop2 » (Δ2) ont été utilisés (Figure 19C). Les domaines « Loop1 » et « Loop2 » ont été 
montrés comme importants pour l’activité exoribonucléolytique de Pab-aRNase J par l’équipe 
(Clouet-d’Orval et al. 2010). 
 Pab-aRNase J et (His)6-Pab-ASH-Ski2 forment un complexe stable 
L’ensemble des résultats obtenus à partir des expériences de co-purification sont montrées 
dans la Figure 19. Les protéines d’intérêt Pab-aRNase J et (His)6-Pab-ASH-Ski2 et leurs variants 
sont révélées par Western Blot. Nous observons qu’avec les versions sauvages des protéines 
recombinantes, Pab-aRNase J est co-éluée avec (His)6-Pab-ASH-Ski2. En effet les deux espèces 
sont détectées dans les fractions correspondant au gradient d’imidazole (fractions 8 à 10, 
panel du haut, Figure 20A). Nous proposons que Pab-aRNase J et (His)6-Pab-ASH-Ski2 forme 
un complexe protéique stable à haute force ionique (300mM NaCl, condition de l’expérience) 
et indépendamment de la présence d’acides nucléiques. En effet le traitement nucléase 
n’altère pas le profil observé.  
L’expérience témoin a été réalisée avec la protéine proie Pab-aRNase J seule, sans protéine 
appât (Voir les données supplémentaires Figure S2A dans la publication 2  (Phung et al. 2020)). 
Dans ce cas Pab-aRNase J est éliminée dans les lavages. De même lorsque la Pab-aRNase J est 
mise en présence de Pab-Hel308 (autre hélicase de la famille Ski2 phylogénétiquement 
distincte de ASH-Ski2, voir Partie IV de l’introduction), la proie n’est pas retenue sur la colonne 
(Figure 20B).   
 Le domaine N-terminal (DomN) de (His)6-Pab-ASH-Ski2 est essentiel et suffisant pour 
la formation d’un complexe stable 
Pour établir quels sont les domaines de la protéine appât et de la protéine proie 
respectivement impliqués dans l’interaction protéique observée, nous avons réalisé ce même 
type d’expérience avec des protéines tronquées ou altérées (Figure 19B). L’absence du 
domaine C-terminal de (His)6-Pab-ASH-Ski2 n’altère pas le profil de co-purification observée. 
Le même profil que dans le cas de la version sauvage de (His)6-Pab-ASH-Ski2 est observé 
(Figure 20A). A l’opposé, la co-purification avec la version tronquée pour le domaine N-
terminal (ΔN) montre un profil altéré indiquant que ce domaine est important dans la 
formation du complexe. Nous proposons que le domaine N-terminal soit le domaine qui 
permet d’établir une interaction avec Pab-aRNase J. 
Figure 20. Co-purification in vitro de Pab-aRNase J avec Pab-(His)6-ASH-Ski2 et Pab-(His)6-Hel308. A.
Représentation schématique des domaines de Pab-ASH-Ski2 et co-purification in vitro de Pab-aRNase J
avec Pab-(His)6-ASH-Ski2 et ses variants. La protéine Pab-ASH-Ski2 sauvage (His-WT), délétée du domaine
N-terminal (His-ΔN), du domaine C-terminal (His-ΔC), avec une mutation ponctuel (His-C124A) sont
utilisées comme appât. Les fractions ont été analysées par Western Blot en utilisant un anticorps His-Tag
ou spécifique dirigé contre aRNase J. S: surnageant déposé sur la colonne HisTrap, FT: Flow through; les
fractions 1-3 et 4-6 sont les lavages avec 10mM et 50mM d’imidazole respectivement; l’élution est faite
avec un gradient d’imidazole de 100 à 500mM (fractions 7 à 12). Les expériences réalisées avec un
traitement aux nucléases sont notées +N.t. B. Co-purification avec Pab-(His)6-Hel308 comme appât. C.
Co-purification avec le domaine N-terminal de Pab-ASH-Ski2 sauvage (His-DomN) ou avec une mutation
ponctuelle (His-DomN-C98A et His-DomN-C124A). D. Copurification de Pab-(His)6-ASH-Ski2 avec Pab-











Des analyses comparatives de séquences ont permis de définir un WebLogo du domaine N-
terminal qui montre que quatre cystéines dans le domaine N-terminal de ASH-Ski2 sont 
strictement conservées et seraient typiques d’un motif en doigt de zinc (voir Figure 19B & 
Publication 2 (Phung et al. 2020)). La protéine proie (His)6-Pab-ASH-Ski2 avec un résidu 
cystéine 124 substitué par un résidu en Alanine (C124A) n’est pas en mesure de retenir Pab-
aRNase J sur la colonne. Nos résultats montrent donc que le résidu C124 est important pour 
l’interaction protéine-protéine entre ASH-Ski2 et aRNase J.  
Pour montrer que le domaine N-terminal de Pab-ASH-Ski2 est le domaine d’interaction avec 
Pab-aRNase J, le domaine (DomN) a été exprimé indépendamment du reste de la protéine et 
a été testé pour sa capacité à retenir Pab-aRNase J sur la colonne d’affinité (Figure 20C). On 
observe que Pab-aRNase J est co-purifié avec le domaine (His)6-Pab-DomN indépendamment 
d’un traitement préalable aux nucléases. De même que pour la protéine pleine taille, la 
substitution C124A induit une altération du profil d’élution de Pab-aRNase J (Figure 20C). On 
note cependant que la substitution de la cystéine 98 n’affecte pas l’interaction dans ce 
contexte. 
Au vue de ces derniers résultats, nous proposons que le domaine accessoire N-terminal de 
Pab-ASH-Ski2 puisse se structurer en un motif en doigt de zinc qui serait impliqué dans 
l’interaction avec Pab-aRNase J. Pour tester cette hypothèse, nous avons réalisé les mêmes 
expériences de co-purification in vitro en présence d’EDTA (1mM) pour chélater les ions 
divalents pouvant participer à la structuration du motif en doigt de zinc. Dans cette condition, 
l’élution de Pab-aRNase J est altérée et s’effectue dans les fractions de lavages à 10 mM et 50 
mM d’imidazole (fractions 1 à 7) que ce soit avec les appâts (His)6-Pab-ASH-Ski2 ou (His)6-Pab-
DomN (Figure 20A et 20C, dernier panel).  
La co-purification est également observée entre les protéines recombinantes purifiées à 
homogénéité (Figure 21A). Pab-aRNase J est purifiée sur une colonne héparine (Figure 21B 
panel de droite). (His)6-Pab-Dom N est purifié sur une colonne de Nickel. Après dialyse dans le 
tampon 20mM HEPES 7.4, NaCl 300mM, 5mM MgCl2, 0,1mM ZnCl2, 0,2mM ATP et 
concentration, les deux espèces purifiées sont mélangées dans un ratio 1 pour 3, incubées et 
injectées sur une colonne HisTrap selon le protocole de la Figure 21A. On observe alors que la 
protéine appât (His)6-Pab-DomN n’est plus retenue sur la colonne d’affinité en présence de  
 
Purification HisTrap Pab-(His)6-DomN
His-DomN (3µM) + aRNase J (9µM) - HisTrap
Figure 21. Interaction en FPLC du domaine N-terminal de ASH-Ski2 (DomN) et aRNase J. A. Méthode
expérimentale de la co-purification des protéines purifiées à homogénéités Pab-(His)6-ASH-Ski2-DomN
(His-DomN) et Pab-aRNase J préalablement purifiées (expliqué dans le Matériel et méthodes, partie II).
B. Chromatogramme de la purification de Pab-(His)6-ASH-Ski2-DomN sur colonne de Nickel (HisTrap)
(Panel de gauche) et chromatogramme de la purification de Pab-aRNase J sur colonne Heparin (Panel de
droite). C. Chromatogramme du mélange Pab-(His)6-ASH-Ski2-DomN / Pab-aRNase J injecté sur colonne
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Pab-aRNase J et se retrouve dans les mêmes fractions de lavage. Ce résultat témoigne de la 
formation d’un complexe entre Pab-aRNase J et (His)6-Pab-Dom N de ASH-Ski2.  
 
 Le domaine Loop1 de Pab-aRNAse J n’est pas requis pour la formation du complexe 
(His)6-Pab-ASH-Ski2/ Pab-aRNAse J. 
Nous avons essayé réciproquement d’identifier les domaines de Pab-aRNase J importants 
pour la formation du complexe Pab-aRNase J/Pab-ASH-Ski2. Nous avons pour cela réalisé une 
série d’expériences avec les protéines recombinantes proies Pab-aRNase JΔ1 et Pab-aRNase 
JΔ2, délétées des motifs Loop 1 et 2 respectivement (Figure 19C). La co-purification de la proie 
Pab-aRNase J∆1 avec l’appât (His)6-ASH-Ski2 est observée (Figure 20D). Le motif Loop1 n’est 
donc pas important pour la formation du complexe Pab-aRNase J/Pab-ASH-Ski2. En ce qui 
concerne la proie Pab-aRNase JΔ2, cette espèce est instable puisque l’on observe l’apparition 
d’une espèce protéique au-dessus de 35kD qui ne correspond pas à la protéine de pleine taille 
de 50kD environ (Figure 20D, panel de droite). La protéine Pab-aRNase J∆2 est probablement 
plus sensible à la protéolyse au cours des étapes de co-purification bien qu’un cocktail d’anti-
protéases soit ajouté au cours de l’étape de lyse cellulaire (voir dans « matériels et méthodes 
»). On ne peut donc pas conclure sur l’importance du domaine Loop2 dans la formation du 
complexe Pab-aRNase J/Pab-ASH-Ski2. 
 
3. Pab-aRNase J et la sous-unité de la coiffe Pab-Csl4 de l’exosome à ARN 
forment un complexe stable in vitro 
Les sous-unités de l’exosome à ARN, l’hélicase ASH-Ski2 et la ribonucléase aRNase J partagent 
un réseau d’interaction commun (Figure 18). Afin de caractériser si certaines sous-unités de 
l’exosome sont susceptibles d’interagir avec aRNase J et ASH-Ski2, nous avons entrepris des 
expériences de co-purification par chromatographie d’affinité sur colonne HisTrap comme 
décrit précédemment (Figure 19A). Les protéines appât (His)6-Pab-Rrp41, (His)6-Pab-Rrp4, 
(His)6-Pab-Csl4 et (His)6-Pab-DnaG exprimées respectivement avec le système d’expression 
pET dans E. coli ont été utilisées pour identifier si des interactions protéiques stable pouvaient 
s’établir avec Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 (Voir les Figure 5 & Figure S2C de la Publication 2 
(Phung et al. 2020)). Les interactions in vitro mises en évidence sont résumées sur la Figure 
22A. Comme montré dans la publication 2, les appâts (His)6-Pab-Rrp4 et (His)6-Pab-DnaG ne  
Figure 22. Co-purification in vitro de Pab-aRNase J avec les sous unités de l’exosome à ARN. A.
Représentation schématique de l’exosome à ARN et des interactions détectées dans ces expériences. Les
flèches en traits pleins signifie une interaction résistante aux traitements nucléases alors que les flèches
en pointillé correspond à une interaction sensible aux traitements de nucléases. B. Représentation
schématique de Pab-Csl4. C. Co-purification de Pab-aRNase J avec les protéines Pab-Csl4 sauvage (His-
WT), délété du domaine N-terminal (His-ΔN) ou C-terminal (His-ΔC) ou présentant une mutation
ponctuelle (His-F121A et His-F129A) utilisées comme appâts. D. Modèle structurale de Pab-Csl4 effectué
avec le logiciel Phyre 2. Les Weblogo des acides aminés conservés lorsque Csl4 et aRNase J sont co-
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permettent de co-purifier ni Pab-aRNase J, ni Pab-ASH-Ski2. L’appât (His)6-Pab-Rrp41 (sous-
unité catalytique de l’exosome) permet de co-purifier Pab-aRNase J en absence de traitement 
aux nucléases suggérant que l’interaction observée est médiée par des acides nucléiques (Voir 
la Figure 5B de la Publication 2 (Phung et al. 2020)).   
Dans cette partie, nous détaillerons uniquement les résultats obtenus avec l’appât (His)6-Pab-
Csl4, une des sous-unités constituantes de la coiffe de l’exosome à ARN (voir la partie III de 
l’introduction). La sous-unité de la coiffe Csl4 de l’exosome est constituée de trois domaines 
distincts avec un domaine central de type S1 et un domaine en C-terminal de type Zinc Finger 
(Figure 22B). Nos résultats montrent que l’appât (His)6-Pab-Csl4 interagit avec Pab-aRNase J 
pour former un complexe stable qui est résistant au traitement aux nucléases. On observe la 
co-occurrence de (His)6-Pab-Csl4 et Pab-aRNase J dans les fractions d’élution 7, 8, 9 et 10 
(Figure 22C, panel du haut). Afin de caractériser les domaines de Pab-Csl4 important pour la 
formation de ce complexe, nous avons réalisé des expériences de co-purification avec des 
versions de Pab-Csl4 tronquées en N-terminal (ΔN), en C-terminal (ΔC) et invalidées pour les 
résidus Phénylalanines 121 (F121A) et 129 (F129A) (Figure 22B). Seul l’appât, (His)6-Pab-
Csl4ΔN est capable de retenir Pab-aRNase J sur la colonne (Figure 22C, 2ème panel). On peut 
conclure que le domaine N-terminal de Csl4 n’est pas requis pour l’interaction avec Pab-
aRNase J. Au contraire, le domaine C-terminal, qui correspond à un motif en doigt de zinc 
(Figure 22D), est critique pour la formation du complexe Pab-aRNase J/ Pab-Csl4. Pour 
identifier les résidus de Pab-Csl4 importants pour la formation de ce complexe, nous avons 
recherché en collaboration avec l’équipe de G. Fichant, les résidus conservés dans la séquence 
de Csl4 dans le contexte d’une co-distribution taxonomique de aRNase J et Csl4. Nous avons 
obtenu des séquences Weblogo dérivées d’alignements multiples de séquences de Csl4 co-
distribuées ou pas avec aRNase J (Figure 22D). En effet les gènes codant pour les sous-unités 
de l’exosome à ARN sont présents dans la majorité des génomes archées contrairement au 
gène codant pour aRNase J qui est présent uniquement chez les Euryarchées (Voir la Figure 1 
de la Publication 1 (Clouet-d’Orval et al. 2018)). Plusieurs résidus du domaine S1 de Csl4 ont 
été identifiés comme conservés lors de la co-distribution Csl4/aRNase J, dont les résidus F121 
et F129 qui semblent exposées au solvant dans le modèle structural de Csl4 de P. abyssi 
(Figure 22D). On observe que la substitution des résidus Phénylalanine F121 et F129 en résidus 
Alanine invalident la formation du complexe, respectivement (Figure 22C). Le profil d’élution  
Figure 23. Chromatographie d’exclusion de taille en HPLC des protéines Pab-ASH-Ski2 et Pab-aRNase J
avec la sous unité 30S du ribosome. A. Schéma expérimental de l’expérience d’interaction en
chromatographie d’exclusion de taille des protéines ASH-Ski2 et aRNase J avec la sous unité du ribosome
30S de P. abyssi en HPLC. La sous unité 30S a été purifiée à partir d’un culot de cellules de P. abyssi par
une centrifugation sur un coussin de saccharose, injection sur une colonne Sephacryl S2400 et gradient
de saccharose 10-30% (Pour la méthode, voir Coureux et al. 2016). Un contaminant reste cependant
présent de façon prépondérante et correspond à la phosphoenol pyruvate synthase (91kDa) (indiqué ici
par un #). Les protéines Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 ont été purifiées comme expliqué dans le matériel
et méthode, partie II. 130pmol de Pab-aRNase J et/ou Pab-ASH-Ski2 sont mis en présence de 30pmol de
Pab-30S dans un tampon 10mM HEPES pH 7.5, 10mM MgAc, 300mM NH4Cl et 6mM β-mercaptoéthanol
et chauffées 5’ à 50°C puis injectée sur une colonne Agilent Bio SEC- 5. Les fractions des pics majoritaires
ont été concentrées et déposées sur un gel SDS PAGE coloré au bleu de Coomassie présenté en ci-dessus
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de Pab-aRNase J est altéré par rapport au profil observé avec la version sauvage. Nous 
proposons que les résidus F121 et F129 du domaine S1 sont critiques pour la formation d’une 
conformation de Pab-Csl4 capable d’interagir avec Pab-aRNase J in vitro.  
 
4. Etudes préliminaires de co-purification de Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 
avec la sous-unité 30S purifiée du ribosome de P. abyssi 
Les expériences présentées dans cette partie ont été effectuées en collaboration avec l’équipe 
de E. Schmitt (Ecole Polytechnique, Palaiseau).  
Les réseaux d’interactions obtenus dans la partie I des résultats mettent en évidence une 
étroite relation entre Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 et certaines protéines du ribosome. En 
effet le réseau de Pab-aRNase J et de Pab-ASH-Ski2, respectivement, révèle des protéines 
ribosomiques de la particule 30S et 50S (S4e, L3, L10 et L10e pour Pab-aRNase J / S2, S4, S19e, 
S5, L2, L30, L13, L7Ae et L3 pour Pab-ASH-Ski2).  
Afin d’établir si des interactions spécifiques existent entre Pab-aRNase J, Pab-ASH-Ski2 et le 
ribosome, nous avons initié des expériences de co-purification à partir de la sous-unité 30S de 
ribosome de P. abyssi purifiée à homogénéité disponible dans l’équipe de E. Schmitt (Ecole 
Polytechnique, Palaiseau) (voir pour le protocole de purification de la sous unité 30S (Coureux 
et al. 2016)). Nous avons réalisé deux types d’expériences de co-purification avec une 
séparation sur chromatographie d’exclusion de taille en HPLC et une sur chromatographie 
d’affinité sur bille de nickel, respectivement. Ces techniques ont été élaborées par l’équipe de 
E. Schmitt et sont utilisées classiquement pour identifier les interactions entre la particule 30S 
et les facteurs d’initiation de la traduction chez P. abyssi (Coureux et al. 2016). 
Pour l’analyse par chromatographie d’exclusion de taille, 150pmol de protéines 
recombinantes Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 purifiées à homogénéité sont incubées 
séparément ou ensemble avec 30pmol de particule 30S et 150pmol d’ARNm pendant 5min à 
50°C avant injection sur une colonne d’exclusion de taille (Agilent Bio SEC- 5) placée sur un 
système HPLC à température ambiante (tampon à 150 ou 300mM NH4Cl) (Figure 23A). Les 
volumes d’élution du pic majoritaire dans les différentes conditions testées sont indiqués sur 
le tableau de la Figure 22A (Les chromatogrammes sont en Annexe-Figures 1 à 5). Après 
concentration des fractions correspondantes au pic d’élution, une analyse des échantillons sur 
un gel SDS-PAGE coloré au bleu de Coomassie permet de visualiser les espèces protéiques de  
Figure 24. Chromatographie d’affinité in vitro d’ASH-Ski2 avec la particule 30S du ribosome de P. abyssi.
A. Schéma expérimental de la chromatographie d’affinité sur billes de nickel de Pab-(His)6-ASH-Ski2
utilisée comme appât pour capturer Pab-30S. 150pmol de (His)6-Pab-ASH-Ski2 (Appât), 30pmol de Pab-
30S (Proie) et 150pmol d’un ARNm synthétique ont été mélangés et chauffés 5min à 50°C dans un
tampon 10mM HEPES 7.5, 10mM MgAc, 150mM NH4Cl, 3mM β-Mercaptoéthanol puis incubés 15min
dans une colonne en plastique contenant la résine de nickel. Après lavage avec une faible concentration
en imidazole (30mM), les composés retenus sur la résine ont été élués avec 250mM d’Imidazole. B. Gel
SDS PAGE coloré au bleu de Coomassie. FT correspond au flow through, W aux lavages, E1 et E2 aux
élutions et M au marqueur protéique. La protéine Pab-ASH-Ski2 est indiquée par un * et le contaminant
retrouvé de façon général lors de la purification de Pab-30S indiqué par un #.
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l’échantillon selon leur taille. Nous avons choisi un tampon à 300mM de NH4Cl pour éviter la 
précipitation de Pab-aRNase J, protéine stable uniquement à haute force ionique (voir Partie 
IV des résultats). On observe un décalage vers les hauts poids moléculaires des pics d’élution 
de Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 dans les deux cas, c’est-à-dire en présence d’une ou des 
deux protéines simultanément dans le mélange contenant la particule 30S (Figure 23B). Ces 
premiers résultats sont encourageants et permettent de proposer qu’une interaction entre la 
particule 30S et les protéines Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 pourraient s’établir dans ces 
conditions expérimentales. Ces expériences devront être répétées et réitérées avec des 
variants de Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 afin d’identifier l’importance des différents 
domaines protéiques dans cette interaction.  
Pour l’analyse par chromatographie d’affinité, la protéine recombinante (His)6-Pab-ASH-Ski2 
sert d’appât pour capturer la particule 30S. 150pmol de (His)6-Pab-ASH-Ski2 sont incubées 
avec 30pmol de particule 30S purifiée et 150 pmol d’ARNm pendant 5min à 50°C avant 
incubation sur les billes de nickel (Figure 24A). Après des lavages à 30 mM d’imidazole et une 
élution à 250mM d’imidazole, les différentes fractions sont analysées sur gel SDS-PAGE (Figure 
24B). Comme attendu, la protéine appât seule est retenue sur les billes grâce à son étiquette 
Histidine en N-terminal. La particule 30S est retenue sur les billes seulement en présence de 
la protéine appât (His)6-Pab-ASH-Ski2. Nous proposons que la particule 30S peut donc co-
purifiée avec (His)6-Pab-ASH-Ski2 dans ces conditions expérimentales. Ces résultats ne sont 
que préliminaires et devront être confirmés par répétition de cette expérience. On pourra 
également envisager d’utiliser Pab-aRNase J-(His)6 comme appât.  
L’ensemble des données obtenues par chromatographies d’exclusion de taille et d’affinité 
sont en adéquation et sont cohérents avec nos résultats de fractionnement cellulaire 
montrant que aRNase J et ASH-Ski2 de P. abyssi sont présents dans des fractions de haut poids 
moléculaires contenant les particules ribosomiques (voir la Figure 6A de la Publication 2 
(Phung et al. 2020)).  
 
IV. Caractérisation biochimique de Pab-ASH-Ski2    
L’hélicase Hel308 qui appartient également à la famille des hélicases de type-Ski2 chez les 
archées est décrite comme une hélicase à ADN impliquée dans la résolution des jonctions de 












Figure 25. Les hélicases de la famille Ski2 de P. abysssi A. Architecture en domaines de Pab-ASH-Ski2 et
Pab-Hel 308, voir la légende Figure 12 de l’introduction. Les motifs impliqués dans la liaison et l’hydrolyse
de l’ATP sont en rouge, dans la coordination avec les acides nucléiques et les sites de fixation des NTP en
jaune et dans la liaison aux acides nucléiques en bleu B. Modèle structural de Pab-ASH-Ski2 construit
avec l’outil Phyre2 et les schémas des domaines des variants de Pab-ASH-Ski2. C. Les protéines
recombinantes purifiées à homogénéité sont visualisées sur un gel SDS-PAGE (4-15%) après coloration au





























l’introduction) (Guy and Bolt 2005; Li et al. 2008; Fujikane et al. 2005). A ce jour l’activité de 
ASH-Ski2 chez les Euryarchées reste à déterminer. Dans ce contexte, nous avons analysé les 
propriétés enzymatiques de ASH-Ski2 de P. abyssi (Pab-ASH-Ski2) en parallèle de celles de Pab-
Hel308 (Figure 25A). 
Nous avons mis au point un panel de tests enzymatiques pour observer la capacité 
d’hydrolyser de l’ATP et de liaison aux acides nucléiques (ARN et ADN) ainsi que la capacité à 
former ou à dérouler des molécules d’ADN et/ou ARN appariées. Ce travail avait été initié au 
cours de la thèse de D.K. Phung (Phung D.K. 2017 Thesis) dans l’équipe. Les résultats 
préliminaires alors obtenus ont servi de base pour la mise au point des essais enzymatiques 
décrits dans cette étude. Afin de mener l’étude de la structure fonction des hélicases de type 
ASH-Ski2 chez les archées, nous avons également comparé les activités de la version sauvage 
de Pab-ASH-Ski2 à celles de variants de Pab-ASH-Ski2 (Pab-ASH-Ski2ΔN et Pab-ASH-Ski2ΔC). 
Le but est de comprendre l’importance du domaine accessoire en N-terminal contenant 
quatre cystéines conservées et du domaine typique des hélicases de type Ski2 en C-terminal 
sur l’activité et la spécificité de Pab-ASH-Ski2 (Figure 25B).  
Les protéines recombinantes utilisées dans ces tests enzymatiques sont surexprimées dans E. 
coli grâce au système d’expression pET avec le vecteur pET11 qui permet une sur-expression 
des protéines dans une version sans étiquette. Trois étapes successives ont permis de purifier 
à homogénéité les protéines d’intérêt avec une première étape de chauffage à 70°C suivie 
d’une purification sur une colonne Heparin puis sur une colonne échangeuse de cations (SP-
HP) pour Pab-ASH-Ski2 ou d’anions (Q-HP) pour Pab-Hel308 en système FPLC (Figure 25C). 
Cette partie fait l’objet d’un article en cours de rédaction:  The Archaeal Specific Helicase of 
the Ski2-like family, ASH-Ski2, a novel RNA helicase with strand-annealing activity. Manon 
Batista, Petra Langendijk-Genevaux, Mirna Hajj, Duy Khanh Phung, Laura Plassart, Marie 
Bouvier, Gwennaële Fichant, and Béatrice Clouet-d’Orval. 
 
1. Activité ATPasique  
Une cinétique de l’hydrolyse de l’ATP a été réalisée avec 250nM de Pab-ASH-Ski2 en présence 
ou non d’ARN totaux de P. abyssi à 65°C dans un mélange réactionnel contenant un ratio d’ATP 
froid et radiomarqué [γ32P] et des ions Mg2+. La température de 65°C a été choisie sachant 
que Pab-ASH-Ski2 est une enzyme issue d’un organisme hyperthermophile qui a une  
Figure 26. A. Activité ATPasique de Pab-ASH-Ski2 WT, ΔN et ΔC. Un mélange d’ATP froid/radiomarqué
[γ32] est incubé à 65°C avec 200nM de protéine recombinante purifiée et des ARN totaux de P. abyssi.
Des aliquots sont prélevés au cours du temps d’incubation. Les produits de réactions sont analysés par
TLC (Panel du haut). Le pourcentage d’ATP hydrolysé est représenté en fonction du temps (Panel du bas).
Chaque donnée ± est une moyenne de trois expériences. Les expériences ont été réalisées avec (+ARN)
ou sans (-ARN) ajout d’ARN totaux de P. abyssi. B. Activité ATPasique de Pab-ASH-Ski2 WT en présence
d’ADN phiX174 et avec différentes concentration (0.25, 0.5 et 1µM) de Pab-aRNase J ou le mutant
catalytique de Pab-aRNase J (aRNase J-H388A).
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température optimale de croissance proche de 100°C. L’apparition des phosphates 
inorganiques (Pi) est suivie au cours du temps et quantifiée après séparation sur une 
chromatographie sur couche mince (TLC) dans un tampon KH2PO4 (Figure 26A, panel de 
gauche). Toutes les expériences ont été réalisées en triplicata.  
 Pab-ASH-Ski2 WT  
Les résultats montrent que Pab-ASH-Ski2 est capable d’hydrolyser l’ATP en présence d’ARN 
totaux ou d’ADN (Figure 26A et B). En absence d’ARN ou d’ADN, aucune activité n’est 
détectée. Ces résultats sont cohérents avec les propriétés générales des hélicases à ARN qui 
adoptent un état actif par un changement de conformation médiée par la liaison aux acides 
nucléiques (Jankowsky and Fairman 2007). Des résultats préliminaires obtenus lors de la thèse 
de D.K. Phung montrent que le mutant ponctuel Pab-ASH-Ski2-K245A (mutation dans le motif 
I connu pour être impliqué dans la liaison et l’hydrolyse de l’ATP) n’est pas capable 
d’hydrolyser l’ATP en présence ou en absence d’acides nucléiques (Phung D.K. 2017 Thesis). 
D’autres données de l’équipe montrent que (His)6-Pab-Hel308 a une activité ATPase sans 
spécificité vis-à-vis de l’ARN ou de l’ADN (Phung D.K. 2017 Thesis). De plus les données de la 
littérature pour les protéines de M. thermautotrophicus et S. tokodaii.  montrent une activité 
d’hydrolyse de l’ATP stimulée en présence d’ADN simple brin pour Mth-Hel308 (Guy and Bolt 
2005) et en présence d’ADN double brin pour Sto-Hel308 (Li et al. 2008).  
L’ensemble de ces données semble suggérer que les hélicases de type Ski2-like chez les 
archées possède une activité ATPasique dépendante des acides nucléiques sans spécificité ni 
vis-à-vis de l’ARN ni de l’ADN.  
 Pab-ASH-Ski2 ΔN et ΔC 
Seule l’absence du domaine N-terminal (ΔN) affecte légèrement l’activité ATPasique de 
l’enzyme en présence d’ARN totaux de P. abyssi (Figure 26A). Dans la le modèle structural 
(Figure 25B) les motifs Q et I, impliqués dans la liaison et l’hydrolyse de l’ATP (Voir Partie IV 
de l’introduction) (Figure 25A), semblent être à proximité du domaine accessoire en N-
terminal. On peut proposer que le domaine N-terminal stabilise une configuration optimale 
du site actif. 
En ce qui concerne ΔC, la cinétique d’hydrolyse est similaire à celle de la protéine WT.  Le 
domaine C-terminal contient les domaines WH et Ratchet (Figure 25A) qui selon la structure 
des  hélicases de type Ski2 connues (Johnson and Jackson 2013), n’influenceraient pas la  
Figure 27. Interaction des protéines Pab-ASH-Ski2 (WT, ΔN et ΔC) et Pab-Hel308 avec les substrats ARN et
ADN présentés dans le Tableau 7 . A- Tests d’affinité par double filtration sur membrane de nitrocellulose
DEAE et HydondN avec 5nM de substrats ARN*(US1 et U5RS1) ou ADN*(S1 et 5RS1) incubés avec des
concentrations croissantes (0, 10, 20, 30, 40, 50, 75, 100, 150, et 200nM) de Pab-ASH-Ski2 WT, ΔN, ΔC ou
Pab-Hel308 à 30°C pendant 15min. B à E- Le pourcentage de formation de complexe RNP à chaque
concentration en protéine est reporté en fonction du temps pour calculer la constante d’affinité
apparente (KD) pour chaque protéine. Les valeurs sont la moyenne de trois expériences indépendantes.














WT ΔN ΔC Hel308
S1 DNA-50 nt 23 ± 1 24 ± 2 28 ± 2 87 ± 13
US1 RNA-50 nt 20 ± 1 27 ± 4 42 ± 2 105 ± 22
5RS1 DNA-26 nt 117 ± 4 23 ± 1 165 ± 6









formation du site actif. De même, de manière cohérente avec ces résultats, l’activité 
ATPasique de Hel308 de Archeoglobus fulgidus est indépendante des domaines WH et Ratchet 
(Büttner et al. 2007).  
 
2. Liaison aux acides nucléiques 
La méthodologie adoptée pour mesurer l’affinité de Pab-ASH-Ski2 pour les acides nucléiques 
a été mise au point et initiée dans le cadre de la thèse de D.K Phung dans l’équipe. Pour cette 
étude, nous avons réitéré ces expériences en triplicata en utilisant des versions de protéines 
recombinantes sans étiquette. 
Un panel de substrats listés dans le tableau 7 se compose de différents types de molécules 
d’ADN ou d’ARN simple brins de 50 ou 26 nucléotides (nt) de long, nommés respectivement 
S1, US1, 5RS1 et U5RS1. Ces substrats se réfèrent à ceux utilisés dans l’étude des propriétés 
enzymatiques de Mther-Hel308 (Guy and Bolt 2005). Les substrats ADN S1, 5RS1 et ARN U5RS1 
sont des oligonucléotides synthétiques et le substrat ARN US1 est une molécule obtenue par 
transcription in vitro. 
Les substrats marqués à l’extrémité 5’ par addition d’un phosphate radioactifs sont incubés 
avec une concentration croissante en protéine (0 à 350nM) en présence de 1mM d’ATP et 
5mM de MgCl2 pendant 15min à 30°C (des résultats similaires ont été obtenus à 65°C). Les 
complexes ribonucléoprotéiques (RNP) formés sont séparés des molécules d’ADN et ARN 
libres par un système de double filtration en utilisant des membranes aux propriétés 
différentes. Il faut noter que le système de double filtration (Wong and Lohman 1993) a été 
choisi suite à des essais infructueux de migration sur gel acrylamide natif à 5% où les 
complexes RNP restent bloqués dans les puits du gel (Phung D.K. 2017 Thesis). Dans le système 
de double filtration, les complexes RNP (fractions liées) sont retenus sur la membrane de 
nitrocellulose/ Hybond N+ alors que les molécules d’ADN et d’ARN libres sont retenues sur la 
membrane de nylon chargées positivement (Figure 27A). Le pourcentage de fractions de 
molécules substrats liées versus libres est quantifié à l’aide du logiciel Multigauge pour chaque 
concentration en protéine. Les valeurs des constantes apparentes d’affinité reportées dans le 
tableau de la Figure 27F sont calculées à l’aide du logiciel Prism et sont générées à partir 
d’expériences réalisées en triplicata. On observe, dans tous les cas de figures, des courbes de 





reflète soit une liaison coopérative de la protéine à son substrat avec au moins deux sites de 
liaison sur la molécule de substrat et/ou un changement conformation de la protéine lors de 
la fixation du substrat (Figure 27). La coopérativité semble être indépendante de la présence 
des domaines accessoires N et C-terminal, montrant une propriété intrinsèque du domaine 
cœur SF2 (RecA1/RecA2) qui porte les sites principaux de liaison aux acides nucléiques (Figure 
25A) (Fairman-Williams et al. 2010).   
 Pab-ASH-Ski2 WT et Pab-Hel308 
Pab-ASH-Ski2 a une affinité identique pour les substrats de 50 nt que ce soit de l’ADN (S1) ou 
de l’ARN (US1) avec une constante autour de 20nM (Figure 27B & 27F). Pour les substrats 
courts de 20 nt de long, une différence notable est observée avec une plus grande affinité 
pour l’ARN (U5RS1) que pour l’ADN (5RS1). Dans l’ensemble, Pab-Hel308 semble avoir une 
affinité plus faible pour les acides nucléiques que Pab-ASH-Ski2 sans spécificité de liaison vis à 
vis de la nature des substrats ADN ou ARN (Figure 27C). Il faut noter que les courbes obtenues 
pour Pab-Hel308 sont préliminaires, avec une seul réplicat pour le substrat US1 et deux pour 
le substrat S1.  
 Pab-ASH-Ski2 ΔN et ΔC 
En ce qui concerne Pab-ASH-Ski2-ΔC, les constantes apparentes d’affinité reflètent une 
affinité deux à trois fois plus faible que pour Pab-ASH-Ski2-WT (Figure 27D & 27F). On peut 
proposer que le domaine C-terminal, contenant les motifs WH et Ratchet typiques de la famille 
des hélicases de type Ski2, participe à la stabilisation de la conformation active du domaine 
cœur SF2 pour la liaison aux acides nucléiques (RecA1/RecA2) (Figure 25B).  
En absence du domaine N-terminal (Pab-ASH-Ski2-ΔN), on observe des constantes apparentes 
d’affinité similaires pour les substrats de 50 nt et de 26 nt (Figure 27E & 27F). D’après ces 
données, le domaine N-terminal ne possèderait donc pas de site de fixation propre aux acides 
nucléiques puisque les affinités sont semblables à celles observés pour Pab-ASH-Ski2-WT. 
Cependant la différence d’affinité selon la longueur du substrat observée pour Pab-ASH-Ski2-
WT est atténuée dans cette configuration de la protéine, ce qui semble indiquer une 








3. Activité hélicase 
Les résultats préliminaires obtenus par D.K. Phung (Phung D.K. 2017 Thesis) montrés sur la 
Figure 28 dans l’équipe ont servi de base pour la mise au point des réactions de déroulement 
et de formation de brins décrite dans cette étude. Sur la Figure 28, on observe une cinétique 
rapide d’appariement de brins ADN/ARN de la protéine recombinante (His)6-Pab-ASH-Ski2 qui 
est indépendante de la présence d’ATP. L’ajout d’ATP au temps 2 minute engendre une 
diminution du pourcentage de duplex formé. Ceci n’est pas observé en présence d’ATPγS (ATP 
non hydrolysable). En présence d’ADP, la réaction de déroulement de brin n’est que 
transitoire. On propose que (His)6-Pab-ASH-Ski2 adopte une conformation dite « de 
déroulement » lors de la liaison à l’ATP ou à l’ADP. Cette conformation est maintenue tant 
qu’il y a de l’ATP à hydrolyser. Pour (His)6-Pab-Hel308, on observe une activité d’appariement 
beaucoup plus faible. En présence d’ADP, la protéine semble être figée dans une conformation 
favorisant la dissociation de brins. L’ensemble de ces données nous permet de proposer que 
la protéine ASH-Ski2 peut adopter une conformation dite « d’appariement » et une 
conformation dite de « déroulement ou dissociation de brins » en présence d’ATP. Le 
changement de conformation nécessite l’hydrolyse de l’ATP et le relargage du produit ADP. 
Nous avons choisi d’analyser indépendamment ces deux activités correspondantes à 
différents états ou conformations de la protéine selon la présence ou l’absence d’ATP et ceci 
avec des protéines recombinantes sans étiquette pour s’affranchir de l’effet non spécifique 
que pourrait générer la présence d’étiquette en N- ou C-terminal. Les substrats choisis pour 
cette étude sont les substrats décrits dans le Tableau 7 qui résume les différents types de 
duplex qui peuvent se former avec des extrémités 3’ ou 5’ sortantes selon la nature des 
oligonucléotides de 26 nt utilisés.   
 Activité d’appariement de brins (dite « annealing ») 
Les cinétiques de la formation de duplex ARN/ARN (US1/U5RS1*), ADN/ARN (S1/U5RS1*) et 
ADN/ADN (S1/5RS1*) ont été effectuées, en triplicata, en présence de 250nM de Pab-ASH-
Ski2 ou Pab-Hel308 à 65°C en absence d’ATP. Les produits de la réaction sont visualisés après 
migration sur un gel acrylamide natif 8% (Figure 29A et B, panel du haut). Le pourcentage de 
duplex formé est quantifié au cours du temps (Figure 29A et B, panel du bas).  
 
 
Figure 28. Données préliminaires (figure 39 A et B de la thèse de DK Phung (2017)) correspondants à
l’activité d’appariement et de déroulement de brins des protéines recombinantes (His)6-Pab-ASH-Ski2 et
(His)6-Pab-Hel308. 5 nM de substrat ADN S1 et de substrat ARN U5RS1 sont mélangés en présence de
250 nM de protéines à 65°C. L’ apparition de la formation de l’hétéroduplex avec une extrémité 3’
sortante visualisée sur un gel acrylamide natif 8% est quantifiée en fonction du temps. Dans ces
expériences 5mM d’ATP , ADP ou ATPγS sont ajoutés 2 minutes après le début de la réaction. Ces




































Pab-ASH-Ski2 WT et Pab-Hel308 
En présence de Pab-ASH-Ski2 WT, on observe une cinétique très rapide d’appariement de brin 
du duplex US1/U5RS1* jusqu’à plus de 80% de U5RS1* hybridé à US1 après 5 minutes 
d’incubation. La cinétique de formation de duplex est sensiblement réduite en présence 
d’ADN S1 avec moins de 40% d’hétéroduplex S1/U5RS1 observé. De plus, la formation de 
homoduplex S1/5RS1 avec les deux brins ADN est très faible, semblable à l’expérience témoin 
sans protéine (Figure 29A). La protéine Pab-ASH-Ski2 WT présente donc une préférence 
marquée pour les brins ARN en stabilisant la formation d’homoduplex ARN/ARN dans ces 
conditions expérimentales.  
A l’opposé des résultats observés pour Pab-ASH-Ski2, Pab-Hel308 a une capacité 
d’appariement de brin très faible proche de l’expérience témoin dans ces conditions 
expérimentales quel que soit les substrats (Figure 29B).  
Nous avons également regardé l’effet de la présence d’analogue d’ATP dans le milieu 
réactionnel pour Pab-ASH-Ski2. La présence d’ATPγS non hydrolysable affecte sensiblement 
la cinétique d’appariement de brins. L’ATPγS se fixe au site catalytique sans être hydrolysé et 
pourrait engendrer un changement de conformation de la protéine ne favorisant plus 
l’appariement de brins. (Figure 29C).  
Pab-ASH-Ski2 ΔN et ΔC 
La cinétique d’appariement de brin avec les substrats ARN US1/U5RS1*est sensiblement plus 
rapide pour Pab-ASH-Ski2ΔC et Pab-ASH-Ski2ΔN comparée avec celle de Pab-ASH-Ski2 WT 
(Figure 30A). Il semblerait que les domaines N- et C-terminal soient importants pour la 
spécificité de substrats. Les cinétiques d’appariement d’hétéroduplex (Figure 30B) ou 
d’homoduplex ADN (Figure 30C) observées pour Pab-ASH-Ski2ΔC et Pab-ASH-Ski2ΔN 
semblent rapides mais un plateau est atteint rapidement avec un pourcentage de duplex 
formé très inférieur à celui observé dans le cas d’un homoduplex ARN.  
 Activité de déroulement de duplex ou dissociation de brins (dite « unwinding ») 
Nous avons testé la capacité de Pab-ASH-Ski2 et de Pab-Hel308 à dérouler (activité unwinding) 
le duplex d’ARN US1/U3RS1 avec une extrémité 5’ sortante ou le duplexe d’ARN US1/U5RS1 
avec une extrémité 3’ sortante. Cette capacité est observée en présence d’ATP (Figure 31A). 
Les duplex sont formés au préalable in vitro par hybridation en incubant de l’ARN simple brin 
US1 (50 nt) et de l’ARN simple brin U3RS1 ou U5RS1 (26 nt) complémentaires respectivement  
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Figure 29. Cinétiques d’appariement de brins de Pab-ASH-SKi2 WT et Pab-Hel308 La formation de duplex
ARN/ARN (US1/U5RS1), ADN/ARN (S1/U5RS1) ou ADN/ADN (S1/5RS1) (Tableau 7) en absence (Ø) ou en
présence de 250nM de protéine est suivie à 65°C. Les molécules d’ARN sont représentées en noir et
d’ADN en violet dans les schéma de droite. La réaction a été analysée après migration en gel natif
acrylamide à 8% après traitement à la protéinase K (Panel du haut). Les graphes montrent le
pourcentage de duplex formé en fonction du temps. Des triplicatas ont été réalisés pour chaque
condition expérimentale. A. Cinétiques obtenues en présence de Pab-ASH-SKi2 WT B. Cinétiques
obtenues en présence de Pab-Hel308. C. Cinétique d’appariement de US1/U5RS1 en présence de Pab-













des extrémités 3’ et 5’ de US1 à 90°C pendant 5min dans un tampon 150mM NaCl et 15mM 
NaCi suivi d’une étape de refroidissement lente à température ambiante. Pour visualiser la 
dissociation des brins appariés au cours du temps, l’ARN U3RS1 ou U5RS1 est préalablement 
marqué en 5’ par une réaction de phosphorylation en présence d’ATP [γP32]. Une cinétique de 
dissociation de brin est suivie entre 0 et 40 min après incubation de 5 nM de duplex pré-formés 
(US1/U3RS1* ou US1/U5RS1*) à 65°C en présence de 250nM de protéine, d’ATP (5mM) et de 
200 nM oligo Trap non marqué (U3RS1 ou U5RS1). L’excès d’oligo Trap capture l’oligo US1 au 
fur et à mesure du déroulement du duplex (US1/U3RS1*) ou (US1/U5RS1*) pour empêcher la 
réaction réverse d’appariement de s’effectuer au cours du temps. Les produits de la réaction 
sont séparés par électrophorèse sur un gel acrylamide natif 8% et l’apparition de molécules 
d’ARN simple brin U3RS1* ou U5RS1* est quantifiée à l’aide du logiciel MultiGauge au cours 
du temps pour obtenir le pourcentage de duplex déroulés. Un témoin sans ajout de protéine 
permet de suivre la stabilité intrinsèque des duplex au cours du temps de la réaction. Chaque 
cinétique est effectuée en triplicata. Ces expériences montrées ci-dessous ont été 
principalement menées avec des substrats ARN. 
Pab-ASH-Ski2 WT et Pab-Hel308 
Pab-ASH-Ski2 est capable de dérouler 75 % de duplex US1/U5RS1* après 40 min d’incubation 
contre seulement 35% avec le duplex US1/U3RS1* (Figure 31A, panel du haut). Ces données 
suggèrent que l’hélicase Pab-ASH-Ski2 possède une polarité de déroulement de duplex de 
l’extrémité  3’ vers l’extrémité 5’, conformément à la polarité décrite pour les hélicases de la 
famille Ski2 (Johnson and Jackson 2013). Contrairement à Pab-ASH-Ski2, Pab-Hel308 ne 
semble pas avoir la capacité de dérouler le duplex composé de molécules d’ARN US1/U5RS1* 
dans ces conditions (Figure 31A, panel du bas). Ce résultat semble indiquer une différence de 
reconnaissance de substrats entre les deux hélicases de type Ski2 de P. abyssi. De manière 
cohérente, dans la littérature Mth-Hel308 est décrite comme une hélicase à ADN avec une 
capacité à dérouler des duplex d’ADN (Guy and Bolt 2005).  
La comparaison des cinétiques de déroulement du duplex US1/U5RS1* en présence et 
absence d’ATP et ou de MgCl2 indique une cinétique optimale en présence d’ATP et ions Mg2+. 
L’ajout d’analogue de l’ATP tel que ADP ou ATPγS non hydrolysable a un effet significatif avec 
une diminution de l’activité de dissociation de brins (Figure 31B). La présence d’ions Mg2+ est 
également importante pour une activité optimale de dissociation de brins. 
Figure 30. Comparaison des cinétiques d’appariement de brins de Pab-ASH-SKi2 WT, Pab-ASH-Ski2ΔN et
Pab-ASH-Ski2ΔC dans les mêmes conditions que celles décrites dans la Figure 29A. A. Cinétique de
formation de duplex US1/U5RS1 B. Cinétique de formation de duplex S1/U5RS1 C. Cinétique de









Pab-ASH-Ski2 ΔN et ΔC 
Nous avons ensuite comparé la cinétique de déroulement du duplex US1/U5RS1* avec une 
extrémité 3’ sortante de Pab-ASH-Ski2 WT avec celle de Pab-ASH-Ski2ΔN et Pab-ASH-Ski2ΔC. 
Le domaine N-terminal n’affecte pas la cinétique de dissociation des brins (Figure 32). 
Cependant on observe une cinétique plus lente en absence du domaine C-terminal. Il est 
possible que la conformation du domaine cœur RecA1/RecA2 requise pour dissocier les brins 
soit stabilisée par la présence du domaine C-terminal. Ces résultats sont cohérents avec 
l’activité de Hel308 d’Archeoglobus fulgidus qui montre également que le domaine C-terminal 
est requis pour une activité optimale de déroulement de duplex d’ADN (Büttner et al. 2007).  
 
4. Conclusions  
 Pab-ASH-Ski2 possède une activité hélicase à ARN avec une polarité de 3’ vers 5’ 
L’étude des différentes propriétés permet de proposer que Pab-ASH-Ski2 possède une activité 
hélicase à ARN. En effet, l’activité d’appariement de brins observée dans cette étude apparait 
bien plus efficace en présence de substrats ARN que de substrat ADN bien que l’activité 
ATPasique est sans spécificité vis à vis de la nature des acides nucléiques, ARN ou ADN. Il est 
intéressant de noter que l’activité d’appariement ne nécessite pas la présence d’ATP, ainsi la 
spécificité vis-à-vis de l’ARN semble être indépendante de l’activité ATPasique portée par le 
cœur SF2. Des données préliminaires ont montré que le mutant ponctuel de l’activité 
ATPasique, Pab-ASH-Ski2-K245A possède une activité d’appariement réduite à 30% comparée 
à celle de la protéine WT (Phung D.K. 2017 Thesis). Ces données doivent être réitérées dans 
ces conditions d’expériences et le mutant sera testé pour l’activité d’appariement et de 
déroulement des substrats.   
On peut proposer que Pab-ASH-Ski2 peut adopter deux conformations l’une favorable à 
l’appariement de brin en absence d’ATP et l’autre favorable à la dissociation de brins 
nécessitant la fixation d’ATP et d’ions Mg2+. De plus, la dissociation de brins est favorisée avec 
un duplex possédant une extrémité 3’ sortante montrant une polarité de 3’ vers 5’.  
 Le domaine C-terminal module sensiblement l’activité hélicase de Pab-ASH-Ski2 
L’ensemble de ces résultats montre que les domaines accessoires Pab-ASH-Ski2 n’affectent 
pas l’activité d’hydrolyse de l’ATP qui est portée par le domaine cœur SF2 constitué des 




















Figure 31. Cinétiques de dissociation de brins de Pab-ASH-SKi2 WT et Pab-Hel308. A. Le duplexe substrat
avec une extrémité 3’ sortante (US1/U5RS1) ou 5’ sortante (US1/U3RS1) formé un ARN U5RS1 ou U3RS1
radiomarqué [γ32 (Tableau 7) est incubé 40’ à 65°C avec 5 mM d’ATP sans protéine (Ø) ou en présence de
250nM de protéine à 65°C. La réaction a été analysée après migration dans un gel natif acrylamide 8%
(Panel du haut). Les graphes montrent le pourcentage de duplex déroulé en fonction du temps (Panel du
bas). Chaque donnée ± correspond à une moyenne de trois expériences. L’ activité de déroulement du
duplex US1/U5RS1 de Pab-ASH-SKi2 WT est comparée avec celle de Pab-Hel308. B. L’activité de
déroulement du duplex US1/U5RS1 de Pab-ASH-SKi2 WT en absence ou en présence d’ATP ou de MgCl2







acides nucléiques. Les cinétiques d’appariement de brins en absence du domaine C-terminal 
semble indiquer une accélération de l’association de brin par rapport à la version WT. 
Egalement la spécificité vis-à-vis de l’appariement de brins ARN/ARN semble moins stricte en 
absence du domaine C-terminal (Figure 32). De plus on observe une réduction de la cinétique 
de déroulement de duplex en absence du domaine C-terminal (Figure 32). L’absence du 
domaine C-terminal pourrait favoriser la formation d’une conformation de la protéine 
favorable à l’appariement de brin. Le domaine C-terminal, typique de la famille Ski2-like, serait 
important à la fois dans la spécificité de substrat et dans l’inflexion de l’activité de dissociation 
de brins.  
 Pab-aRNase J module l’activité ATPasique de Pab-ASH-Ski2 
Des expériences préliminaires de l’activité d’hydrolyse de l’ATP de Pab-ASH-Ski2 ont été 
réalisées en présence d’ADN et de différentes concentrations en protéine Pab-aRNase J et son 
mutant catalytique Pab-aRNaseJ-H388A. Ces premiers résultats montrent que la présence de 
Pab-aRNase J ou Pab-aRNase J-H388A entraine une réduction de l’activité ATPasique de Pab-
ASH-Ski2 (Figure 26B). Ces données sont à réitérées en triplicata et à tester en présence 
d’ARN.  
 
V. Etudes structurales d’ASH-Ski2 et aRNase J  
1. Purification de Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2  
La structure de l’hélicase ASH-Ski2 n’est pas connue actuellement mais celle de l’aRNase J, 
avec ou sans substrat ARN (PDB :5HAB et 5HAA), a récemment été résolue par cristallographie 
chez Méthanolobus psychrophilus (Mpsy-aRNase J) (Zheng et al. 2017). Les structures de 
Mpsy-aRNase J révèlent un réseau de liaisons hydrogène, qui permet le transfert de protons 
dans le centre catalytique et aide à la catalyse. Une poche de liaison au monophosphate 
coordonne l'extrémité 5' de l'ARN et explique la préférence pour les substrats 5’ 
monophosphate de l’activité exoribonucléolytique de l’aRNase J. Mpsy-aRNase J est sous 
forme homotétramérique et les motifs spécifiques Loop 1 et Loop 2, préalablement identifiés 
par mon équipe (Clouet-d’Orval et al. 2010), semblent impliqués dans la liaison aux acides 
nucléiques. Nous avons initié une étude structurale en cristallographie des protéines ASH-Ski2 
et aRNase J de P. abyssi en collaboration avec V. Guillet (IPBS, Toulouse), dans le but de 
résoudre la structure de Pab-ASH-Ski2 et de caractériser l’interaction entre Pab-ASH-Ski2 et  
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Figure 32. Cinétique de dissociation de brin en présence d’ATP des variants Pab-ASH-Ski2ΔN et Pab-ASH-
Ski2ΔC sont comparés à celle de Pab-ASH-Ski2 WT. La réaction observé est illustrée par un schéma de






Pab-aRNase J. Pour se faire, les protéines Pab-aRNase J, Pab-ASH-Ski2 et ses variants Pab-ASH-
Ski2ΔC et Pab-ASH-Ski2-DomN ont été purifiées à homogénéité et des cribles de cristallisation 
ont été réalisées. Il faut noter que les limites de température des appareillages disponibles 
actuellement est un frein dans les mesures biophysiques des protéines hyperthermophiles. 
 Purification de Pab-aRNase J 
La protéine recombinante Pab-aRNase J a été purifiée sans étiquette après avoir été 
surexprimée à partir d’un vecteur d’expression pet11b dans la souche E. coli. Les culots 
bactériens exprimant la protéine d’intérêt ont été lysés et ont subi une étape de chauffage à 
70°C pour éliminer les protéines thermosensibles. Les fractions contenant Pab-aRNase J pure, 
obtenues après le passage sur colonne HiTrap Heparin à l’aide d’un système FPLC (Fast Protein 
Liquid Chromatography), ont été rassemblées puis dialysées dans un tampon déterminé au 
préalable par fluorimétrie différentielle à balayage (DSF, pour Differential Scanning 
Fluorimetry). La DSF est une méthode permettant de caractériser la stabilité thermique des 
protéines et déterminer les conditions dans lesquelles les protéines sont les plus stables. Le 
fluorophore utilisé est le SYPRO® Orange dont la fluorescence augmente dans un 
environnement hydrophobe. Lorsque les protéines se dénaturent, les surfaces hydrophobes 
sont exposées ce qui déclenche une augmentation de la fluorescence.  Un crible préliminaire, 
faisant varier les concentrations en protéine et en fluorophore, a été réalisé afin de 
déterminer les conditions idéales en termes de rapport signal/bruit à utiliser pour les cribles 
commerciaux qui seront testés. Les transitions thermiques sont monitorées avec un système 
CFX96 (Real-time PCR, Bio-Rad) et les mélanges ont été soumis à un gradient de température 
de 20 à 100°C. Les courbes de dénaturation des protéines ont été obtenues sur le logiciel CFX 
Manager (v 3.1) (non montrées ici). Le Tm d’aRNase J observé est de 90°C dans les conditions 
de 400mM NaCl, 10µM de protéine et 10X de fluorophore. Un crible commercial (Fundament, 
Jena Bioscience) permettant de tester une gamme large de pH et concentrations salines a 
ensuite été réalisé pour Pab-aRNase J dans les conditions déterminées ci-dessus. La plaque a 
ensuite subi le même gradient de température et les courbes de dénaturation sont obtenues 
de la même façon que ci-dessus (Figure 33A). Les résultats ont permis de déterminer des 
conditions optimales pour la stabilité d’aRNase J, à savoir : un pH autour de 7 et une 
concentration en NaCl supérieure à 400mM. Les fractions contenant la protéine pure Pab-
aRNase J ont donc été dialysées dans un tampon HEPES 50mM pH 7, 500mM de NaCl et 10%  
Figure 33. Purification à Homogénéité de Pab-aRNase J. A. Mesures des Tm de la protéine Pab-aRNase J
dans différentes conditions de tampon (crible commercial Fundament, Jena Bioscience) en Fluorimétrie
différentielle à balayage (DSF). B. Un échantillon de la protéine purifiée à homogénéité de Pab-aRNase J
est déposé sur un Gel SDS PAGE (4-15%) coloré au bleu de Coomassie. La taille théorique et le tampon de
conservation de Pab-aRNase J sont indiqués. C. Courbe d’autocorrélation de Pab-aRNase J mesurée par
diffusion dynamique de la lumière (DLS). D. Chromatogramme obtenu en SEC-MALS de Pab-aRNase J
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de glycérol et ont été concentrées par centrifugation différentielle sur membrane semi 
perméable (PES : polyethersulfone) à l’aide de système vivaspin20 (seuil de coupure (MWCO) 
= 30 000 Da). La concentration a été suivie par analyse de l’absorbance à 280nm et le rapport 
DO260/DO280 a été vérifié à 0.6 (absence d’acides nucléiques). La pureté de Pab-aRNase J a 
été analysée par SDS-PAGE après coloration au bleu de Coomassie (Figure 33B).  
 Purification de Pab-ASH-Ski2 WT, Pab-ASH-Ski2-DomN et Pab-ASH-Ski2ΔC 
Les protéines recombinantes Pab-ASH-Ski2-DomN, Pab-ASH-Ski2ΔC et Pab-ASH-Ski2 WT ont 
été exprimées dans un vecteur d’expression pET11b chez E. coli puis purifiées 
séquentiellement sur une colonne HiTrap Heparin, une colonne échangeuse de cations (SP HP) 
et sur une colonne d’exclusion de taille (Hiload S200 16/60 PG) dans un tampon HEPES 50mM 
pH 7.5, NaCl 300mM et 10% glycérol. Les fractions contenant les protéines pures ont été 
rassemblées et concentrées par centrifugation différentielle sur membrane semi perméable à 
l’aide de système vivaspin20 (MWCO =30 000 ou 50 000Da). La concentration a été suivie par 
analyse de l’absorbance à 280nm et le rapport DO260/DO280 a été vérifié à 0.6 (absence 
d’acides nucléiques). La pureté des protéines a été analysée par SDS-PAGE après coloration 
au bleu de Coomassie (Figure 34A). Des mesures de thermostabilité par DSF ont été réalisées 
pour la protéine Pab-ASH-Ski2 cependant, le Tm n’a pu être obtenu, étant au-dessus de la 
limite de température du système (100°C).  
 
2. Homogénéité des échantillons protéiques Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2  
L’homogénéité et la qualité des protéines recombinantes purifiées ont été vérifiées en 
Diffusion dynamique de la lumière en solution (DLS). La DLS est une technique qui exploite le 
mouvement brownien des molécules en solution et permet d’évaluer le rayon 
hydrodynamique (Rh) de la protéine ainsi que la polydispersité de la solution (Pd). Ces 
informations permettent notamment de vérifier l’absence d’agrégats, ce qui est indispensable 
dans l’optique d’effectuer des essais de cristallisation. Nous avons testé les protéines Pab-
aRNase J, Pab-ASH-Ski2 WT, Pab-ASH-Ski2-DomN et Pab-ASH-Ski2ΔC à des concentrations 
respectives de 1.2, 4.6, 8.5, et 9.8mg/ml. Les fonctions d’autocorrélation, calculées à partir de 
la mesure des fluctuations d’’intensité diffusée par la solution protéique en fonction du temps, 
permettent d’évaluer la distribution d’intensité en fonction du Rh, la polydispersité et 
l’éventuelle présence d’agrégat. Les fonctions d’autocorrélation expérimentales des protéines  
Figure 34. Purification et Essais de cristallisation de Pab-ASH-Ski2 WT, Pab-ASH-Ski2 DomN et Pab-ASH-
Ski2ΔC. A. Un échantillon de protéine purifiée à homogénéité de Pab-ASH-Ski2 WT, Pab-ASH-Ski2-DomN,
Pab-ASH-Ski2ΔN et Pab-ASH-Ski2ΔC sont déposés sur un Gel SDS PAGE (4-15%) colorés au bleu de
Coomassie. La taille théorique et le tampon de conservation des protéines sont indiqués. B. Courbes
d’autocorrélation de Pab-ASH-Ski2 WT, Pab-ASH-Ski2-DomN et Pab-ASH-Ski2ΔC réalisées en diffusion
dynamique de la lumière (DLS). C. Chromatographie d’exclusion de taille (Superdex 200 10/300) de Pab-
ASH-Ski2 WT. D. Images des cristaux obtenus pour les protéines Pab-ASH-Ski2 WT, Pab-ASH-Ski2 DomN et




1M lithium sulfate, 
0.01 M nickel chloride 
0.1 M Tris pH 8.5 
WT (7,5mg/ml)
0,2M Lithium sulfate
0,1M Tris pH 6.8
30% PEG 3000
0,2M Lithium sulfate
0,1M Tris pH 8.5
30% PEG 4000



















Ve=13,5 ml ~ 125 kDa
WT (5µM)










testées en DLS montrent un retour rapide à la ligne de base (Figure 33C et 34B). La 
polydispersité évaluée pour chaque protéine semble indiquer qu’il y ait une espèce protéique 
dominante en solution (~polydispersité <25%).  
 
Protéine C (mg/ml) C (µM) MW th (kDa) Rh th (nm) Rh (nm) %Pd 
aRNase J 1.2 24 50.5 3.4 8.3 20.8 
ASH-Ski2 DomN 8.5 366 23.1 2.6 4.1 25.9 
ASH-Ski2  4.6 47.7 97.7 4.2 6.6 20.5 
ASH-Ski2 ∆C 9.8 150 65.5 3.7 5.4 24.5 
Tableau 13. Résumé des résultats de DLS. Les concentrations protéiques (C) sont exprimées 
en mg/ml et molarité. Les poids moléculaire (MW) et rayon hydrodynamique théorique (Rh 
théorique calculé pour une protéine de poids moléculaire identique, monomérique et 






Pab-aRNase J, Pab-ASH-Ski2 WT, Pab-ASH-Ski2-DomN et Pab-ASH-Ski2ΔC présentent des 
rayons hydrodynamiques (Rh) évalués plus grands que ceux qui pourraient être prédits pour 
des protéines globulaires (Rh=0.794.MW^(1/3)) (Tableau 13). Ces valeurs peuvent s’expliquer 
soit par la présence d’une espèce multimérique en solution soit par la forme de la protéine 
qui serait plus allongée. Les Rh peuvent aussi être légèrement affectés par la présence de 10% 
de glycérol dans le tampon. 
L’état d’oligomérisation de Pab-aRNase J a été analysé par chromatographie d’exclusion de 
taille couplée à la diffusion statique de lumière multi-angle (SEC-MALS) qui est une méthode 
qui permet de déterminer la masse molaire et l’état d’oligomérisation mais aussi 
l’homogénéité et la présence d’agrégation. 20µg de Pab-aRNase J ont été injectés sur une 
colonne Superdex S200 I 5/150 préalablement équilibrée dans un tampon HEPES pH7.5, NaCl 
300mM et 5% de glycérol à température ambiante. Les données récoltées par diffusion de 
lumière multi-angle (Figure 33D) nous montrent l’absence d’agrégat et une masse molaire 
mesurée entre 130 et 200kDa qui suggère la présence de plusieurs états d’oligomérisation de 
Pab-aRNase J et probablement un équilibre dimère-tétramère (masse moléculaire théorique 
de Pab-aRNase J de 50kDa).  
Pour estimer l’état d’oligomérisation de Pab-ASH-Ski2 WT, nous avons réalisé une 
chromatographie d’exclusion de taille à température ambiante (S200 increase 10/300) dans 
un tampon HEPES pH 7.5, 300mM de NaCl et 5% de glycérol après avoir chauffé la protéine 
purifiée 10min à 60°C. Le chromatogramme (Figure 34C) nous révèle la présence d’un seul pic 
à un volume d’élution de 13,5ml qui correspond d’après la calibration de la colonne à une 
masse molaire apparente de 127kDa, suggérant que la protéine Pab-ASH-Ski2 soit 
monomérique dans ces conditions (masse moléculaire calculée de Pab-ASH-Ski2 de 100kDa). 
La qualité des solutions protéiques obtenues nous a permis d’initier des essais de 
cristallisation dans le but de résoudre la structure d’ASH-Ski2 seule, en complexe avec aRNase 
J ou avec des substrats nucléotidiques.  
 
3. Etudes structurales préliminaires par cristallographie   
Des premiers essais de cristallisation ont été mis en place avec la protéine Pab-ASH-Ski2 WT 
en présence ou non d’un substrat ADN de 26Nt (Protéine : ADN ratio 2 : 1 et 3 : 1) puis avec 





Cation, Anion, AmSO4, Compass, PEG I, PEG II, PhClear I, PhClear II et PACT (Voir tableau 8 
dans le Matériel et Méthodes) ont été réalisés avec un système automatisé (robot 
Mosquito®LCP). De petits cristaux, visibles en UV, se sont formés dans différentes conditions 
(Figure 34D) mais n’ont pas diffracté les rayons X lors des tests de diffraction réalisés au 
synchrotron de l’ESRF (European Synchrotron Radiation Facility) à Grenoble. Pour améliorer 
les conditions de cristallisation, nous avons réalisé deux cribles manuels plus spécifiques afin 
de tester ces premières conditions de cristallisation observées (Voir Annexe-Figure 6). A ce 
jour, aucune condition n’a permis la formation de cristaux de Pab-ASH-Ski2 capables de 
diffracter les rayons X. D’autres essais de cristallisation ont été faits avec un mélange Pab-
aRNase J/Pab-ASH-Ski2-DomN. Sept cribles commerciaux (JSCG +, Pro Complex, Compas, PEG 
I, PEG II, PhClear I et PhClear II) ont été réalisés avec le même système automatisé (robot 
Mosquito®LCP) avec deux ratios Pab-ASH-Ski2-DomN/Pab-aRNase J différents (2 :1 et 3 :1). 
Des aiguilles cristallines se sont formées dans trois conditions (Figure 34E) et les expériences 
de diffraction n’ont pas conduits à l’observation de taches de diffraction sur les lignes de 












Les travaux de thèse présentés dans ce manuscrit s’articulent autour de l’activité et du rôle de 
l’hélicase ASH-Ski2 de P. abyssi en lien avec l’exoribonucléase 5’-3’ aRNase J et de l’exosome 
à ARN ayant une activité 3’-5’.  
Au travers des réseaux d’interactions d’ASH-Ski2, aRNase J et des sous-unité Rrp41 et Csl4 de 
l’exosome à ARN, nous avons pu dégager des liens réciproques entre ces acteurs du 
métabolisme de l’ARN (RESULTATS- Partie II). Ces liens sont consolidés par nos résultats 
montrant une interaction in vitro entre ASH-Ski2 et aRNase J qui est médiée par le domaine 
N-terminal de ASH-Ski2 (RESULTATS- Partie III). Ce domaine contenant un motif de type doigt 
de zinc semble nécessaire et suffisant pour établir une interaction directe avec aRNase J. Nous 
avons également identifié une interaction in vitro entre la sous unité de la coiffe Csl4 de 
l’exosome à ARN et aRNase J (RESULTATS- Partie III) qui ouvre des perspectives sur la fonction 
de l’exosome à ARN chez les archées.  
La caractérisation de l’activité biochimique de l’hélicase ASH-Ski2 (RESULTATS- Partie IV) a 
permis d’identifier ASH-Ski2 comme une hélicase à ARN qui dissocie les duplexes ARN/ARN 
avec une polarité 3’-5’ en présence d’ATP et de Mg2+. Cette activité est en adéquation avec les 
activités montrées pour les hélicases de type Ski2 retrouvés chez les eucaryotes. De manière 
remarquable ASH-Ski2 possède également une capacité intrinsèque d’appariement de brins 
ARN/ARN en absence d’ATP. Nous proposons que les activités de déroulement de 
d’association de brins soient associées à deux conformations adoptées par la protéine ASH-
Ski2 en présence ou absence d’ATP. Pour comprendre la structure-fonction de Pab-ASH-Ski2, 
nous avons initié une étude structurale (RESULTATS- Partie V) qui ne nous a pas permis à ce 
jour de résoudre la structure tridimensionnelle de ASH-Ski2 ni en présence ni en absence 
d’acides nucléiques.  
 Distribution de ASH-Ski2 dans l’arbre du vivant 
Chez les archées, la famille des hélicases de type Ski2 se compose de deux grands groupes, 
Hel308 et ASH-Ski2 (INTRODUCTION, Partie IV travaux de P. Genevaux/G. Fichant). Hel308 
semble ubiquitaire dans l’ensemble de la phylogénie des Archées et est décrite comme une 
hélicase à ADN chez P. furiosus, M. thermautotrophicus et S. tokodaii (Guy and Bolt 2005; Li et 
al. 2008; Fujikane et al. 2005). La distribution taxonomique de ASH-Ski2 est restreinte aux 
Euryarchées et, de manière remarquable, est identique à celle de aRNase J à l’exception des 





nous permettent d’établir que ASH-Ski2 est une hélicase à ARN (RESULTATS- Partie IV). La 
distribution des hélicases de la famille de type Ski2 (Figure 35) indiquerait une conservation 
de l’activité hélicase à ARN de type Ski2 (ASH-Ski2) chez les Euryarchées, les Asgards et les 
eucaryotes et une conservation de l’activité hélicase à ADN (Hel308) chez les TACK et les 
Euryarchées. On note l’association de l’activité hélicase à ARN de type Ski2-like (Ski2) en lien 
avec l’exosome à ARN chez les eucaryotes comme proposé par nos travaux chez les 
Euryarchées. On peut proposer une divergence des hélicases de type Ski2 au cours de 
l’évolution menant à la reconnaissance de substrats ARN ou ADN, associées respectivement 
au métabolisme de l’ARN et au métabolisme de l’ADN. Cette évolution pourrait être liée à la 
présence avec aRNase J. On note l’absence de membres de cette famille chez les bactéries 
bien que l’exoribonucléases RNase J, homologue à l’aRNase J soit présente. La distribution 
phylogénétique de ces acteurs pose la question de l’évolution des machineries de dégradation 
des ARN retrouvées dans les trois domaines du vivant (Publication 1) (Clouet-d’Orval et al. 
2018; Clouet-d’Orval et al. 2015). 
 Activité enzymatique de ASH-Ski2  
Pab-ASH-Ski2 a une activité d’hydrolyse de l’ATP qui est portée par le domaine cœur SF2 
constitué des domaines RecA1 et RecA2. Pab-ASH-Ski2 semble adopter deux conformations 
l’une favorable à l’appariement de brin en absence d’ATP et l’autre favorable à la dissociation 
de brins nécessitant la fixation d’ATP et d’ions Mg2+. De plus, la dissociation de brins est 
favorisée avec un duplex possédant une extrémité 3’ sortante montrant une polarité de 3’ 
vers 5’ (Figure 36). Nos résultats indiquent que les domaines accessoires N- et C-terminal 
n’affectent pas l’activité ATPasique. Cependant la présence d’aRNase J induit une diminution 
de cette activité. L’interaction avec aRNase J au niveau du domaine N-terminal pourrait 
engendrer un encombrement allostérique et/ou un changement de conformation du domaine 
SF2 cœur réduisant son activité enzymatique d’hydrolyse de l’ATP. Il serait intéressant 
d’examiner à présent les activités de dissociation et associations de brins en présence de 
aRNase J. Inversement, nous pourrions mesurer l’activité exoribonucléolytique de aRNase J 
en présence d’ASH-Ski2. 
Le domaine C-terminal typique de la famille Ski2-like, contenant le Rachet domain, est décrit 
comme un domaine important pour l’activité de déroulement (dissociation de brin) de Hel308 
et la délétion de ce domaine est montré induire une létalité dans le cas de Mtr4 (Büttner et  
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Figure 35. Distribution des protéines aRNase J , ASH-Ski2, Hel308 et l’exosome à ARN dans l’arbre du
vivant. La branche des bactéries est représentée en violet, celles des archées en bleu et celle des







al. 2007; Holub et al. 2012). Notre étude montre que Le domaine C-terminal, serait important 
à la fois dans la spécificité de substrat et dans l’inflexion de l’activité vers la dissociation de 
brins (Figure 36). Des études plus détaillées par des approches en molécule unique par 
exemple permettraient de disséquer les éléments mécanistiques des hélicases de type Ski2 
(Hodeib et al. 2017). Il reste à élucider quels sont les substrats ARN de ASH-Ski2. Cette hélicase 
à ARN est-elle impliquée dans le déplacement de complexe RNP, dans le déroulement de 
structure d’ARN ou dans la dissociation de brins ?  
 Rôle(s) physiologique(s) de ASH-Ski2 ? 
Nous cherchons à comprendre le rôle d’ASH-Ski2 dans les voies du métabolisme de l’ARN. 
Récemment, Walker et ses collègues proposent que l’hélicase ASH-Ski2 chez T. kodakarensis 
soit un facteur de la terminaison de transcription qui stimule l’arrêt du complexe d’élongation 
et le décrochage de l’ARNP (Walker et al. 2017). Cette hypothèse peut être confortée par nos 
résultats révélant la présence des protéines de liaisons à l’ADN RPA31, RPA42 et la sous unité 
Rpo2 de l’ARNP dans le réseau d’interactions de Pab-ASH-Ski2 (Publication 2, RESULTAT- 
Partie II). Cependant, ce réseau révèle également un lien significatif avec des protéines des 
sous unités du ribosome et des ribonucléases (aRNase J et exosome à ARN). De plus nos 
données de fractionnement à partir de culture de cellules de P. abyssi montrent que l’hélicase 
ASH-Ski2 migre dans les hauts poids moléculaires conjointement aux sous-unités du ribosome, 
de l’exosome à ARN et de l’aRNase J (Publication 2). Des données de l’équipe (voir Thèse de 
D.K. Phung Figure 20) montrent que les profils de sédimentation de sous-unité de la RNAP 
(Rpo3 et Rpo1’’) ne se superposent pas à ceux de ASH-Ski2. Ainsi nous proposons en parallèle 
de l’hypothèse proposée par Walker et ses collègues, d’autres hypothèses sur le rôle 
physiologique de ASH-Ski2.  
Très clairement le réseau de Pab-ASH-Ski2 (sans traitement nucléase) (Publication 2, 
RESULTATS- Partie II) révèle de manière significative la présence des sous unités Rrp41, Rrp42, 
Rrp4 et DnaG de l’exosome à ARN. Il faut noter que chez les eucaryotes, les hélicases de la 
famille Ski2 ont une fonction fondamentale dans la dégradation, le contrôle qualité et 
l’épissage des ARN (Johnson and Jackson 2013). Notamment les hélicases Mtr4 et Ski2 
appartenant aux complexes multiprotéiques TRAMP, NEXT et SKI sont associés à aux 
exosomes à ARN nucléaire ou cytoplasmique pour cibler des substrats à ARN spécifiques 
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Figure 36. Rôles des domaines de l’hélicase ASH-Ski2. Le domaine N-terminal est en gris, le cœur hélicase








nos résultats préliminaires proposent, in vitro, une interaction directe entre la sous unité 30S 
purifiée du ribosome et Pab-ASH-Ski2 (RESULTATS, Partie III). Chez les eucaryotes, des 
structures du complexe SKI, contenant l’hélicase Ski2, interagissant avec le ribosome 80S au 
cours de la traduction ont été résolues et montrent que l’hélicase Ski2 se lie à la sous unité 
40S au niveau de l’entrée de l’ARNm pour faciliter la dégradation de l’ARNm de 3’ en 5’ par 
l’exosome à ARN suggérant un rôle dans le contrôle qualité des ARNm (Schmidt et al. 2016; 
Zinoviev et al. 2020). Dans le noyau, des études ont montré que l’exosome nucléaire et 
l’hélicase Mtr4 sont liés à la sous unité pré-60S lors de la biogénèse des ribosomes pour 
permettre la maturation de l’ARNr 5.8S (Schuller et al. 2018). 
Au vu du lien étroit entre les hélicases de type Ski2 et le ribosome chez les eucaryotes et de 
l’ensemble de nos résultats expérimentaux nous proposons que, chez les Euryarchées, 
l’hélicase ASH-Ski2 pourrait intervenir lors de contrôle qualité des ARNm en cours de 
traduction ou lors de la biogénèse du ribosome en concertation avec l’exosome à ARN. Cette 
hypothèse est confortée par les analyses transcriptomiques initiées dans l’équipe. Les 
transcriptomes d’une souche sauvage de Thermococcus barophilus (Tbar-WT) (modèle 
d’étude génétique chez les Thermococcales, proche de P. abyssi) et d’une souche invalidée 
pour le gène codant pour ASH-Ski2 (Tbar-ΔASH-Ski2) sont comparées. Les premières analyses 
révèlent que 171 gènes sont surexprimés dans la souche Tbar-ΔASH-Ski2 par rapport à la Tbar-
WT et 139 gènes sont sous-exprimés (données de Marie Bouvier dans l’équipe). Parmi les 
gènes surexprimés, les gènes codant pour les sous unités du ribosome (L23Ae, L34e, S8e, 
L18Ae et S27Ae), et les sous unités Rrp4 et Rrp41 de l’exosome à ARN sont identifiés. Ces 
données préliminaires sont en cours de validation. 
 Mise évidence du complexe AHS-Ski2/aRNase J 
Les travaux menés durant cette thèse ont permis de montrer que l’hélicase à ARN ASH-Ski2 
forme un complexe multiprotéique via son domaine N-terminal avec aRNase J qui porte une 
activité exoribonucléolytique de 5’ vers 3’ (RESULTATS- Partie III, Publication 2) (Clouet-
d’Orval et al. 2010). Ainsi pour la première fois un complexe associant une hélicase et une 
ribonucléase est mis en évidence chez les Archées. Nous avons montré que le domaine N-
terminal est le domaine d’interaction avec l’aRNase J et avons identifié que les résidus 
cystéines du motif en doigt de zinc sont importants pour la co-purification du complexe 





solution tandis que aRNase J semble en équilibre entre une forme dimérique et tétramérique. 
Il est à noter que la structure résolue pour aRNAse J de M. psychrophilus montre une forme 
tétramérique (Zheng et al. 2017). Nous avons initié des études biophysiques pour essayer de 
définir la stœchiométrie du complexe aRNase J/ASH-Ski2 ainsi que des études structurales du 
complexe aRNase J/domaine N-terminal de ASH-Ski2. Malheureusement, à ce jour, nous 
n’avons pu obtenir de données ni sur la stœchiométrie ni sur la structure du complexe aRNase 
J/ASH-Ski2 afin d’élucider la structure-fonction de ce complexe (RESULTATS- Partie V). 
Cependant nous avons des évidences de la formation de ce complexe en solution en 
particulier nous avons montré que l’activité ATPasique de ASH-Ski2 est altérée en présence de 
aRNase J révélant que la formation du complexe modulerait l’activité ATPasique et 
possiblement donc l’activité de dissociation de brins qui y est associée (RESULTATS- Partie IV). 
Il reste également à définir quels sont les motifs de aRNase J critiques pour la formation du 
complexe aRNase J/ASH-Ski2. La co-occurrence de aRNase J et de ASH-Ski2 au sein de la 
taxonomie des Euryarchées suggérant une co-évolution de ces deux partenaires conforte nos 
résultats expérimentaux proposant l’existence du complexe aRNase J/ASH-Ski2 chez les 
Euryarchées (Publication 2). Cependant contrairement à aRNase J, le gène codant pour ASH-
Ski2 est présent dans le groupe des Asgards dans lequel aucune activité 5’-3’ n’a encore été 
identifiée (travaux de P. Genevaux/G. Fichant). Est-ce que chez les Asgards, ASH-Ski2 
interagirait avec une autre exoribonucléase 5’-3’ spécifique de ce groupe taxonomique? 
D’après nos résultats, ASH-Ski2 est capable de dissocier préférentiellement les duplex d’ARN 
de 3’ en 5’ (RESULTATS- Partie IV) et aRNase J possède une activité exoribonucléolytique de 
des extrémités 5’ vers 3’ (Clouet-d’Orval et al. 2010).  
 Rôle(s) physiologique(s) du complexe aRNase J/ASH-Ski2?  
Comme indique dans le premier paragraphe de cette discussion, il est proposé que ASH-Ski2 
soit impliquée dans la terminaison de la transcription (Walker et al. 2017). La terminaison de 
la transcription implique également chez les eucaryotes des ribonucléases. Il est proposé que 
l’activité 5’-3’ exoribonucléolytique de Xrn2 (ou Rat1 chez la levure) soit associée à la voie de 
terminaison de la transcription dans un modèle nommé « Torpedo » (Mandel et al. 2006). 
Après une coupure endonucléolytique par CPSF73 qui définit l’extrémité 3’ des transcrits, 
l’exoribonucléase 5’-3’ processive Xrn2 dégrade l’ARN en aval du site de coupure et rattrape 





que le complexe ASH-Ski2/aRNase J participerait à ce mécanisme. aRNase J agirait en tant que 
5’-3’ ExoRNase pour digérer le transcrit restant en cours de transcription après la coupure 
endonucléolytique qui pourrait être réalisée par aCPSF1/FTTA comme proposé récemment 
(Sanders et al. 2020) et ASH-Ski en tant que hélicase dissocierait le transcrit naissant de la 
matrice ADN (Figure 37).  
Une autre hypothèse en adéquation avec nos données de fractionnement cellulaires 
(Publication 2) comme discuté dans la première partie de la discussion est l’implication du 
complexe ASH-Ski2/aRNase J dans le contrôle qualité des ARN messagers en cours de 
traduction (Figure 38) (Phung et al. 2020). En effet chez les eucaryotes, des données 
structurales récentes montrent que l’exoribonucléase 5’-3’ Xrn1, impliquée dans divers 
processus tels que la régulation de la transcription ou le processing des petits ARN, interagit 
avec le ribosome 80S suggérant un rôle dans le contrôle qualité des ARNm (Tesina et al. 2019). 
En cohérence nos données préliminaires (RESULTATS- Partie III) montrent une interaction 
possible entre la sous unité 30S du ribosome purifiée et aRNase J.  
 L’exosome à ARN peut-il exister sous plusieurs formes ?  
Nous avons obtenu plusieurs évidences d’un lien entre la sous-unité catalytique Rrp41 et la 
sous-unité de la coiffe Csl4 composants de l’exosome à ARN, aRNase J et ASH-Ski2 (Publication 
2, RESULTATS- Parties II et III). En particulier nous observons uniquement une interaction 
entre la sous-unité Csl4 de la coiffe et aRNase J. La sous-unité Rrp4 ne semble pas interagir 
avec aRNase J dans nos conditions expérimentales. Ces deux sous-unités ont en commun un 
domaine S1 de liaison aux ARN et diffèrent par leur domaine C-terminal avec un domaine en 
doigt de Zinc pour Csl4 et un domaine de type KH pour Rrp4. Nous souhaitons à présent de 
reconstituer de complexes d’exosome à ARN in vitro pour confirmer les interactions directes 
de Csl4 avec aRNase J. Nous proposons de reconstituer trois types d’exosome à ARN, avec des 
coiffes d’homo-trimère de Csl4 ou d’homo-trimère de Rrp4 ou d’heterotrimere de Csl4/Rrp4 
afin de tester une spécificité d’interaction avec aRNase J et le complexe ASH-Ski2/aRNase J. Il 
faut noter que chez les archées, la composition stœchiométrique des sous-unités de la coiffe 
et la fonction dans le métabolisme de l’ARN de l’exosome à ARN in vivo reste à ce jour non 
élucidées. On peut imaginer qu’il existe plusieurs exosomes à ARN selon la composition de la 
coiffe dans la cellule qui permettrait de cibler des substrats ARN spécifiques selon les voies 
métaboliques. Ces différents types d’exosome à ARN pourraient être associés à des  
Figure 37. Proposition du modèle dit « Torpedo » de la terminaison de la transcription chez les
Euryarchées. Le transcrit pourrait être clivé par une endoribonucléase, aCPSF1/FttA, qui génère une
extrémité 5’ monophosphate pouvant être dégradé par la ribonucléase 5’-3’ aRNase J. ASH-Ski
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partenaires spécifiques (Figure 38). Avec cet objectif nous avons également entrepris de 
déterminer le réseau d’interaction de Rrp4 pour comparer les partenaires communs et 
spécifiques entre les réseaux de Csl4 et de Rrp4. Il a été montré que DnaG dont la fonction 
reste méconnue au sein de l’exosome à ARN est associée à Csl4. Csl4/DnaG pourrait jouer un 
rôle dans la spécificité de l’activité de l’exosome à ARN. Nous observons également que les 
partenaires de Csl4 sont majoritairement des protéines du ribosome. On se pose donc la 
question de la relation qu’il existe entre l’exosome à ARN et le ribosome. Dans ce contexte, 
nous avons initié à partir de fractions cellulaires de haut poids moléculaires (voir gradient 
Figure S4- Publication 2) contenant à la fois les sous-unités du ribosome et l’exosome, 
l’analyse de ces échantillons en cryo-microscopie électronique (Travaux de L. Plassart/C. 
Plisson). Des premières images en coloration négative permettent d’observer des éléments 
pouvant correspondre à une structure d’exosome à ARN qui parfois semblent associée à un 
élément de type ribosome. 
Dans la littérature il est montré in vitro que la sous-unité Rrp4 confère une forte spécificité 
poly(A) à l’exosome (Roppelt et al. 2010) alors que la sous-unité Csl4 permet la liaison avec la 
sous unité aDNaG (Evguenieva-Hackenberg et al. 2008) Une étude récente montre une 
interaction entre Nop5, une protéine appartenant à la RNP guide à boites C/D impliquée dans 
la méthylation des ARNr et ARNt, et l’exosome possédant une coiffe composée d’un trimère 
de Rrp4  chez S. solfataricus (Gauernack et al. 2017).  
Chez les eucaryotes, il existe également plusieurs exosomes à ARN, un type cytoplasmique et 
un type nucléaire avec des compositions en sous-unités différentes (Puno et al. 2019). Ces 
différents complexes chez les eucaryotes portant à la fois une activité 3’-5’ exo-et endo-
nucléolytique semblent impliqués dans un large panel de voies métaboliques allant de 
dégradation, à la maturation au contrôle qualité des ARN (Puno et al. 2019). Notamment, 
comme mentionné précédemment, les exosomes à ARN sont associés à des hélicases de la 
famille Ski2 telles que Mtr4 et Ski2 pour faciliter l’adressage des substrats ARN (Falk et al. 
2017; Weick et al. 2018; Halbach et al. 2012).  
 Conclusion générale 
D’après nos résultats et les données bibliographiques, nous proposons que chez les 
euryarchées, un complexe aRNase J/ASH-Ski2/Exosome-Csl4 serait en lien dans le ribosome 
pour le contrôle qualité des ARNm en cours de traduction (Figure 38). De plus, le contexte  
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Figure 38. Le réseau d’interactions de la sous unité catalytique du tonneau de l’exosome, Rrp41, révèle
une diversité de partenaires protéiques (RESULTATS- Partie II) ce qui nous laisse penser que le tonneau de
l’exosome seul n’est pas spécifique à un seul processus mais peut certainement être requis dans diverses







génomique observé chez les Thermococcales montre que les gènes codant pour ASH-Ski2 et 
Csl4 se retrouvent dans un même opéron, ceci renforce un lien fonctionnel entre l’hélicase 
ASH-Ski2 et la sous-unité de la coiffe Csl4. Les gènes codants pour les sous-unités de l’exosome 
à ARN sont présents dans la grande majorité des génomes d’archées à l’exception des 
Halobactéries, Haloferacales et Méthanomicrobiale dans lesquels l’activité 3’-5’ exo semble 
porter par l’exo RNase de type aRNase R (Clouet-d’Orval et al. 2018). On se pose donc la 
question de la relation entre aRNase R et le complexe aRNase J/ASH-Ski2 qui semble présent 
dans ces groupes taxonomiques. Pour conclure, ce travail ouvre des perspectives 
fonctionnelles et évolutives autour de l’exoribonucléase 5’-3’ de type β-CASP chez les 
Euryarchées. aRNase J forme un complexe stable avec l’hélicase à ARN ASH-Ski2 et est 
associée avec la sous-unité Csl4 de la coiffe de l’exosome à ARN. L’ensemble de ces acteurs 
pourrait agir ensemble à proximité du ribosome dans des voies métaboliques de contrôle 
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ANNEXE- Figure 1. Chromatogramme en HPLC de Pab-aRNase J. 1200pmol de Pab-aRNase J sont
chauffées 5’ à 50°C puis injectée sur une colonne Agilent Bio SEC- 5 préalablement équilibrée dans un
tampon 10mM HEPES pH 7.5, 10mM MgAc, 300mM NH4Cl et 6mM β-mercaptoéthanol .
Pab-ASH-Ski2 et Pab-aRNase J supperposés
ANNEXE- Figure 2. Chromatogramme en HPLC de Pab-aRNase J et Pab-ASH-Ski2 supperposés. 1200pmol
de protéines sont chauffées 5’ à 50°C puis injectée sur une colonne Agilent Bio SEC- 5 préalablement




Pab-aRNase J + Pab-30S + ARNm
ANNEXE- Figure 3. Chromatogramme en HPLC du mélange Pab-aRNase J+Pab-30S+ARNm. 130pmol de
Pab-aRNase J sont mis en présence de 30pmol de Pab-30S dans un tampon 10mM HEPES pH 7.5, 10mM
MgAc, 300mM NH4Cl et 6mM β-mercaptoéthanol et chauffées 5’ à 50°C puis injectées sur une colonne
Agilent Bio SEC- 5. Les fractions du pic majoritaire ont été concentrées et déposées sur un gel SDS PAGE
coloré au bleu de Coomassie présenté dans la figure 22 Partie III-RESULTATS.
Fractions F11+F10+F9+F8 
concentrées 
ANNEXE- Figure 4. Chromatogramme en HPLC du mélange Pab-ASH-Ski2+Pab-30S+ARNm. 130pmol de
Pab-ASH-Ski2 sont mis en présence de 30pmol de Pab-30S dans un tampon 10mM HEPES pH 7.5, 10mM
MgAc, 300mM NH4Cl et 6mM β-mercaptoéthanol et chauffées 5’ à 50°C puis injectées sur une colonne
Agilent Bio SEC- 5. Les fractions du pic majoritaire ont été concentrées et déposées sur un gel SDS PAGE
coloré au bleu de Coomassie présenté dans la figure 22 Partie III-RESULTATS.
Pab-ASH-Ski2 + Pab-30S + ARNm
Fractions F11+F10+F9+F8 
concentrées 
ANNEXE- Figure 5. Chromatogramme en HPLC du mélange Pab-aRNase J+Pab-ASH-Ski2+Pab-30S+ARNm.
130pmol de Pab-ASH-Ski2 et Pab-aRNase J sont mis en présence de 30pmol de Pab-30S dans un tampon
10mM HEPES pH 7.5, 10mM MgAc, 300mM NH4Cl et 6mM β-mercaptoéthanol et chauffées 5’ à 50°C
puis injectées sur une colonne Agilent Bio SEC- 5. Les fractions du pic majoritaire ont été concentrées et
déposées sur un gel SDS PAGE coloré au bleu de Coomassie présenté dans la figure 22 Partie III-
RESULTATS.
Pab-aRNase J + Pab-ASH-Ski2 + Pab-30S + ARNm
Fractions F11+F10+F9+F8 
concentrées 
ANNEXE- Figure 6. Schéma des cribles manuels de cristallisation. Les cribles ont été réalisés sur des
plaques de 96 puits.
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INTRODUCTION
In 1977 Carl Woese and collaborators identified Archaea as a separate domain of life. Since then,
Archaea have been considered as valuable study models to understand the diversity of life styles on
earth [1]. The first-discovered Archaea were distinguished by their ability to thrive in challenging
habitats such as high salinity, pH, temperature, and high pressure. However, novel high-throughput
sequencing methods permitted the identification that Archaea constitute a considerable fraction of
the Earth’s ecosystems with astonishing diversity and omnipresence. Remarkably, archaeal micro-
organisms are found to play pivotal roles in geochemical cycles as well as being part of human gut
microbiota [2,3].
Original classification based on 16S rRNA showed that the archaeal phylogeny embraces two
major phylogenetic groups, named Euryarchaeota and Crenarchaeota [4]. Subsequently, phyloge-
nomic analyses using an increasing number of sequenced archaeal genomes led to the characteriza-
tion of several phyla, including Euryarchaeota and two main “superphyla,” namely the
TACK superphylum (Thaumarchaeota, Aigarchaeota, Crenarchaeota, and Korarchaeota) and the
DPANN superphylum (Diapherotrites, Parvarchaeota, Aenigmarchaeota, Nanoarchaeota, and
NanohaloArchaea) [5,6]. Metagenomics analyses allowed the identification of a novel archaeal
clade, named Asgard, with an expanded repertoire of eukaryotic signatures. These findings provide
novel hypothesis on the origin of Eukarya within the archaeal domain [7].
At first glance, archaeal cells look like bacterial cells, however unusual composition of mem-
brane lipids and cell envelope made irrevocably clear the existence of profound differences
between Archaea and Bacteria. Archaeal membranes are composed of ether lipids instead of ester
lipids and the cell envelope does not contain peptidoglycan [8]. While Archaea share some bacterial
essential functioning systems of energy metabolism, the informational processing system which
includes DNA replication, transcription, and translation, are closely related to Eukarya [912].
Moreover, the archaeal genome is organized by either eukaryotic-like histone proteins or
1
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bacterial-like nucleoid-associated proteins [13]. In this mosaic setting, we are interested in deci-
phering the panel of helicases existing in Archaea that would drive numerous fundamental meta-
bolic pathways.
Helicases are molecular motors that couple the use of energy to countless biological processes.
By catalyzing the separation of double stranded nucleic acids into a single stranded one and the dis-
sociation of nucleic-acid associated proteins, helicases participate in all aspects of DNA and RNA
metabolism, and help in chromatin remodeling [1417]. Helicases are grouped into six superfami-
lies (SF16) based on amino acid sequence similarity, oligomeric state (monomeric or hexameric),
activity (substrate as single-stranded DNA (ssDNA), double-stranded DNA (dsDNA), or RNA,
translocating activity), and polarity (50-30, 30-50) [16] (Fig. 1.1). The two largest acknowledged
superfamilies, SF1 and SF2, which group nonhexameric helicases, perform diverse cellular func-
tions in DNA replication, repair, recombination, RNA metabolism, and protein translation. SFs36
form hexameric toroid structures (Fig. 1.1) [1820]. SF3 helicases comprise viral helicases.
FIGURE 1.1
(A) Domain organization of SF superfamilies and (B) occurrence of SF1 and SF2 helicases in Archaea.
Helicases are classified into six superfamilies which include the hexameric helicases SF3 to SF6 and the non
hexameric helicases SF1 and SF2. SF1 and SF2 helicases share a conserved helicase core composed of two
RecA-like domain folds (HD1 in yellow and HD2 in red). SF1 helicases present multiple insertions within the
helicase core. SF1 and SF2 helicases are divergent in their N- and C-terminus which are attributed to the diversity
of helicase functions in vivo (represented by gray boxes). Crystal structure of SF2 DEAD-box helicase from
Methanococcus janaschii, Pdb: 1HV8. Crystal structure of hexameric helicase E1 from papillomavirus,
Pdb: 5A9K.
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SF4 and SF5 function as replicative and transcription termination factors, respectively. SF6 include
the minichromosome maintenance helicases and the RuvB helicase [20,21].
The SF1 and SF2 helicases are characterized by a conserved helicase core formed by two RecA
domains which consist of nine characteristic sequence motifs named Q, I, Ia, Ib, and II to VI.
These motifs slightly differ between SF1 and SF2 and among those Walker A (motif I) and Walker
B (motif II) bind NTPs (Fig. 1.1) [22,23]. The specificity of action of SF1 and SF2 helicases has
been mostly attributed to their accessory domains present at their N- and C-terminus in addition to
their conserved helicase core. SF1 and SF2 were also classified based on their translocation polar-
ity. Two groups emerged: the SF1/2A and SF1/2B with 3050 or 5030 translocation polarity,
respectively [16]. Another classification was further refined based on the sequence conservation of
bacterial and eukaryal-like helicases and on structural and mechanistic features allowing the identi-
fication of twelve distinct families (Fig. 1.1) [24]. The SF1 includes UvrD-like/Rep, Pif-1-like, and
Upf1-like families, whereas the SF2 accounts for the Rec-G like, RecQ-like, XPD/Rad3/DinG, Ski-
2 like, type 1 restriction enzyme helicase subunit (T1R), Swi2/Snf, XPF/Hef/ERCC4/RIG-I nucle-
ase helicase, DEAD-box, and the DEAH/RHA families [18,25,26].
To overcome the gap of knowledge on archaeal helicase families, a comprehensive in silico
analysis allowed retrieving the first exhaustive list of SF1 and SF2 helicases in Archaea. Each fam-
ily was named based on knowledge of the function of their bacterial and eukaryotic counterparts
(Fig. 1.1) [27]. Most of the already-known SF1 and SF2 families are represented in Archaea. Two
major archaeal SF1 families could be defined, the UvrD-like and Upf1-like. Remarkably, the SF1
helicases are mostly restricted to the Euryarchaeoeta phylum [27]. In addition, none of the
sequenced archaeal genomes encode the Pif-1-like helicases which have been shown in Eukarya to
be involved in the maintenance of both the mitochondrial and nuclear genomes [28]. Finally, all
the major SF2 families were retrieved in the archaeal classification with the exception of the bacte-
rial Rec G-like involved in DNA replication, recombination and repair [29], and the DEAH/RHA
families that functions in premessenger RNA splicing and ribosome biogenesis [30] (Fig. 1.1).
Structural and mechanistic studies were reported for some members of these families [3137].
Nevertheless, associated cellular processes have not been yet addressed.
THE Uvr AND XP HELICASE FAMILIES
Helicases play essential roles at different steps of the DNA repair pathways. Nucleotide excision
repair (NER), base excision repair (BER), and DNA mismatch repair (MMR) are the main known
pathways, and all act on one of the two strands of the damaged DNA. Among these pathways,
NER is the most versatile one and seems to be conserved in all domains of life [3840]. Briefly,
an initial recognition of DNA damage is followed by excision of the damaged base of the ssDNA.
These steps require the coordinated action of DNA repair helicases and nuclease enzymes to detect
the damaged DNA. The existence of NER pathway in Archaea has not been formally demonstrated,
but it is suggested based on the presence of NER pathway like-enzymes. Most archaeal genomes
encode for a homologue of the eukaryotic XP (Xeroderma pigmentosum) helicases. In addition, few
encode for a homologue of the prokaryotic Ultraviolet repair (Uvr) helicase [27,40]. It has been
suggested that Archaea use a simplified version of the eukaryal NER pathway and that the bacterial
NER systems come from horizontal gene transfer from mesophilic archaeal species [40].
3INTRODUCTION
FIGURE 1.2
Structural domain organization of archaeal SF1 and SF2 families.
The Helicase domain 1 (HD1) and 2 (HD2) are respectively represented in yellow and red in all helicase families.
The C- and N-terminal additional domains are colored as follows: UvrB: domain 1a corresponds to HD1 and
contains two insertion domains 1b and 2 that are represented in green and blue, respectively, HD2 represents
domain 3; XP helicases: the thumb motif located between HD1 and HD2, the C-terminal damage recognition
domain (DRD) and the FeS cluster and ARCH domain inserted in HD1 are respectively represented in blue, cyan,
blue-white and aquamarine; DEAD-box helicase: the C-terminal DbpA-domain is in orange; Type 1 Restriction
(Continued)
Briefly, the Uvr A/B/C/D proteins are known to be the key actors of the NER pathway in
Bacteria [41]. Helicase activities are required in two steps of the NER pathway: the first one carried
out by the UvrB helicase verifies the damage, whereas the second is part of the post-incision com-
plex and involves the UvrD or PcrA activity which removes the excised fragment containing the
damage.
The Archaeal UvrD-Like Helicase
The UvrD-like helicases are described as SF1 helicase with a 3050 polarity. These helicases con-
sist of two RecA helicase core domains HD (named 1a and 2a) and two inserted auxiliary domains
1b and 2b within both HD domains, respectively (Fig. 1.2). These auxiliary domains possess DNA
binding motifs [42]. Genes encoding UvrD-like helicases are particularly abundant in genomes of
the Euryarchaoeta, in particular in the Halobacteriales and Methanosarcinales clades [27].
However, euryarchaeal UvrD-like helicases show an extreme divergence of their N- and C-terminal
unstructured regions that are proposed to interact with UvrB. Intriguingly, the UvrD encoding genes
do not show the same taxonomic distribution as the other Uvr-like proteins across the archaeal phy-
logeny. This questions the physiological role(s) of the UvrD-like helicases in Archaea [27]. In fact,
UvrD from Escherichia coli has been shown to play other roles in DNA replication by acting on
Okazaki fragments and in methyl-directed mismatch repair (MMS) [4346].
The Archaeal UvrB-Like Helicase
The UvrB-like helicases have been described as SF2 helicase with a 3050 polarity and, based on
E. coli UvrB, a weak ATPase and unwinding activities. Further findings on Mycobacterium UvrB
suggest that UvrB-like proteins could also display strong ATPase and helicase activities [47,48].
The crystal structure of UvrB showed four domains: domains 1 to 4. Domain 1 was further divided
into 1a and 1b. Domains 1a and 3 are conserved regions with the SF2 family members and contain
their characteristic motifs (Fig. 1.2), The three auxiliary domains are domain 1b (which is supposed
to favor additional interactions with the DNA), domain 2 (which provides interaction with UvrA
protein), and domain 4 (which interacts with UvrA and UvrC proteins) [49,50]. Archaeal UvrB-like
members are abundant in Euryarchaeota and possess a conserved C-terminal domain which is sup-
posed to interact with UvrC [27]. However, the in silico detection of these helicases in the archaeal
phylogeny are not yet supported by in vivo and in vitro experimental evidences and the existence
of archaeal UvrA/B/C/D complexes or subcomplexes have not yet been demonstrated. Genetic stud-
ies showed that, in halophilic Archaea, the deletion of the genes encoding the UvrA/B/C repair pro-
teins render the cells hypersensitive to ultraviolet (UV) radiation (Table 1.1) [51]. Other studies
performed in Haloferax volcanii showed that UvrA/B/C proteins work together with the PCNA fac-
tor named NerA in repairing DNA damage resulting from exposure to mitomycin [52,53].
 endonuclease helicase: the N-terminal nuclease domain is in brown; Swi2/Snf: the domain 1B inserted in HD1
and the domain 2B inserted in HD2 are in light pink; reverse gyrase: the additional N-terminal domain and the
C-terminal topoisomerase domain are respectively in purple and in brown; Hjm and Lhr: WH domain is colored
in dark green; Hjm and ASH: the ratchet is in olive green, the helix-loop-helix (HLH) is in pink; ASH, Lhr and
Sfth: cysteine-rich region are in yellow. All grey boxes indicate divergent regions within protein families. Black
boxes indicate regions of unidentified functions.
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Archaeal XP helicases were extensively studied at the structural level and have greatly contrib-
uted to our understanding of the eukaryal and bacterial SF2 helicases functions and mode of actions
[32,36,37,40,5458]. In eukaryotes, two types of NER pathways exist: firstly, the TCR (transcrip-
tion-coupled Repair) pathway which acts to detect DNA damage and which is linked to the tran-
scription machinery [59]; and secondly a global genome repair (GGR) pathway that involves the
XPC-hr23B heterodimer to detect DNA damage [60]. In both pathways, a multi-subunit complex
Table 1.1 Phenotypical Analyses of Archaeal Strains Knocked-out for Gene Encoding SF2
Helicases
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kodakarensis
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ASH TK0566 Thermococcus
kodakarensis
Unknown Slow cell growth, sensitivity to
DNA-damaging agents
[86]
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composed of the Transcription Factor II-H complex and of two main helicases XPB and XPD is
required to bind and extend the ssDNA around the damage site. The activity of these two helicases
allows other NER factors such as the helicase-nuclease XPF-ERCC1 and XPG endonuclease to
cleave the 50 and 30 sides of the lesion, respectively. In Archaea, a pathway similar to NER has not
yet been demonstrated. The recognition of the lesion has been suggested to occur during transcrip-
tion by the action of SSB proteins or the RNAP, or through an unidentified damage recognition
protein [40]. Most of the archaeal organisms encode for XP-like helicases XPB and XPD and the
nuclease-helicase XPF, but they do not follow the same overall distribution across archaeal mem-
bers raising the question of how the NER pathway will operate in the absence of one of the XP
helicase partners. An endonuclease named Bax1 (Binds archaeal XPB) was found to form a
stable complex with XPB in vitro. It was suggested that Bax1 may be the archaeal counterpart of
the eukaryal nuclease XPG by acting together with XPB in cleaving 30 of the DNA damaged
site [58].
XPB/rad25 Helicase
XPB/Rad25-like helicases have been described as SF2 helicases with a 3050 polarity that function
in eukaryotic NER pathways, but are also part of the basal transcription machinery in eukaryotes
[61]. The crystal structure of XPB from Archaeoglobus fulgidus (AfuXPB) gave the first insight on
the organization of an archaeal helicase from the SF2 family [54]. The resolved structure of
AfuXPB showed, in addition to the two conserved helicase core domains (HD1 and HD2), a 100
amino acid N-terminal domain named the DRD domain (damage recognition domain) resembling
the mismatch recognition domain (MRD) of the DNA repair MutS protein and is responsible for
recognition of distorted and damaged DNA (Fig. 1.2). The DRD domain does not seem to be con-
served across archaeal XPBs as the XPB sequences from Archaea are extremely divergent at their
N- and C-termini [27]. Another domain found in XPB is the thumb motif located between HD1
and HD2 (Fig. 1.2). This motif is commonly found in DNA-dependent DNA polymerases and
thought to be involved in branched DNA binding. In addition, the HD1 domain contains a RED
motif that has a key role in DNA unwinding [54].
Hef-Like Helicase
Hef-like (Helicase-associated Endonuclease for Fork-structured DNA) helicases have been
described as SF2 helicases with a 3050 polarity that in some cases retain, in addition to the heli-
case domain, a nuclease domain similar to the eukaryotic XPF endonuclease. The archaeal Hef was
first identified from the hyperthemophilic archaeon Pyrococcus furiosus as a protein factor that can
stimulate holiday junction resolution by the Hjc resolvase [62,63]. Most archaeal genomes, except
for Thermoplasmatales, encode a Hef-like helicase. The Hef-like helicases exist in two forms: the
long form consists of an N-terminal helicase domain carrying a conserved helicase core domain
fused to a C-terminal nuclease and specific to the Euryarchaeota; the simpler version lacks the heli-
case domain in the Crenarchaeota and Thaumarchaeota (Fig. 1.2) [64]. The crystal structures from
Pyrococcus furiosus (Pfu) and Aeropyrum pernix (Aep) Hef-like helicases provided the first struc-
tural information on the XPF family [65,66]. The C-terminal endonuclease domain is structurally
related to the one found in the eukaryotic nucleases Mus81 and XPF. In addition to these domains,
a conserved “helix-hairpin-helix” (HhH2) motif involved in protein dimerization and DNA binding
was also discovered [56,62]. Evidence suggests that PfuHef plays a role in processing stalled
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replication forks as it produces splayed duplexes from DNA forks and four-way junctions
[35,56,67]. The recombinant Thermococcus kodakarensis Hef protein (TkoHef) exhibits a similar
activity on fork-structured DNA in vitro [68]. Moreover, the strain knocked-out for Tkohef is
highly sensitive to mitomycin C, suggesting that Hef is involved in numerous repair processes and
is critical for DNA interstrand cross-link repair (Table 1.1) [68]. Similar observations were made
on a H. volcanii strain that was deleted for the gene-encoding Hef. This strain exhibits end-joining
defects, as well as homologous recombination and cross-link repair deficiencies. Conversely, hef
deletion does not render the cells sensitive to UV radiation, meaning that the NER pathway is not
impaired [69].
XPD/Rad3-like
The XPD/Rad3-like family is the only SF2 helicase family with a 5030 polarity with a weak DNA
unwinding activity in vitro [70]. Archaeal XPDs were extensively studied at the structural and bio-
chemical levels with four crystal structures published from three different archaeal organisms:
Thermoplasma acidophilum (TaaXPD), Sulfolobos acidocaldarius (SsAXPD), and Sulfolobus toko-
daii (SstXPD) [55,7173]. These structures showed that archaeal XPD-like proteins consist of the
helicase core domain (HD1 and HD2) and two additional domains that are inserted into HD1: an
ironsulfur 4FeS domain and an Arch domain defined by its arch-shaped structure (Fig. 1.2). The
4FeS domain is essential for the helicase activity and functions as a wedge structure involved in
duplex separation. The Arch domain function is not characterized for archaeal XPD-like protein,
however it has been shown to be essential for interaction with the CAK—cyclin-dependent kinase
(CDK)-activating kinase—in eukaryotic XPD helicase. The published data using Archaea as models
provided insights into the mechanism of XPD unwinding where, in Eukaryotes, it is thought that
ssDNA passes first through the groove between the HD2 and arch domains, moving then through a
hole encircled by the Arch, FeS-cluster, and HD1 domains [55]. Finally, it was shown that SsaXPD
can efficiently unwind in vitro 50 overhang, Y fork, or bubble substrates [74].
Altogether, it is not yet fully understood how the NER pathway is operating in Archaea; as dele-
tion of either XPB or XPD did not affect DNA repair in Sulfolobus islandicus and only slight sensi-
tivity to DNA damaging agents was observed in the null mutants of T. kodakarensis (Table 1.1)
[68,75]. One possible explanation is the presence of numerous XPB/Rad25 and XPD/Rad3 encod-
ing genes. These genes could be functionally redundant, and in this case no clear phenotype would
be observed [68,75]. Further genetic studies are required to fully elucidate the exact role of XP pro-
teins in DNA repair in Archaea.
THE Ski2-LIKE FAMILY
The Ski2-like family was originally named after the Ski2 RNA helicase that works with the exo-
some in the eukaryotic turnover and quality control of mRNAs. These SF2 enzymes are mostly
RNA helicases, however, only one member—the archaeal Hel308 member—is described as a DNA
helicase [76]. In Eukarya, three major helicase groups exist, the cytoplasmic Ski2 and the nuclear
Mtr4 associated with the eukaryal exosome machineries, and the Brr2 helicases involved in RNA
quality control and RNA splicing, respectively. Initially, the archaeal DNA helicase homolog of the
human HelQ was named Hel308 [77]. Subsequently, it appeared that Hel308 members belong to
the Ski2-like family [76]. The protein Mth810 was called Hel308a since it resembled the human
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Hel308 helicases implicated in DNA repair [77]. The P. furiosus was named Hjm (Holliday junc-
tion migration) as it was detected through its activity on model Holliday junctions in vitro [78].
Importantly, Hel308 members are commonly found through all the archaeal phylogeny with few
exceptions [27]. These enzymes display a ssDNA stimulated ATPase activity and have in vitro
activities on DNA forks and holiday junctions. They translocate along both DNA strands in a
30-50 direction and a better efficiency on forked structures was observed [77]. Deciphering the
biochemical activities of S. tokodaii Hjm identified, in contrast to other Hjm, unwinding activities
in both directions [79]. Hjm was shown to interact with the endonuclease/resolvase Hjc in vitro,
therefore it has been proposed that archaeal Hjm/Hel308 promotes replication fork regression
through its interaction with Hjc [79,80]. However, in T. kodakaraensis, a knockout mutant of the
encoding gene is viable in contrast to Sulfolobus where the Hjm helicase has been shown to be an
essential protein (Table 1.1) [68,75,81].
High resolution structure of Hjm/Hel308 from A. fulgidus in an apo form and in complex with
DNA captured the duplex-unwinding reaction and showed that initial strand separation is not
dependent on ATP [82]. Hel308 consists of the two tandem RecA core domains (HD domains 1
and 2) (Fig. 1.2). The resolved structure showed a protruding region of β-hairpin secondary struc-
ture between motifs Va and VI in HD2 [31,36]. This hairpin was proposed to guide nucleic acid
strand separation and thus plays a crucial role in coupling translocation to helicase activity. A third
domain found in the C-terminal region is a “winged helix” domain (WH domain) identified as a
sequence-specific DNA-binding domain in transcription factors, particularly those of the forkhead
family (Fig. 1.2) [83]. The WH domain makes extensive contacts with branched structures and may
play a role as a “hinge,” permitting Hel308 to bind and then close tightly around its DNA substrate.
Mutations in the WH domain abolished DNA binding and unwinding activity [83]. Domain 4
(named as “ratchet”) was proposed to position nucleic acids for translocation linked to ATPase
functions. At the C-terminal, a helix-loop-helix (HLH) caps the Hel308 helicase and exhibits typi-
cal DNA-binding activity with strong binding to ssDNA. The HLH domain possibly functions to
limit the enzyme processivity on branched substrates [36]. Subsequently, the resolution of struc-
tures of the eukaryal Mtr4, Brr2, and Ski2 RNA helicases allowed to define the hallmarks for the
Ski2-like family based on structural signature domains the helicase SF2 core and the typical
C-terminal domain consisting of WH and a ratchet domain (Fig. 1.2). In addition, each family
member will possess its own specific accessory domains [76].
Nevertheless, the exact role of archaeal Hel308/Hjm is yet to be uncovered. Since most Archaea
lack RecQ, with the exception of Methanosarcinales, Hel308 is proposed to function in DNA
recombination and repair as an alternative to the RecQ helicase commonly found in Bacteria and
Eukarya [84]. When Hel308 was introduced into an E. coli replication-deficient strain, the RecQ-
like phenotype was restored [77,84]. Hel308 was shown to physically interact with the Replication
Protein A (RPA) that binds to ssDNA and helps loading Hel308 at stalled replication forks [85]
In addition to the Hel308 from the Ski2-like family, phylogenomic analysis demonstrated the
presence of a helicase group specific to Archaea and mainly to Euryarchaoeta named ASH for
Archaea Specific Helicase. ASH has been shown to be evolutionary related to the Ski2-like family
[27]. On the sequence level and as shown by secondary structure predictions, ASH is more similar
to Hel308 than the other RNA helicases of the Ski2-like family. At the N-terminal, the ASH heli-
case differ by the presence of a cysteine-rich region which is predicted to be a metal binding motif
(Fig. 1.2) [27]. Further, ASH was proposed to act as a transcription termination factor—also named
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Eta for euryarchaeal termination activity [86]. Indeed, ASH was shown to disrupt the transcription
elongation complex in vivo in T. kodokarensis. In addition, deletion of TK0566 (encoding ASH/
Eta) results in slow growth and renders cells sensitive to DNA damaging agents (Table 1.1) [86].
THE Lhr-LIKE AND Sfth-LIKE HELICASE FAMILIES
Lhr (Longest Helicase Related protein) and Sfth, two SF2 helicases with unidentified functions, are
the most widespread in archaeal genomes [27]. Indeed, all archaeal genomes encode at least for
one Lhr helicase and Lhr gene duplication events are commonly observed. Sfth is found in all
Archaea except for the thermoplasmatales and some methanogens. The role of these two helicases
have not yet been studied in spite of their large abundance across sequenced genomes.
Lhr that was first discovered in E. coli in 1995 is a large protein (1507 and 1538 amino acids
residues in Mycobacterium smegmatis and in E. coli, respectively) [87]. Lhr is a prokaryote heli-
case since members of this family are only found in Bacteria and Archaea. They are particularly
abundant in actinomycetes and proteobacteria [88]. Genetic studies in E. coli showed that the cellu-
lar growth is not impaired by the deletion of lhr [87]. Upon damage by UV irradiation or by treat-
ment with mitomycin C, the expression of Lhr is upregulated in mycobacteria [88]. The first crystal
structure of the first half of M. smegmatis Lhr (1856) in complex with AMP-PNP and ssDNA
just became available and exemplifies Lhr as a new SF2 helicase family in terms of domain organi-
zation [89]. The structure shows the conserved helicase core (HD1 and HD2), followed by a WH
domain that displays a similar fold to the one observed in Hjm and RecQ helicases (Fig. 1.2). A
novel structural module whose function is unknown is annotated as domain 4. Full length bacterial
Lhr-like also possesses an additional C-terminal DEAD-associated helicase domain whose function
is still unknown [87]. In Archaea, two Lhrs are commonly found, aLhr1 and aLhr2. A third distant
phylogenetically group named Lhr-like is also commonly found in Sulfolobales. In terms of domain
organization, archaeal Lhr resembles bacterial Lhr, with the aLhr2 proteins differing from other
Lhr by the presence of a Cysteine-rich region which occurs in some metal binding proteins
(Fig. 1.2) [27]. A deletion of the SiRe_1605 gene (corresponding to lhr2 gene) in S. islandicus ren-
der the strains more sensitive to MMS (methyl methanesulfonate) and leads to the deregulation of
many nucleotide metabolism and DNA repair enzymes as well as the silencing of over 80 genes
located at a specific region (Table 1.1) [90]
Sfth is widespread in Bacteria and in Archaea, and is limited to plants and fungi in eukaryotes
[91]. Sfth is distinct from other helicases by the presence at its N-terminus of a DUF1998 domain
containing a putative zinc-finger. Archaeal Sfth proteins display the same conserved helicase core
and the characteristic DUF1998 domain (Fig. 1.2) [27]. The yeast homolog, named Hrq1, is a
robust 3050 helicase with remarkable biochemical properties as it forms a homo-heptameric ring
[9193]. A deletion of the hrq1 gene is dispensable for vegetative growth in Saccharomyces cere-
visiae [94]. In the fission yeast Saccharomyces pombe, evidence showed that Hrq1 plays a role in
the repair of DNA Interstrand cross-links and in genome maintenance [92]. In addition, the human
RecQ4 was proposed to be an orthologous member of Sfth helicases, however it lacks the charac-
teristic DUF1998 domain [92]. The physiological function of Sfth in prokaryotes is yet to be dem-
onstrated. However, a novel defense mechanism against phages was found associated with the
DUF1998 domain characteristics of the Sfth helicases. This defense mechanism was named
DISARM for defense island systems associated with restriction-modification (RM) [95]. The
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DISARM system is widespread in Bacteria and Archaea and consists of a DNA methylase and four
other genes annotated as a helicase domain, a DUF1998 domain, a phospholipase D domain, and a
gene of unknown function. When this system was introduced into Bacillus subtilis, the engineered
Bacteria became protected against all three major families of tailed dsDNA phages [95].
THE REVERSE GYRASE HELICASE FAMILY
Reverse gyrase enzymes are DNA topoisomerases that introduce positive supercoils into DNA and
are specific to hyperthermophilic Archaea and Bacteria [96]. Reverse gyrase is one of the enzymes
exclusively found in hyperthermophiles. Originally it was thought that this enzyme is essential for
life at high temperature. However, Thermococcus cells knocked-out for the gene encoding the
reverse gyrase are viable, meaning that this gene is not essential [97]. Nevertheless, the mutant
strain shows a decrease in cellular growth rate and is thermosensitive, supporting its role at high
temperature (Table 1.1). Reverse gyrases consist of a helicase core (HD1 and HD2) and a
C-terminal type IA topoisomerase domain (Fig. 1.2). Crystal structures from Thermotogata mariti-
ma and A. fulgidus revealed domain arrangements including the functionally important zinc-finger
motif [98,99]. A latch domain is inserted into HD2 and is supposed to play a role in the introduc-
tion of positive supercoiling by reverse gyrase. This domain connects the helicase and the topo-
isomerase domains and is required for their functional cooperation. An insert in HD1 adopts a
helix-loop structure in the T. maritima enzyme and a β-hairpin structure in A. fulgidus reverse gyr-
ase. Both inserts protrude from the same side of the helicase domain. The latch domain, the HD1
insert and the zinc-finger motif are required to bind and guide DNA during strand passage. The
topoisomerase domain of the reverse gyrase is similar to the bacterial topoisomerase IA. The physi-
ological function of the reverse gyrase was addressed in Sulfolobus solfataricus. A link to DNA
repair was made by the identification of the translesion DNA polymerase SSoPolY/Dpo4 and of
SSB as protein partner of the reverse gyrase [100,101].
THE DEAD-BOX LIKE HELICASE
DEAD-box like proteins are SF2 RNA helicases that participate in many processes involving RNA
such as transcription, translation, editing, mRNA degradation, and ribosomal assembly
[20,102,103]. These proteins exhibit RNA-dependent ATPase activity and helicase activity [104].
The crystal structure of a DEAD-box like helicase from Methanococcus janaschii was the first pub-
lished prototype of helicase core organization into two RecA domains [57]. DEAD-box like heli-
cases are the shortest helicase in length and in many cases the DEAD-box like proteins lack a
characteristic C-terminal domain (Fig. 1.2). Some of these helicases have a C-terminal DbpA
RNA-binding domain (RBD) known to mediate the recognition of hairpin 92 of the 23S ribosomal
RNA [105107]. DEAD-box helicases are found in most of the Euryarchaoeta with the exception
of Pyrococcales and Halobacteriales, and only in the Sulfolobales from the Crenarchaeota. The
physiological function of DEAD-box like helicases in Archaea is not yet reported, but some studies
performed in Methanococcoides burtonii and T. kodakarensis showed that these DEAD-box heli-




Upf1-like/Dna2 SF1 members have unwinding activity with a 50- 30 polarity. Archaeal Upf1-like
proteins possess similarities with the helicase/nuclease Dna2. In eukaryotes, Dna2 plays an impor-
tant role in DNA replication by Okazaki fragment processing and in DNA repair pathways
[105,111]. These proteins are sporadically widespread across archaeal genomes and their presence
is restricted to Thermococcales, Archaeoglobales, and Halobacteriales. In addition, their N-terminal
and C-terminal regions are extremely divergent (Fig. 1.2). The physiological function of archaeal
Dna2 is uncertain. Dna2 from Pyrococcus horikoshii was characterized in vitro at the biochemical
level and was shown to display 5030 DNA helicase and nuclease activities [112].
THE Cas3, Snf2 AND T1R HELICASES FAMILIES
Cas3 helicase is an SF2 helicase that has been recognized as a novel SF2 clade, but it displays very
weak conservation of the helicase core motifs [113]. T1R restriction helicase and cas3 helicases are
part of prokaryotic defense mechanism [114]. Cas3 plays an essential role in prokaryotic adaptive
immunity against foreign nucleic acids when invading viruses and plasmids [113]. The Type I
restriction enzyme is a prokaryotic helicase and functions as part of a large multiprotein complex
forming a restriction-modification system to protect Bacteria against foreign DNA [115,116].
SWI2/SNF2 like proteins have been documented in all domains of life [27]. However, in
Bacteria and Archaea, the similarity is restricted to the helicase motifs and their function in
archaeal physiology is not yet understood [117]. Whether they are involved in recombination—like
Rad54 protein, or in transcription like Snf2 or Mot1, or in other chromatin remodeling processes—
remains to be elucidated [117]. Crystal structures of SSoSwi2 in the absence or presence of its
dsDNA substrate have been resolved [118]. The enzyme consists of two RecA-like domains (HD1
and HD2) and two specific subdomains inserted in each HD domain with a deep cleft separating
the two domains (Fig. 1.2). The structure provided insights into how this enzyme translocates along
the dsDNA where it was shown that SWI2/SNF2 ATPase moves along the minor groove of a
dsDNA substrate without strand separation [119,120]. Studies on SWI2/SNF2 from S. solfataricus
showed that the enzyme lacks helicase activity, but displays a dsDNA stimulated ATPase activity
and translocation activity. It has been suggested that this translocation activity might be responsible
for remodeling like activity of Sac7d/Alba:DNA complexes [119,120].
CONCLUSIONS AND FUTURE PERSPECTIVES
Enzymes belonging to the SF1 and SF2 helicase families are structurally similar, but functionally
diverse due to the N- or C-terminal elements appended to the conserved helicase core. In this chap-
ter, we have highlighted archaeal families and associated features that characterized the overall
archaeal SF1 and SF2 enzymes in which, for the most, cellular functions are still to be discovered.
Despite the subtle differences in sequence and structure, it is clear that these protein families partic-
ipate in fundamental ways that involve substrate recognition and conformational rearrangements
that could induce association or dissociation of nucleic acid, but also nucleic acid-binding protein
displacement. The question remains to understand their impact on physiology of archaeal cells and
12 CHAPTER 1 ARCHAEAL SF1 AND SF2 HELICASES
their basic mechanistic features in the context of the extreme conditions encountered by archaeal
microorganisms. In addition, further structure—function studies will provide a framework for
understanding more complex eukaryotic counterparts often associated in multiprotein complexes.
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